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La division cellulaire est influencée par les différents stimuli provenant de 
l’extérieur ou de l’intérieur de la cellule. Plusieurs réseaux enzymatiques élaborés au 
cours de l’évolution relayent l’information générée par ces signaux. Les modules 
MAP kinases sont extrêmement importants au sein de la cellule. Chez l’humain, 14 
MAP kinases sont regroupées en sept voies distinctes intervenant dans le contrôle 
d’une myriade de processus cellulaires. ERK3/4 sont des homologues de ERK1/2 
pour lesquelles on ne connaît que très peu de choses concernant leurs fonctions et 
régulation. Ces MAP kinases sont dites atypiques puisqu’elles ont des particularités 
structurales et des modes de régulation qui diffèrent des autres MAP kinases 
classiques. Ainsi, notre laboratoire a démontré que l’activité de ERK3 est régulée par 
le système ubiquitine-protéasome et qu’elle pourrait avoir un rôle à jouer dans le 
contrôle de la différenciation et la prolifération cellulaire.  
La première étude présentée décrit la régulation de ERK3 au cours du cycle 
cellulaire. Nous avons observé que ERK3 est hyperphosphorylée et s’accumule 
spécifiquement au cours de la mitose. Des analyses de spectrométrie de masse ont 
mené à l’identification de quatre sites de phosphorylation situés à l’extrémité du 
domaine C-terminal. Nous avons pu démontrer que la kinase mitotique CDK1/cycline 
B phosphoryle ces sites et que les phosphatases CDC14A et CDC14B les 
déphosphorylent. Finalement, nous démontrons que la phosphorylation mitotique de 
ERK3 a pour effet de la stabiliser.  
Au début de mes études doctorales, la kinase MK5 fut identifiée comme 
premier partenaire et substrat de ERK3. MK5 a très peu de fonctions connues. Des 
données dans la littérature suggèrent qu’elle peut moduler le cycle cellulaire dans 
certaines conditions. Par exemple, MK5 a récemment été identifié comme inducteur 
de la sénescence induite par l’oncogène Ras. Dans la deuxième étude, nous décrivons 
une nouvelle fonction de MK5 dans le contrôle du cycle cellulaire. Nous démontrons 
par des expériences de gain et perte de fonction que MK5 ralentit l’entrée en mitose 
suite à un arrêt de la réplication. Cette fonction est dépendante de l’activité 




Finalement, nous avons identifié Cdc25A comme un nouveau substrat in vitro de 
MK5 dont la surexpression supprime l’effet de MK5 sur l’entrée en mitose. 
En conclusion, nos résultats décrivent un nouveau mécanisme de régulation de 
ERK3 au cours de la mitose, ainsi qu’une nouvelle fonction pour MK5 dans le 
contrôle de l’entrée en mitose en réponse à des stress de la réplication. Ces résultats 
démontrent pour la première fois l’implication de ces protéines au cours de la 
transition G2/M. Nos travaux établissent de nouvelles pistes d’études pour mieux 
comprendre les rôles encore peu définis des kinases ERK3/4-MK5. 
Mots-clés : Phosphorylation, MAP kinases, Cycle cellulaire, Mitose, Kinases 






The process of cell division is largely influenced by extracellular and 
intracellular cues. Many enzymatic pathways refined during evolution propagate the 
information generated by those cues. MAP kinase modules are extremely important 
within the cells. Human genome encodes 14 MAP kinases genes grouped into seven 
distinct pathways involved in the control of many cellular processes. ERK3/4 are 
kinases homologous to ERK1/2. Very little is known about their regulation and 
molecular functions. These MAP kinases are described as being atypical based on 
their unique structural characteristics and mode of regulation. Our laboratory was the 
first to demonstrate that the activity of ERK3 is mainly regulated by the ubiquitin-
proteasome system in proliferating cells. In addition, several lines of evidence 
suggest a role for ERK3 in the control of cell differentiation and proliferation. 
The first study presented herein documents the regulation of ERK3 during the 
cell cycle. We observed that ERK3 is hyperphosphorylated and accumulated 
specifically during mitosis. Mass spectrometry analyses led to the identification of 
four phosphorylation sites located in the C-terminal domain. We demonstrate that 
mitotic kinase CDK1/cyclin B phosphorylates these sites which are dephosphorylated 
by Cdc14A and Cdc14B phosphatases. Finally, we show that mitotic phosphorylation 
of ERK3 controls its stability. 
At the beginning of my Ph.D. training, the kinase MK5 was the first identified 
binding partner and substrate of ERK3. MK5 is implicated in very few cellular 
functions. Data suggest that under certain conditions it modulates cell cycle 
progression. For example, MK5 was recently identified as a tumor suppressor gene 
essential for ras-induced senescence. In the second study of this thesis, we describe a 
novel function of MK5 in cell cycle progression. Gain and loss of function 
experiments demonstrate that MK5 delays G2/M transition following replicative 
stress. This function depends on its catalytic activity to indirectly regulates 
CDK1/cyclin B. Finally, we identified Cdc25A as a good in vitro substrate for MK5. 




In conclusion, our results described a novel mechanism of regulation of ERK3 
during mitosis and a novel function of MK5 in the control of G2/M transition after 
replicative stress. These data demonstrate for the first time the relation between these 
kinases and the G2/M transition. Our work should contribute to a better 
understanding of the roles of ERK3/4-MK5 kinases. 
Keywords : Phosphorylation, MAP kinases, Cell cycle, Mitosis, Cyclin-dependant 
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UV   Ultra violet 
Wee   Terme gaélique, signifiant petit 
μL   microLitre 
μM    microMolaire  
WIP1    Wild-type p53-induced phosphatase 1 
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1.1 Le cycle cellulaire 
Les cellules sont constamment confrontées à différentes options quant à leur 
destin : migrer, se différencier, se diviser ou mourir sont quelques possibilités qui 
s’offrent à elles et qui permettent à un organisme de bien se former. Pour ce faire, un 
large éventail de récepteurs membranaires sonde continuellement les signaux 
provenant du milieu extracellulaire dans lequel les cellules se trouvent. De plus, une 
multitude de protéines vérifie les conditions intracellulaires. La présence de 
nutriments à l’extérieur est-elle suffisante? Le volume cellulaire est-il assez grand 
pour se diviser? Le matériel génétique est-il bien répliqué et la cellule est-elle 
réellement prête à former deux cellules filles? Les réponses à ces questions et 
plusieurs autres permettent à une cellule de se diviser correctement et de transmettre 
aux générations futures tout le matériel nécessaire pour perpétuer la vie. 
Tous les organismes multicellulaires et toutes les colonies d’organismes 
unicellulaires sont issus d’une seule cellule. Le procédé qui conduit une cellule à se 
reproduire elle-même est appelé cycle cellulaire. Chez les cellules eucaryotes, on peut 
généralement le diviser en quatre étapes : la phase G1, la phase S, la phase G2 et la 
mitose (phase M) (Figure 1.1). Ces étapes complexes sont parfaitement contrôlées par 
une machinerie qui s’est adaptée et raffinée au cours de l’évolution [1]. 
Néanmoins, il arrive parfois que cette machinerie commette des erreurs ou que 
la cellule soit endommagée lors de l’accomplissement du cycle cellulaire. Dans ce 
cas, des signaux permettront à la cellule de corriger ces erreurs et de continuer le 
cycle normalement ou de mourir par apoptose. Dans le pire des scénarios, le défaut 
sera transmis aux prochaines générations et pourrait contribuer au développement du 
cancer [2, 3]. 
1.1.1 Les phases G0/G1 et S 
La phase G1 (Gap 1) est la première phase d’un cycle cellulaire et représente 
la période qui se situe entre la mitose et la phase S. Au cours de cette phase, la cellule 





Figure 1.1 Le cycle cellulaire  
Illustration des phases du cycle cellulaire. Les chromosomes présents en une seule 
copie lors de la phase G1 sont dupliqués au cours de la phase S. Durant la mitose, le 




arrête de se diviser lorsqu’il manque de nutriments ou qu’une cellule voisine l’en 
empêche. Elle marque alors une pause, dont la durée varie selon les circonstances, 
dans la phase G1 ou entre dans la phase G0 si elle ne peut plus se diviser du tout. 
Ainsi, on dit des cellules différenciées qu’elles sont en permanence dans la phase G0. 
Lorsque les conditions extracellulaires sont favorables à la croissance, les signaux 
sont transmis à l’intérieur de la cellule et permettent de franchir le point de restriction 
et de préparer la cellule à la réplication de son génome au cours de la phase S (phase 
de synthèse de l’ADN). Bien que la majorité du contenu cytoplasmique (protéines, 
ARN, mitochondries, organelles) soit produit tout au long du cycle, l’ADN doit être 
synthétisé au même moment pour conserver exactement le même nombre de 
chromosomes à chacune des générations [4]. La réplication de l’ADN est initiée 
simultanément à plusieurs origines de réplication sur les chromosomes pour être 
effectuée rapidement. Au cours de la phase G1, les pré-RC (pre-Replicative complex) 
sont formés aux origines de réplication et attendent le début de la phase S [5]. Les 




des protéines MCM2-7. L’initiation de la réplication de l’ADN, tout comme la 
formation des pré-RC, est un processus qui implique une machinerie et des 
mécanismes de régulation conservés au cours de l’évolution [6]. Les pré-RC recrutent 
des hélicases qui « déroulent » l’hélice d’ADN et des réplisomes, composés 
principalement de polymérases, associées à plusieurs facteurs de régulation pour 
effectuer la réplication de l’ADN. Il est essentiel pour la cellule d’identifier les paires 
de chromatides aussitôt qu’elles sont répliquées, afin qu’elles soient distribuées 
parfaitement lors de la mitose. Pour ce faire, elles sont maintenues ensemble jusqu’à 
l’anaphase par des complexes protéiques de cohésines [7]. Ceux-ci ont la forme de 
« V » qui encercle les brins d’ADN et sont composés d’hétérodimères SMC1/3 
(Structural maintenance of chromosome 1/3) reliés par la protéine Rad21/Scc1. Leurs 
cycles d’interaction/dissociation de l’ADN sont finement régulés et ce sont ces 
événements qui détermineront les périodes de cohésion entre les chromatides sœurs. 
C’est également au cours de la phase S que le centrosome, ou MTOC 
(microtubule-organizing center), est répliqué. Deux centrosomes sont nécessaires à 
l’organisation du réseau de microtubules essentiels à la ségrégation des chromosomes 
au cours de la mitose [8]. Le centrosome est composé de deux centrioles légèrement 
différents, eux-mêmes formés de neuf triplets de microtubules. Les centrioles sont 
entourés par le matériel péricentriolaire, un environnement riche en protéines. Durant 
la phase G1, les centrioles sont reliés ensemble de façon plus ou moins rigide, afin de 
faciliter leur préparation à la duplication. Par contre, au sein des centrosomes 
nouvellement formés, les centrioles sont attachés très fermement entre eux. Dans la 
phase G2, les centrosomes deviennent complètement matures et les centrioles 
d’origine se séparent l’un de l’autre. Des centrosomes présents en surnombres 
induisent des aberrations chromosomiques pouvant conduire à l’aneuploïdie [9]. Dans 
le but de prévenir la présence d’un nombre anormal de centrosomes, il est 
extrêmement important que la synthèse de l’ADN et du nouveau centrosome soit 
intimement liée. Ainsi, l’arrêt de la réplication entraîne également l’arrêt de la 
duplication du centrosome. De même, lorsque la cellule contient deux centrosomes, 
elle doit stopper leur néo-synthèse. Comme pour la réplication de l’ADN, il semble 




cellulaire [10]. Les centrosomes sont également impliqués dans plusieurs autres 
fonctions cellulaires, dont le contrôle de la motilité cellulaire, de la polarité et de 
l’adhésion [11]. 
1.1.2 Les phases G2/M 
La phase G2 (Gap 2) débute lorsque l’ADN est complètement répliqué et se 
termine avant que la mitose ne débute. Au cours de cette phase, la cellule continue 
d’augmenter son volume et s’assure d’être bien préparée pour l’étape suivante. 
Comme nous le verrons à la Section 1.4, il existe des points de contrôle au cours de la 
phase G2 afin de prévenir l’entrée en mitose lorsque l’ADN est endommagé. La 
mitose est une phase cruciale, car c’est à ce moment précis que la cellule subit une 
multitude de changements architecturaux qui permettent de donner naissance à deux 
cellules filles identiques. L’étude des changements morphologiques et de la formation 
des cellules filles est relativement simple, puisque l’on peut clairement les voir au 
microscope. Bien qu’il reste encore plusieurs acteurs et mécanismes à découvrir, nous 
avons aujourd’hui une bonne connaissance des régulateurs clés et des événements 
moléculaires qui régissent la mitose. 
1.1.2.1   Les événements de la mitose 
La mitose est une étape fascinante, puisque la cellule subit une 
réorganisation entière de son architecture afin de séparer adéquatement les 
chromosomes répliqués. Certains processus biochimiques sont également perturbés 
au cours de la mitose. C’est le cas notamment de la traduction cap-dépendante, très 
active en interphase, mais qui est grandement inhibée au cours de la mitose [12, 13]. 
Plusieurs facteurs d’initiation et d’élongation de la traduction 5’ cap-dépendante sont 
inhibés par phosphorylation ou déphosphorylation au cours de la mitose (eIF4E, 4E-
BP1, eEF1/2). D’un autre côté, la traduction cap-indépendante est stimulée au cours 
de la mitose. De même, au cours de cette phase du cycle, le réseau des microtubules 
est complètement réorganisé. En interphase, l’architecture de l’appareil de Golgi et le 
trafic vésiculaire dépendent de l’intégrité des microtubules. Ainsi, lorsque les 




petites vésicules, ce qui permet une dispersion égale des composantes dans les deux 
cellules filles (Section 1.5.1.1.6 et [14]). 
La mitose est divisée en six étapes distinctes selon l’arrangement et la 
distribution des chromosomes (Figure 1.2) [15]. Il est reconnu que la mitose débute 
avec la prophase, qui correspond au moment où les chromosomes se condensent. Ce 
processus de compaction sévère nécessite la participation des condensines, des 
complexes multiprotéiques possédant une activité ATPase [16]. À l’image des 




Figure 1.2 Les étapes de la mitose 
La mitose est divisée en six étapes, selon l’organisation et la position des 
chromosomes. Sur cette figure, on peut voir la distribution de l’ADN (en bleu) et des 
microtubules (en vert) à chacune des étapes par microscopie à immunofluorescence. 
La cytokinèse, qui n’est pas illustrée ici, survient immédiatement après la télophase. 




formée par les protéines SMC2-SMC4 et trois protéines non-SMC. La topoisomérase 
II, une autre enzyme à activité ATPase, participe également à la compaction des 
chromosomes [18]. Il y a deux complexes différents de condensines qui s’assemblent 
de façon séquentielle sur les chromosomes durant la prophase (condensine I), et après 
le démantèlement de l’enveloppe nucléaire (condensine II). De plus, parallèlement à 
la condensation des chromosomes lors de la prophase, les histones responsables de la 
formation des nucléosomes sont fortement phosphorylées [19]. Par exemple, l’histone 
H3 devient phosphorylée sur la sérine 10. Cependant, encore aujourd’hui, il n’est pas 
bien compris si les modifications post-traductionnelles que subissent les histones lors 
de la mitose affectent directement le niveau de compaction des chromosomes. Enfin, 
lorsque l’enveloppe nucléaire est dissociée (NEBD, nuclear envelope breakdown), la 
prophase se termine et la prométaphase débute.  
À l’intérieur des cellules eucaryotes, le noyau est séparé du cytoplasme par un 
vaste réseau membranaire formant le réticulum endoplasmique et l’enveloppe 
nucléaire, elle-même composée d’une membrane interne et externe [20]. Les cellules 
de mammifères produisent ce qui est appelé une mitose « ouverte », c’est-à-dire que 
le contenu du noyau et du cytoplasme n’est plus séparé par une barrière. Par contre, 
chez la levure, on observe plutôt une mitose « fermée », au cours de laquelle le noyau 
reste intact et est scindé en deux seulement lors de la cytokinèse. Dissocier et 
reformer un réseau membranaire aussi élaboré au bon moment (avant et après la 
ségrégation des chromatides sœurs) et au bon endroit (autour des chromatides) 
représente un défi de taille pour la cellule. C’est pour cette raison que le processus est 
extrêmement bien régulé. Les kinases mitotiques, particulièrement le complexe 
CDK1/cycline B (Section 1.2), jouent des rôles importants dans toutes les étapes du 
désassemblage de l’enveloppe nucléaire. Le démantèlement des complexes des pores 
nucléaires, suivi par la dépolymérisation de la lamine nucléaire et de la dissociation 
des protéines de la membrane interne contribuent largement à rompre la structure 
nucléaire [20, 21]. 
En prométaphase, un phénomène remarquable se produit : la capture des 




la base de la distribution parfaite du matériel génétique [22]. Lors de la mitose, les 
microtubules nucléés à partir des centrosomes sont très dynamiques. Formées 
d’hétérodimères de tubuline α et β, ces fibres polarisées de 25 nm de diamètre sont 
constamment polymérisées et dépolymérisées grâce à l’hydrolyse du GTP en GDP 
par la β-tubuline. Lorsqu’un microtubule a trouvé un kinétochore, sa stabilité est en 
partie contrôlée par diverses protéines localisées au kinétochore. 
Les kinétochores sont des structures protéiques très dynamiques jouant des 
rôles déterminants dans l’interaction avec les microtubules et dans la ségrégation des 
chromosomes. Leur assemblage se fait au niveau des centromères, des régions denses 
d’hétérochromatine [17]. Un kinétochore est constitué de trois régions distinctes : le 
kinétochore intérieur qui est associé à la chromatide, le kinétochore central et le 
kinétochore extérieur qui interagit avec le microtubule. Plus de 80 protéines 
composent les kinétochores à un moment ou à un autre de la mitose. Cependant, 
quelques protéines y sont retrouvées en tout temps, dont les protéines CENP-A/B et 
CCAN. Les kinétochores sont responsables du recrutement de protéines qui signalent 
à la cellule qu’elle doit arrêter sa progression en mitose lorsqu’il y a un ou plusieurs 
kinétochores qui ne sont pas attachés, processus nommé point de contrôle du fuseau 
mitotique (Section 1.1.3.6.3.4) [23]. 
Le moment précis auquel les chromosomes sont alignés sur la plaque 
équatoriale est appelé métaphase. La durée de la transition entre la prométaphase et 
la métaphase dépend du temps nécessaire pour que les kinétochores sœurs soient 
parfaitement attachés (bi-orientés) par des microtubules provenant des pôles opposés. 
Avant d’y parvenir, il y aura des kinétochores sœurs reliés au même pôle (mono-
orientés), certains kinétochores seront difficilement trouvés par les microtubules, ou 
encore y seront mal attachés [17]. Pendant tout ce temps, la machinerie du point de 
contrôle du fuseau mitotique empêche la cellule de progresser dans la mitose. 
Lorsque les conditions de la métaphase sont bien remplies, on assiste au début de 
l’anaphase.  
Pour permettre aux chromosomes de se diriger vers les pôles de la cellule, il 




les chromatides sœurs reliées entre elles. Cette étape est assurée par le clivage de la 
sous-unité Ssc1 de la cohésine par la Séparase [24]. Cette protéase est inhibée jusqu’à 
cette étape par la Sécurine, qui est dégradée par le protéasome suite à l’ubiquitination 
par l’APCCdc20, et par phosphorylation par CDK1/cycline B [25]. Les forces générées 
par la dépolymérisation des microtubules au niveau des kinétochores et au niveau des 
centrosomes entraînent les chromosomes vers les pôles de la cellule. Pour les éloigner 
encore davantage vers les pôles, les centrosomes s’y dirigent également [1].  
La mitose se termine par la télophase, étape au cours de laquelle le fuseau 
mitotique se défait complètement et que le noyau commence à se reformer autour des 
chromosomes ségrégés de chaque côté de la cellule. En télophase, la cellule entame la 
dernière étape en choisissant le site où aura lieu le clivage et en organisant l’anneau 
de contraction. La cytokinèse survient lorsque l’anneau de contraction sépare 
physiquement (processus nommé abscission) les deux cellules générées par 
l’accomplissement d’un cycle cellulaire [26]. L’anneau de contraction est formé de 
filaments d’actine, de myosine II, de formine, de profiline et de coffiline. La 
contraction ainsi que son contrôle nécessitent la participation de quelque 130 gènes, 
faisant de la cytokinèse un événement cellulaire très élaboré [26]. L’assemblage de 
l’anneau requiert notamment la participation de la GTPase RhoA, de même que 
plusieurs GAP (GTPase-activating protein) et GEF (Guanine nucleotide exchange 
factor). La réalisation des différentes étapes de la cytokinèse fait intervenir les 
kinases de la famille Aurora et Polo-like kinase, qui contrôlent l’activité de certains 
acteurs clés [27]. Lorsqu’il y a contraction de l’anneau, tout le réarrangement de la 
membrane plasmique ainsi généré provoque la formation du sillon de clivage [28]. 
1.1.3 La machinerie du cycle cellulaire 
Les différentes phases et étapes décrites dans la Section précédente sont 
exécutées de manière ordonnée et unidirectionnelle, c’est-à-dire qu’une fois que le 
cycle de division est engagé, la cellule ne peut revenir en arrière. L’avancée dans 
chacune des phases est contrôlée par phosphorylation des différents effecteurs du 
cycle cellulaire par les complexes de kinases CDK/cyclines. La régulation de ces 




unités régulatrices, les cyclines, 2) l’action des inhibiteurs de CDKs (cyclin-
dependant kinase inhibitors, CKI) et 3) l’état de phosphorylation des CDKs. En 2001, 
L. Hartwell, P. Nurse et T. Hunt ont reçu le Prix Nobel en Médecine ou Physiologie 
afin de souligner l’importance de leurs travaux sur ces « régulateurs clés du cycle 
cellulaire ».  
La progression du cycle cellulaire dans un seul sens est assurée par la 
dégradation par le protéasome 26S de plusieurs protéines qui exécutent sa 
progression. Interdire à la cellule de revenir en arrière est fondamental afin 
d’empêcher qu’il y ait deux rondes de réplication de l’ADN et pour ne pas perturber 
la ségrégation des chromosomes au cours d’un même cycle. Pour ce faire, deux 
complexes multiprotéiques de E3 ubiquitine ligases (E3 ligases), SCF et APC, 
ubiquitinent les différents régulateurs/effecteurs et ainsi induisent leur dégradation 
par le protéasome. Il existe des relations très élaborées entre les CDK/cyclines et les 
E3 ligases de même qu’entre les complexes SCF et APC. 
1.1.3.1   Les kinases dépendantes des cyclines  
Les kinases dépendantes des cyclines (Cyclin-dependent kinases, CDKs) 
catalysent le transfert du phosphate en position γ de l’ATP sur le groupement 
hydroxyle d’une sérine ou d’une thréonine de leurs substrats lorsque ces résidus sont 
suivis d’une proline (proline-directed kinases). Elles sont composées d’une sous-
unité catalytique CDK et d’une sous-unité régulatrice cycline [29]. Leur structure est 
organisée de telle sorte qu’on retrouve un petit lobe N-terminal constitué d’un feuillet 
β et de l'hélice PSTAIRE (motif unique d’interaction avec les cyclines) et un plus 
gros lobe C-terminal composé principalement d’hélices α (Figure 1.3) [30]. Le 
génome humain contient 21 gènes de CDKs et cinq CDK-like, qui n’ont cependant 
pas toutes un partenaire cycline d’identifié et qui sont, pour la majorité, très peu 
caractérisées [31, 32]. Les CDKs ont des rôles à jouer dans la transcription, les 
fonctions neuronales, la différenciation et le cycle cellulaire. Chez les mammifères, il 
y a quatre différentes CDKs responsables de l’entrée et de la progression dans les 





Figure 1.3 Changements structuraux d’activation ou d’inhibition des complexes 
CDK/cyclines 
CDK2 est représentée en bleu, sa boucle d’activation en jaune, la cycline A en mauve 
ou rose et les CKI p16 et p27 en jaune. Les structures des protéines sont représentées 
en modèles de rubans [33]. Sur ces modèles, on voit bien le changement de 
conformation imposé à la boucle d’activation de CDK2 suite à l’interaction avec la 
cycline A et après sa phosphorylation. 
 
 
p.12 et 14) [29]. CDK7 est un autre membre de la famille des CDKs qui joue un rôle 
dans la transcription au sein du complexe général TFIIH et qui intervient 
indirectement dans le cycle en phosphorylant la boucle d’activation des autres CDKs 
(Section 1.2.1.3.1) et [34]. 
1.1.3.2   Les cyclines  
Les CDKs doivent se lier à leurs sous-unités régulatrices, les cyclines, pour 
être activées. C’est le groupe de T. Hunt, en 1983, qui a observé pour la première fois 
chez les embryons d’oursins de mer qu’une protéine, nommée cycline, est rapidement 
dégradée à la fin de chaque division cellulaire [35]. Les changements d’expression 




des cyclines au cours du cycle cellulaire [36]. Ce n’est qu’en 1989, qu’on a 
découvert, suite à la purification du maturation-promoting factor (MPF), que les 
cyclines sont associées aux CDKs [37, 38]. On retrouve 29 protéines qui possèdent 
un domaine « boîte cycline » chez les mammifères [32]. Parmi celles-ci, cinq familles 
sont impliquées dans le cycle, cycline A (1 et 2), B (1-3), D (1-3), E et H ( Figure 1.4 
et Tableau I, p.14). La structure primaire des cyclines varie beaucoup. Leur seule 
caractéristique commune est la présence de la boîte cycline, une séquence de 100 
acides aminés (aa) requise pour l’interaction avec les CDKs [39, 40]. La boîte cycline 
présente environ 30-50 % d’homologie entre les cyclines A, B, D et E. Malgré leur 




Figure 1.4 Les CDK/cyclines activées dans les différentes phases du cycle 
cellulaire 




semblable dans laquelle on retrouve le cyclin fold : deux domaines ayant chacun cinq 
hélices α rapprochés l’un de l’autre (Figure 1.3, p.11) [41]. La liaison des cyclines 
aux CDKs a pour effet de modifier le site actif des kinases. Les changements les plus 
remarquables sont la conversion de l’hélice L12 en feuillet β, qui repositionne la 
boucle d’activation. Ceci a pour effet de rendre le site actif plus accessible et de 
modifier positivement le site de liaison de l’ATP. Alors qu’elle affecte la structure 
des kinases, l’interaction entre une cycline et une CDK ne modifie pas la structure 
rigide de la cycline [1]. Chacune des cyclines participe de façon bien précise à la 
progression dans le cycle via trois mécanismes : 1) leurs fonctions sont limitées au 
cours de phases pendant lesquelles leur expression est maximale, 2) elles contribuent 
directement à la reconnaissance des substrats et 3) elles permettent la localisation des 
CDKs aux bons endroits subcellulaires [1, 42]. 
1.1.3.3   Les Cks 
En plus d’interagir avec les cyclines, les CDKs lient les protéines Cks. Cks1 
(Cyclin-dependent kinase subunit 1) a d’abord été identifiée chez les levures S. 
pombe et S. cerevisiae, puis deux gènes ont été clonés chez l’humain [43]. Les 
expériences biochimiques et génétiques ont révélé que Cks1 interagit avec les CDKs, 
agissant comme un adaptateur. Les Cks (aussi nommées Suc chez S. pombe et Xe-p9 
chez X. laevis) sont de très petites protéines dont la masse moléculaire varie entre 9 et 
13 kDa [29]. La résolution de la structure du complexe CDK2/Cks1 a permis de 
mieux comprendre le rôle de Cks1 [44]. Celle-ci lie le lobe C-terminal du domaine 
kinase de CDK, sans toutefois modifier l’architecture du site actif ou l’affinité entre 
la CDK et la cycline. Le modèle cristallographique suggère plutôt que Cks1 
augmente la surface d’interaction entre le complexe CDK/cycline et les substrats ou 
favorise l’interaction entre les CDKs et des substrats préalablement phosphorylés [1, 
44]. Des expériences biochimiques chez la grenouille ont démontré que Xe-p9 
favorise l’entrée en mitose en permettant l’activation de CDK1 et entraine la sortie de 
mitose en facilitant la dégradation de la cycline B [45]. Par contre, l’inactivation du 
gène Cks1 chez la souris révèle principalement un rôle qui est indépendant de son 




Tableau I Les CDKs, les cyclines, les inhibiteurs et leurs substrats  







APC, Cdc7, Cdc20, 
Cdc25A/C, Cdh1, EGFR, 
GM130, GRASP65, Lamines 
A-C, MCM2/4, NPC, Orc1, 
p53, Séparase, Survivin, 
vimentine 
S et M 
CDK2 A1, A2, E1, E2 
p21Cip/Waf1, p27Kip1, 
p57Kip2 
B-Myb, CBP/p300, Cdc6, Cdt1, 
MCM2/4, p107, p21Cip1, p27Kip1, 
p53, Rb,  
S(A) et G1/S (E) 
CDK4 D1, D2, 
D3 
p15INK4b, p16INK4a, 
p18INK4c, p19INK4d p107, p130, Rb G1/S 
CDK6 D1, D2, D3 
p15INK4b, p16INK4a, 
p18INK4c, p19INK4d p107, p130, Rb G1/S 
CDK7 H   CDK1/2/4/6, RNA 
Polymérase II G1, S, G2 et M 
Inspiré de [1, 32, 36, 46]. 
 
 
l’interaction entre le complexe SFCSkp2 et l’inhibiteur p27 [47]. En fait, les souris 
Cks1-/- sont très petites et les cellules isolées de ces souris prolifèrent très peu en 
culture. Ces phénotypes sont attribuables au fait que l’expression de l’inhibiteur p27 
est augmentée, puisque son ubiquitination par le complexe SCFSkp2 est compromise 
(Section 1.1.3.6.3.2.) et [47, 48]. Ce rôle dans l’ubiquitination n’est pas partagé par 
Cks2 qui agit principalement pour faciliter la phosphorylation par les CDKs. Ainsi, la 
délétion génétique de Cks2 chez la souris est viable, mais les souris sont stériles dû à 
un arrêt des gamètes à la métaphase de la méiose I [49]. La viabilité des souris 
simples KO des Cks peut s’expliquer par la redondance fonctionnelle entre les deux 
gènes. Abondant dans ce sens, les souris Cks1-/-Cks2-/- meurent avant l’implantation 
au stade morula après deux à quatre divisions cellulaires, démontrant leur rôle 




1.1.3.4   Les inhibiteurs de CDKs  
L’activité des CDKs est modulée positivement par leur association avec les 
cyclines. Toutefois, les CDKs qui contrôlent la progression en G1 et l’entrée en phase 
S peuvent être régulées négativement par deux classes d’inhibiteurs (CDK inhibitors, 
CKI). Le premier groupe est composé des membres de la famille des INK4 
(inhibitors of CDK4) : p15INK4b, p16INK4a, p18INK4c et p19INK4d (Tableau I) [46]. Les 
premières évidences de l’existence des membres de cette famille ont été obtenues en 
analysant la composition des complexes CDKs suite à la transformation des cellules 
par le virus SV40 [51]. Les membres de cette famille inhibent la progression dans le 
cycle, en se liant de manière spécifique à CDK4/6, les empêchant de former des 
complexes avec les cyclines D (Figure 1.4, p.12) [42, 46]. Le deuxième groupe 
d’inhibiteurs des CDKs est défini par les trois membres de la famille Cip/Kip : 
p21Cip/Waf1, p27Kip1 et p57Kip2 (Tableau I) [46, 52]. Ces petites protéines ont la capacité 
de lier à la fois les CDKs et les cyclines. p21 peut aussi interagir avec PCNA 
(Proliferating cell nuclear antigen) via son domaine C-terminal, ce qui a pour effet 
d’arrêter la réplication lorsqu’il y a des dommages à l’ADN [53]. Des analyses 
structurales du complexe p27-CDK2-cycline A ont révélé que l’interaction de p27 
prévient la liaison de la molécule d’ATP en plus de restructurer le lobe N-terminal de 
la kinase (Figure 1.3, p.11) [33]. Bien qu’initialement on croyait que ces protéines 
inhibaient seulement les complexes CDK2/cycline E-A [46], maintenant il y a des 
évidences qui suggèrent qu’elles contrôlent aussi l’entrée en mitose en se liant à 
CDK2/cycline A et CDK1/cycline B (Section 1.2) et [54-59]. 
Les protéines Cip/Kip ont également la particularité intéressante de favoriser 
l’assemblage des complexes CDK4-6/cyclines D, ce qui fait de ces molécules à la 
fois des inhibiteurs et des activateurs du cycle. Il a été démontré, in vitro, que les 
Cip/Kip permettent d’augmenter l’affinité entre CDK4/6 et les cyclines D [60]. Cette 
association est compromise in vivo dans les MEFs (Mouse embryonic fibroblasts) 
p21-/- ou p27-/- [61]. De plus, il semble que les complexes CDK4-6/cycline D 
contrôlent la disponibilité de p21 et p27. Par exemple, puisque la quasi-totalité de p21 




CDK2 y est plus active [46]. Cependant, lorsque les cellules sont soumises à des 
signaux antiprolifératifs, tel le TGF-β, il y a induction et stabilisation de la protéine 
p15INK4a qui s’associe avec CDK4/6, libérant alors p21 et p27 [62, 63]. Les Cip/Kip 
peuvent à ce moment inhiber l’activité catalytique de CDK2. 
1.1.3.5   L’activité des complexes CDK/cyclines 
Lorsque les récepteurs membranaires de la cellule perçoivent la présence 
d’une quantité suffisante de facteurs de croissance dans le milieu extracellulaire, leur 
activation a pour effet de provoquer la synthèse et l’accumulation de cycline D. 
Celle-ci entraîne le transport au noyau et l’activation de CDK4 et CDK6 [32]. 
L’impact de ces complexes de kinases sur la progression en phase G1 provient de leur 
capacité à phosphoryler la protéine pRb sur plusieurs sites. pRb est un membre de la 
famille des pocket proteins qui inclut également p107 et p130 [64]. pRB inhibe la 
progression dans le cycle en se liant aux facteurs de transcription de la famille E2F, 
responsables de la transcription de gènes requis pour l’exécution de la phase S, aux 
histones déacétylases et aux facteurs de remodelage de la chromatine [65, 66]. La 
cellule devient irrémédiablement engagée pour un autre cycle cellulaire lorsque pRb 
ne peut plus exercer son effet inhibiteur. Cette protéine est donc « l’interrupteur » 
qu’il faut éteindre pour franchir le point de restriction et engager la cellule dans le 
processus de division. pRb est hypophosphorylée en phase G0/G1, mais son état de 
phosphorylation augmente au cours de la phase G1 due à l’activité CDK4-6/cycline D 
et reste élevé jusqu’à la fin de la mitose [67]. La forme hyperphosphorylée de pRb 
n’a plus la capacité de s’associer aux facteurs de transcription E2F. Il a été démontré 
qu’en l’absence de pRb, la progression dans la phase G1 se produit malgré 
l’inhibition de l’activité du complexe CDK4-6/cycline D [68-71]. Ces résultats 
suggèrent que CDK4-6/cycline D ne sont pas essentielles au déroulement du cycle 
cellulaire en soi. Ils permettent plutôt d’intégrer les signaux provenant du milieu 
extracellulaire à la mise en marche du cycle. D’ailleurs, le groupe de M. Barbacid a 
généré des souris Cdk2-/--Cdk3-/--Cdk4-/--Cdk6-/- qui se développent normalement 
jusqu’au milieu de la gestation, après l’organogénèse, indiquant que les cellules 




développer jusqu’aux stades plus primitifs de morula et blastocytes. Ces résultats 
d’analyse génétique chez la souris révèlent que même si les vertébrés ont plusieurs 
CDKs, le cycle cellulaire n’a une dépendance stricte que pour CDK1. D’ailleurs, la 
levure S. pombe ne possède qu’une seule CDK dans son génome, qui est l’orthologue 
de CDK1 [73]. 
L’activation des facteurs de transcription de la famille E2F, en association 
avec les membres de la famille DP (Dimerization partner), entraîne la synthèse de la 
cycline E en fin de G1. Plusieurs expériences ont démontré que le contrôle de la 
transcription de la cycline E, qui permet l’activation de CDK2, est la principale 
fonction de pRb (revue dans [74]). Le complexe CDK2/cycline E activé va alors 
complètement phosphoryler et inhiber pRb, constituant ainsi une boucle de 
rétroaction positive [75, 76]. Les autres cibles importantes du complexe 
CDK2/cycline E sont les facteurs d’initiation de la réplication de l’ADN tels que les 
protéines MCM, Cdt1 et Cdc6, l’inhibiteur p27 et sa E3 ligase Skp2, l’histone acétyl-
transférase CBP/p300 et le facteur de transcription NPAT (impliqué dans la 
transcription des gènes d’histones) [74]. Lorsque la synthèse de l’ADN est entamée, il 
doit y avoir inactivation rapide de CDK2/cycline E afin de prévenir une deuxième 
ronde de réplication de l’ADN. Ceci est accompli suite à la dégradation de la cycline 
E par le protéasome (Section 1.1.3.5.3.1). 
Parmi les autres cibles transcriptionelles de E2F, on retrouve la cycline A. 
L’expression de celle-ci commence au début de la phase S et est maintenue jusqu’en 
prométaphase. La cycline A possède la particularité de pouvoir contrôler des 
événements en phase S et en mitose, en s’associant à CDK2 et CDK1 [77-79]. Le 
complexe CDK2/cycline A phosphoryle plusieurs protéines de la machinerie de 
réplication de l’ADN [80]. Une boucle à rétroaction négative est créée lorsque 
l’activité transcriptionelle de E2F est inhibée suite à sa phosphorylation par le 
complexe CDK2/cycline A [81-83]. 
Le complexe CDK2/cycline A de même que le complexe CDK1/cycline A 
sont actifs au début de la mitose, jusqu’à ce que la cycline A soit dégradée par le 




cycline B est la principale kinase responsable des changements cellulaires en mitose. 
La Section 1.2 est consacrée à la régulation de ce complexe et aux différents 
mécanismes qui permettent l’entrée en mitose. La division cellulaire se termine au 
moment où l’activité CDK est complètement réduite, suite à la dégradation de la 
cycline B par le protéasome. 
1.1.3.6    La dégradation des protéines par le système ubiquitine-protéasome : 
SCF et APC/C 
La progression dans le cycle est en grande partie attribuable à l’action des 
CDKs. Cependant, la dégradation de certains régulateurs importants par le 
protéasome 26S rend le processus irréversible et maintient à des niveaux très bas des 
protéines impliquées dans l’exécution de phases futures. Les complexes 
multiprotéiques SCF et APC/C sont très bien conservés au cours de l’évolution [85, 
86]. Ils sont membres de la famille des E3 ubiquitine ligases à domaine RING (Really 
interesting new gene). Le génome humain contient environ 600 gènes de E3 à 
domaine RING. Il n’est donc pas surprenant que des protéines à domaine RING 
soient impliquées dans presque tous les processus cellulaires, dont le contrôle de la 
prolifération. Contrairement aux E3 ubiquitine ligases à domaine HECT 
(Homologous to E6-AP carboxy terminus) qui catalysent elles-mêmes la formation de 
chaînes de polyubiquitines sur leurs substrats, les E3 à domaine RING servent plutôt 
de plateforme pour permettre le transfert de l’ubiquitine de la E2 aux substrats [87]. 
1.1.3.6.1 Structure du SCF 
Les E3 ligases de la famille SCF (Skp1-Cullin-F-box protein) forment des 
complexes à quatre sous-unités (Figure 1.5 A) [85]. La protéine Culline 1 (Cul1) agit 
comme protéine d’échafaudage. Son domaine C-terminal lie la protéine Rbx, qui 
possède un domaine RING, et une E2 [88]. Skp1 (S-phase kinase-associated protein 
1), quant à elle, interagit avec le N-terminal de Cul1 et sert d’adaptateur pour les 
protéines à boîte F (FBP, F-box proteins). Cul1 est soumise à la néddylation, une 
modification post-traductionnelle importante pour l’activité enzymatique du 




responsable de l’activation de l’ubiquitine, NEDD8 (Neural precursor cell expressed 
developmentally down-regulated protein 8) est liée à ses substrats. L’ajout d’une 
molécule NEDD8 induit un changement de conformation majeur au domaine 
inhibiteur en C-terminal de Cul1. Ceci favorise le recrutement de la E2 et facilite le 
transfert des molécules d’ubiquitines en permettant à Rbx1-E2 de se rapprocher du 
substrat [90, 91]. 
Ce sont les FBPs qui interagissent avec les substrats et qui confèrent la 
spécificité aux réactions d’ubiquitination effectuées par les complexes SCF [92]. Les 
68 FBPs humaines sont classées selon le type de domaine d’interaction protéine-
protéine qu’elles possèdent : FBXW (F-box à domaine WD40 repeats), FBXL (F-box 
à répétitions riche en leucines) et FBXO (F-box avec d’autres domaines 
d’interaction). Trois FBPs dont les substrats sont bien caractérisés jouent des rôles 
bien définis dans le contrôle du cycle cellulaire, soit Skp2/FBXL1, β-TrCP/FBXW1 
(β-transducin repeats-containing proteins) et Fbw7/ FBXW7. Emi1/FBXO5 (Early 
mitotic inhibitor 1) est également impliqué dans le contrôle du cycle cellulaire en tant 
qu’inhibiteur de l’APC/C (Section 1.1.3.5.2), mais aucun substrat ne lui est connu à 
ce jour [85]. Il est généralement accepté que les complexes SCF impliqués dans le 




Figure 1.5 Les complexes SCF et APC 
A) Représentation schématique du complexe SCF. Culline 1 est en bleu, Skp1 est en 
rouge, la FBP est en rose et vert, Rbx est en jaune. D’après [93]. B) Représentation de 
la structure du complexe APCCdh1 en présence d’une E2 et d’un substrat (D-box) [94]. 




exemple, β-TrCP se lie au phosphodégron DpS(X)2+npS, où X est n’importe quel aa 
[96]. 
1.1.3.6.2 Structure de l’APC/C  
L’APC/C (Anaphase-promoting complex/Cyclosome) est formée par 
l’assemblage de 12 sous-unités (Figure 1.5 B) [94, 97]. À l’image des complexes 
SCF, l’organisation de l’APC repose sur une protéine d’échafaudage centrale cullin-
like, APC2, qui interagit avec APC11, une petite protéine à domaine RING. Cette 
dernière permet le recrutement d’une E2 (UbcH5, UbcH10 ou E2-25K chez 
l’humain) pour catalyser la réaction d’ubiquitination [97]. On ne comprend pas 
encore exactement la raison pour laquelle l’APC est constituée d’autant de sous-
unités et quel est le rôle précis de chacune. Ces interrogations proviennent entre 
autres du fait qu’une réaction d’ubiquitination peut être reconstituée in vitro en 
présence de l’APC11 et d’une E2 seulement [98, 99]. In vivo, l’APC nécessite la 
participation des co-activateurs Cdh1 et Cdc20 qui possèdent des domaines 
d’interactions protéine-protéine WD40 dans leur domaine C-terminal [94]. Ceux-ci 
interagissent avec différents motifs présents sur leurs substrats : les boîtes D, les 
boîtes KEN et les boîtes A [100-102]. Il a été démontré que la reconnaissance et 
l’interaction de Cdh1 et Cdc20 avec leurs substrats est facilitée par la protéine Doc1 
(Destruction of cyclin B 1) [103, 104].  
Alors que la phosphorylation des substrats du SCF établit le moment où ils 
sont ubiquitinés, l’état de phosphorylation de l’APC et de ses co-activateurs 
détermine leur niveau d’activation. Au cours de la mitose, l’interaction entre Cdc20 et 
l’APC est induite par leur phosphorylation sur plusieurs sites [94, 105, 106]. En fait, 
presque toutes les sous-unités de l’APC sont phosphorylées en mitose [106]. À 
l’opposé, la phosphorylation de Cdh1 au cours de la mitose inhibe son interaction 
avec l’APC [107]. En sortie de mitose, lorsque Cdh1 est déphosphorylé, il peut 
interagir à nouveau avec l’APC. Ces différents modes d’activation permettent à la 
cellule d’utiliser Cdc20 pour dégrader la cycline B et initier la sortie de mitose 
lorsque les niveaux d’activités CDK sont encore très élevés. De l’autre côté, la cellule 




et pour préparer la réplication de l’ADN. En plus de la phosphorylation, le point de 
contrôle du fuseau mitotique et l’abondance de la protéine Emi1 sont d’autres 
facteurs qui affectent l’activité catalytique de l’APC (revue dans [108, 109]). 
Toutefois, quelques études ont démontré que l’ubiquitination de certains 
substrats de l’APC est également modulée suite à leur phosphorylation, ce qui vient 
quelque peu modifier le dogme. C’est le cas notamment des substrats de l’APCCdh1 
Aurora A, Pds1 (l’homologue de la Sécurine chez la levure), Cdc6 et Skp2, qui sont 
protégés de l’ubiquitination lorsqu’ils sont phosphorylés [102, 110-112]. La 
phosphorylation du facteur de transcription AML1 (Acute myeloid leukemia 1 
protein) et de la protéine anti-apoptotique Mcl-1(Myeloid cell leukemia sequence 1), 
quant à elle, favorise leur dégradation par l’APCCdc20 [113, 114]. 
 
Tableau II Les co-activateurs des complexes SCF et APC, leurs substrats et les 
phases du cycle. 
E3 
ligase Activateurs Substrats Phases du cycle 
Cdc6 G0  
Cdc25A, Cycline A/B, Skp2, 
Tome-1, Cdc6 G1 
Géminine(?) Métaphase-Anaphase 
Cdh1 
 Plk1, Cycline A/B, Aurora A/B, 
Tpx2, Cdc20, Anillin, Shugoshin Fin de Mitose 
   
Nek2A, Cycline A, p21 prophase/prométaphase 
APC 
Cdc20 Sécurine, Cycline B1, 
Géminine(?) Métaphase-Anaphase 
    
p21, p27, p57, p130, c-Myc G1 
Cdt1, Orc1, c-Myc, Cycline E S Skp2 
Cycline A/D G2 
   
Cdc25A  S 
Claspine, Wee1, REST G2 β-TrCP 
Emi1, Bora Mitose 
   
SCF 
FBw7 c-Myc, c-Jun, Cyclin E  Tout le cycle 




1.1.3.6.3 Régulation et fonctions des complexes SCF et APC dans le cycle 
cellulaire 
1.1.3.6.3.1 La progression dans la phase G1 et la préparation à la 
réplication  
La formation des complexes pré-RC est un évènement rigoureusement 
contrôlé afin que la réplication de l’ADN n’ait lieu qu’une seule fois par cycle 
cellulaire. L’APCCdh1 est un régulateur important de l’étiquettage des origines de 
réplication. Par exemple, la cycline A et la géminine, une protéine inhibitrice de 
l’assemblage des complexes pré-RC, sont dégradées en mitose et en G1 suite à leur 
ubiquitination par Cdh1 [119, 120]. L’expression de la géminine est élevée en phase 
S, G2 et début de mitose lorsque l’APCCdh1 est inhibé et qu’une seconde réplication 
du génome doit être prévenue. D’un autre côté, l’APCCdh1 ubiquitine le facteur Cdc6 
responsable de l’assemblage des complexes pré-RC lorsque les cellules sont en 
quiescence [110, 121]. Comment la formation des complexes de pré-RC est-elle 
possible alors que Cdh1 ubiquitine autant des inhibiteurs que des composantes de ces 
complexes? Une partie de la réponse est venue du groupe de J Diffley. Tandis qu’il 
est accepté que l’activité CDK intracellulaire élevée prévient la formation de 
nouveaux complexes de réplication, il a démontré que les CDKs peuvent également 
la favoriser en phosphorylant Cdc6 [110]. Cette phosphorylation inhibe l’interaction 
entre Cdc6 et Cdh1 et stabilise ainsi Cdc6. Ceci permet d’expliquer le comportement 
de Cdh1 envers ses différents substrats pour permettre la formation des complexes 
pré-RC.  
L’APCCdh1 contrôle également l’entrée en phase S en ubiquitinant Skp2 durant 
la phase G1 [111, 122, 123]. Les niveaux de Skp2 sont très faibles au début de la 
phase G1, augmentent à partir de la transition G1/S et demeurent élevés jusqu’en 
sortie de mitose. Notre laboratoire a réalisé une étude, dans laquelle il a été démontré 
que la dégradation de Skp2 est bloquée de la mi-G1 à la fin de la mitose suite à la 
phosphorylation de sa sérine 64 par CDK2/cycline E [111]. Cette phosphorylation 
prévient l’interaction avec Cdh1, comme c’est le cas pour Cdc6. En sortie de mitose 
et au début de la phase G1, Skp2 est ubiquitinée après avoir été déphosphorylée par la 




1.1.3.6.3.2 L’entrée en phase S 
Lorsque le complexe CDK2/cycline E est activé à la transition G1/S, il 
phosphoryle l’inhibiteur du cycle cellulaire p27 sur la thréonine 187 [124, 125]. Cette 
phosphorylation provoque l’interaction entre p27 et le complexe SCFSkp2 [126, 127]. 
p27 est alors ubiquitiné, ce qui entraîne sa dégradation et, par le fait même, 
l’activation encore plus soutenue des complexes CDK2. Bien que Skp2 puisse 
promouvoir la dégradation de plusieurs protéines (voir Tableau II, p.21), les 
expériences génétiques suggèrent que p27 est son principal substrat. En fait, dans les 
MEFs Skp2-/-, il y a une forte accumulation de p27 [128]. Les souris Skp2-/- ont 
également un phénotype cellulaire complexe : les cellules ont des noyaux plus gros, 
sont polyploïdes, ont des centrosomes surnuméraires et prolifèrent moins rapidement 
que les cellules de type sauvage. Tous ces phénotypes sont atténués lorsque p27 est 
inactivé simultanément à Skp2 [59, 129]. En plus de réguler la transition G1/S, il a 
été démontré que Skp2, toujours via l’ubiquitination et la dégradation de p27, peut 
également réguler l’entrée en mitose [59]. Effectivement, dans les cellules Skp2-/-, 
l’activité de CDK1 est moins élevée que dans les cellules contrôles, ce qui retarde 
l’entrée en mitose. p27 agit donc à la fois comme inhibiteur de l’entrée en phase S et 
de l’entrée en mitose. 
Au cours de la phase S, l’activité du complexe CDK2/cycline E diminue 
radicalement, lorsque la cycline E est dégradée par SCFSkp2 indépendamment de sa 
phosphorylation et par SCFFbw7lorsque la Thr 380 est phosphorylée par CDK2 ou 
GSK3 [128, 130, 131]. La progression en phase S est assurée en partie par les 
complexes CDK2/cycline A. L’accumulation de la cycline A en fin de G1 survient 
lorsque l’APCCdh1 est inactivée [132]. Ceci est effectué par trois mécanismes 
principaux. Tout d’abord, l’augmentation de l’activité CDK en fin de G1 et au début 
de la phase S permet la phosphorylation et l’inhibition de l’APCCdh1 [133-135]. 
Ensuite, il a été proposé que l’ubiquitination de la E2 UbcH10 par l’APCCdh1 en fin de 
phase G1 constituerait un autre mécanisme inhibiteur [136]. Étant encore un sujet de 
controverse, le groupe de J. Pines suggère plutôt que UbcH10 serait limitant dans 




mécanisme autonome d’inhibition [137]. Finalement, les facteurs de transcription 
E2F permettent la synthèse de Emi1 au début de la phase S [138]. Emi1 est un 
inhibiteur qui lie à la fois l’APC et Cdh1, ce qui bloque leur accès aux substrats 
[139]. Emi1 agit comme un pseudo-substrat grâce à sa boîte D reconnue par Cdh1. 
L’inhibition de l’APC en fin de G1 permet donc à la cellule d’accumuler les cyclines 
qui lui sont essentielles pour le déroulement de la phase S et de la mitose. 
1.1.3.6.3.3 La progression en mitose 
Les premiers substrats de l’APC à être dégradés en mitose le sont dès la 
prométaphase, bien avant que tous les kinétochores ne soient attachés correctement 
aux microtubules. L’activation de l’APC en début de mitose est déclenchée suite à la 
dégradation par le protéasome de l’inhibiteur Emi1 [140]. En mitose, les kinases 
CDK1/cycline B et Plk1 (Polo-like kinase 1) phosphorylent Emi1 [141, 142]. Ceci a 
pour effet de créer un site d’interaction avec SCFβ-TrCP qui peut ainsi l’ubiquitiner. Le 
complexe SCFβ-TrCP est également impliqué dans l’entrée en mitose et dans le point 
de contrôle en G2 en entraînant la dégradation de Wee1 et Cdc25A (Sections 
1.2.1.3.2.1 et 1.2.1.3.2.2) et [115]. 
La cycline A et la kinase Nek2A (NIMA (Never in mitosis gene a)-related 
kinase 2A) sont dégradées rapidement au début de la mitose. Des expériences avec 
Nek2A ont démontré que l’APC n’a pas besoin de coactivateurs pour l’ubiquitiner 
[143, 144]. Ces observations expliquent comment l’ubiquitination de substrats par 
l’APC est possible alors qu’il est reconnu que l’APCCdc20 est maintenu inactif par la 
machinerie du point de contrôle des fuseaux mitotiques. Cependant, l’inhibiteur du 
cycle cellulaire p21 est, quant à lui, ubiquitiné par Cdc20 dès la prométaphase [145]. 
Il semble donc que la régulation de l’activité de l’APC soit très complexe et dépende 
du substrat à dégrader. Des expériences biochimiques effectuées par le groupe de M. 
Kirshner suggèrent que l’APC a des substrats « processifs » qui sont polyubiquitinés 
suite à une seule interaction avec l’APC ainsi que des substrats « distributifs » qui 
requièrent plusieurs cycles d’interaction pour être polyubiquitinés [146]. Cette 




à ubiquitiner ses substrats dans le « bon ordre ». 
1.1.3.6.3.4 Le point de contrôle des fuseaux mitotiques 
La principale fonction de l’APCCdc20 est d’amorcer la sortie de mitose en 
permettant la séparation des chromatides sœurs. Pour ce faire, il ubiquitine la cycline 
B et la Sécurine, un inhibiteur de la Séparase (Figure 1.6) (Section1.2.1.1) et [94]. En 
plus de l’inhibition par la Sécurine, l’activité de la Séparase est contrôlée 
négativement par phosphorylation via les CDKs. Lorsque les niveaux de cycline B 
diminuent à la transition métaphase-anaphase, cette inhibition est levée, rendant la 
Séparase encore plus active [147]. Lors de la métaphase, il est essentiel que les 
kinétochores soient attachés aux microtubules qui émanent des deux pôles. Dans le 
cas contraire, le manque de tension habituellement générée par l’ancrage des 
kinétochores aux microtubules active le SAC (Spindle assembly checkpoint) (Figure 
1.6) [148]. De par son rôle déterminant dans la séparation des chromosomes, le co-
activateur Cdc20 représente une cible de choix pour bloquer la mitose lorsque les 
conditions pour exécuter la ségrégation complète des chromosomes ne sont pas 
parfaitement remplies. Trois mécanismes, découverts autant chez la levure que chez 
les mammifères, bloquent Cdc20 lors de l’activation du SAC. Premièrement, 
l’interaction entre Mad2 (Mitotic arrest deficient 2), BubR1 (Bub1-related kinase) et 
Cdc20 inhibe l’APC [149, 150]. Il est intéressant de noter que l’expression de Mad2 
augmente en G2 lorsque son répresseur transcriptionnel REST (Repressor-element-1-
silencing transcription factor) est dégradé par le complexe SCFβ-TrCP [151]. 
Deuxièmement, le SAC augmente l’activité catalytique de la kinase Bub1 (Budding 
uninhibited by benzimidazoles 1) qui phosphoryle et inhibe Cdc20 [152]. 
Troisièmement, chez la levure, la liaison de Mad2 et Mad3 à Cdc20 entraîne l’auto-
ubiquitination et la diminution des niveaux protéiques du co-activateur de l’APC 
[153]. Un tel mécanisme n’a pas encore été démontré chez les mammifères. 
Comment alors une cellule peut-elle inactiver le SAC lorsque tous les chromosomes 
sont correctement attachés aux deux pôles? Il semble que la multi-ubiquitination de 
Cdc20 par l’APC engendre la dissociation de Mad2 et BubR1 de Cdc20 [154], un 




Usp44 [154]. La balance entre l’activité d’ubiquitination et de dé-ubiquitination est 
un mécanisme permettant à la cellule de rester alerte et d’inactiver rapidement le SAC 





Figure 1.6 Le point de contrôle du fuseau mitotique. 
En interphase, le complexe Mad2/Bub3/BubR1 prévient l’activation de l’APC en 
séquestrant et inhibant Cdc20. En prométaphase, lorsqu’un kinétochore n’est pas bien 
attaché aux microtubules, la machinerie du SAC, concentrée au kinétochore, est 
fortement activée par phosphorylation ou changement de conformation. Lorsque tous 
les chromosomes attachés, le SAC est éteint et l’activation de l’APC engendre la 





1.1.3.6.3.5  La sortie de mitose  
Pour que les dernières étapes de la mitose soient complétées, l’activité CDK 
doit être très faible. La dégradation de la cycline B, principale cycline de la mitose, 
d’abord par l’APCCdc20 et ensuite par l’APCCdh1 abaisse l’activité CDK rapidement. 
L’APCCdh1 est la principale E3 ligase active en fin de mitose, alors que Cdh1 
est activé par la phosphatase Cdc14 (Section 1.3.1) et [115]. Elle permet la sortie de 
mitose en ubiquitinant plusieurs substrats, dont les kinases mitotiques Plk1 et Aurora 
A, la cycline B et Cdc20. 
1.2 L’entrée en mitose repose sur CDK1/cycline B 
Les mécanismes qui contrôlent l’entrée en mitose intéressent les chercheurs 
depuis bien longtemps. Les premières études sur le sujet visaient à élucider le 
processus de transition entre un arrêt en phase G2 et la mitose chez les ovocytes 
matures de grenouilles, suite à une stimulation hormonale ou à la fertilisation [1]. 
Ainsi, les expériences réalisées à l’époque ont permis d’observer une activité 
intracellulaire qui promeut cette transition et qui a été nommée MPF, pour 
Maturation-promoting factor [156]. L’utilisation des ovocytes d’organismes marins 
(oursins de mer, grenouilles et étoiles de mer) a fourni plusieurs détails concernant les 
modifications biochimiques nécessaires pour l’entrée en mitose : augmentation 
remarquable de l’activité du MPF, apparition massive de phosphorylation et nécessité 
de néo-synthèse de protéines. En sortie de mitose, les observations faites suggéraient 
que l’activité du MPF diminue radicalement et qu’il doit y avoir dégradation 
protéique pour inhiber une kinase dont l’activité oscille au cours de la division. Ce 
n’est que suite à sa purification biochimique, qu’on a constaté que le MPF est un 
complexe à deux sous-unités de 45 et 32 kDa possédant une activité kinase [157]. La 
protéine de 32 kDa du complexe est l’orthologue de la kinase Cdc2 essentielle pour la 
division cellulaire. Celle-ci a été identifiée chez la levure S. pombe dans un crible 
visant à trouver des régulateurs de l’entrée en mitose [158, 159]. Le séquençage de la 
sous-unité de 45 kDa a révélé qu’il s’agissait de la cycline B [38]. À ce moment, il 




expression varie au cours du cycle cellulaire et qu’elle doit être dégradée pour 
permettre la sortie de mitose [35, 160, 161]. Ainsi, l’activité MPF observée chez les 
organismes modèles est le complexe CDK1/cycline B dont la composition et la 
fonction sont conservées au cours de l’évolution [156]. Les expériences 
d’immunodéplétion, d’inactivation génétique ou d’inhibition pharmacologique du 
complexe affectent significativement la prolifération cellulaire et l’entrée en mitose, 
faisant de ce complexe le grand chef d’orchestre de la mitose [27]. Puisque son rôle 
est primordial, plusieurs mécanismes contrôlant son activité ont été mis en place au 
cours de l’évolution. 
1.2.1 Contrôle de l’activité CDK1/cycline B 
1.2.1.1   Expression et dégradation de la cycline B 
La présence d’une région de régulation négative reconnue par E2F4, et d’une 
région CHR (Cell cycle genes homology region) est à l’origine de la répression de 
l’expression de l’ARNm de la cycline B (B1 et B2) lors de la phase G1 [162-164]. 
L’expression du messager de la cycline B débute en phase S et est maintenue 
jusqu’en mitose. En effet, il a été démontré que le promoteur de la cycline B 
maintient une configuration ouverte lors de la mitose lui permettant d’être occupé par 
des facteurs de transcription [165]. C’est la stimulation de la transcription de l’ARNm 
plutôt que de la traduction qui permet une forte expression de la protéine alors que la 
cellule progresse vers la mitose. La transcription est effectuée par différents facteurs 
dont, NF-Y, B-MYB, E2F et FOXM1 (Figure 1.7) [162, 163, 166]. Le facteur NF-Y, 
en collaboration avec le co-activateur p300, reconnaît la boîte CCAAT du promoteur 
de cycline B [162]. Quant au facteur de transcription B-MYB, son expression 
augmente au début de la phase S lorsque les facteurs E2F sont actifs [167]. Dans le 
but de bien synchroniser l’expression de la cycline B avec la progression dans le 
cycle cellulaire, tous les facteurs de transcription responsable de son expression sont 
activés par phosphorylation par le complexe CDK2/cycline A [168-171].  
Tel que mentionné à la Section 1.1.3.5.3.5, la cycline B est polyubiquitinée 





Figure 1.7 Contrôle de l’expression de la cycline B lors du cycle cellulaire 
Illustration des différents mécanismes moléculaires impliqués dans la régulation de la 
cycline B. Au cours de la phase G1, les niveaux protéiques de cycline B sont 
maintenus bas suite à l’ubiquitination par l’APCCdh1 et SCFNIPA. Au cours de la phase 
S, différents facteurs de transcription stimulent l’expression de la cycline B. Les 
premières formes activées du complexe CDK1/cycline B apparaissent en fin de G2 au 
centrosome où une quantité locale critique du complexe entraîne l’activation de la 
kinase. En fin de mitose, la cycline B est rapidement dégradée par l’APCCdc20. Figure 
inspirée de [172]. 
 
 
de mitose et en phase G1 [173]. Ceci a pour effet d’inhiber l’activité du complexe 
CDK1/cycline B et engendrer la sortie de mitose. La cycline B est également 
polyubiquitinée en interphase par le complexe SCFNIPA (Nuclear interaction partner 
of ALK) [174]. L’activité de NIPA supprime l’expression de la cycline B au noyau, 
où cette dernière est requise pour l’entrée en mitose (Section 1.2.1.2). Le complexe 
SCFNIPA semble être inhibé en mitose par phosphorylation via une kinase qui 
demeure inconnue, ce qui empêche NIPA de lier Skp1. CDK1/cycline B amplifie 
l’inhibition de NIPA en la phosphorylant également, ce qui crée une boucle de 
rétroaction positive servant à augmenter l’activité CDK au noyau [175]. 
1.2.1.2   Localisation du complexe  
Durant les phases S et G2, la cycline B est majoritairement localisée dans le 




cytoplasmic retention signal (CRS) [176, 177]. En fait, lorsque la cellule est en 
interphase, cycline B1 transit constamment entre le noyau et le cytoplasme, mais 
l’export nucléaire est plus important que l’import [178-180]. La localisation 
cytoplasmique de la cycline B est provoquée par l’interaction entre sa séquence CRS 
et le facteur d’export nucléaire Crm1 (Chromosome region maintenance 1) [180]. Il a 
été démontré par immunofluorescence, à l’aide d’anticorps phospho-spécifiques, que 
les formes autoactivées de CDK1/cycline B apparaissent d’abord sur les centrosomes 
durant la prophase [181]. Bien avant que l’enveloppe nucléaire ne soit dissociée, le 
complexe CDK1/cycline B doit être transporté au noyau pour induire 
convenablement l’entrée en mitose [176]. Par contre, les mécanismes moléculaires 
expliquant cet import sont quelque peu controversés, mais il semble néanmoins que 
l’activité de CDK1/cycline B soit requise [182]. Il a été suggéré que la 
phosphorylation des sérines 133 et 147 dans le NES de cycline B par la Plk1 est 
importante pour l’import nucléaire [183-185]. Cependant, la surexpression de la Plk1 
ou son inhibition n’affectent pas la localisation de la cycline B [181, 182]. Un 
changement dans la vitesse d’import semble être responsable de l’accumulation 
nucléaire observée. Ce changement est probablement dû à une modification de 
l’activité de la machinerie de transport nucléaire plutôt qu’à un rôle direct de la 
modification de la cycline B. Le fait que le complexe soit d’abord activé dans le 
cytoplasme sur les centrosomes permettrait de synchroniser des changements 
structurels dans le cytoplasme avec les modifications nucléaires qui surviennent 
lorsque le complexe est importé au noyau tôt en début de mitose [182]. 
1.2.1.3   Contrôle de l’état de phosphorylation de CDK1 
Pour être pleinement activée, CDK1 doit non seulement être liée à la cycline 
B (ou A) mais elle doit également être dans le bon état de phosphorylation. Dans les 





Figure 1.8 Régulation de l’état de phosphorylation de CDK1/cycline B 
La boucle d’activation de CDK1 est phosphorylée par le complexe CAK 
(CDK7/cycline H/Mat1). CDK1 est inhibée par phosphorylation sur les sites Thr 14 
et Tyr 15 par Wee1 et Myt1. Pour activer CDK1 et entreprendre la mitose, les 
phosphatases Cdc25A/B/C la déphosphorylent. CDK1 initie des boucles à rétroaction 
positive en activant davantage Cdc25 et en créant des cascades de phosphorylation 
pour inhiber Wee1 et Myt1. Voir le texte des prochaines sections pour plus de détails. 
Adapté à partir de [172].  
 
 
cellulaire de l’enzyme Cdc2 (p34/CDK1), plusieurs groupes ont eu pour objectif de 
comprendre la régulation de l’activité de cette enzyme clé [158, 186-189]. Les 
analyses de cartes phospho-peptidiques chez les levures, les mammifères et la 
grenouille ont permis de constater que CDK1 est phosphorylée sur trois résidus (deux 
chez les levures) : une phosphorylation activatrice sur la thréonine 161 de la boucle 
d’activation et deux phosphorylations inhibitrices sur la Thr 14 et la Tyr 15 (Figure 
1.8) [190-194]. 
1.2.1.3.1 Phosphorylation de la boucle d’activation 
Plusieurs kinases doivent être phosphorylées sur leur boucle d’activation pour 
être pleinement actives [195]. C’est le cas notamment des CDK qui interviennent 
dans le contrôle de la progression du cycle cellulaire. Le phosphate de la boucle 




liaison aux substrats et d’augmenter les contacts entre la CDK et la cycline (Figure 
1.9) [196]. Puisque cette phosphorylation augmente l’activité enzymatique des 
complexes CDK/cycline, l’identification de la kinase responsable de cette 
phosphorylation a été le sujet d’intenses recherches. La kinase p40MO15 est 
responsable de la phosphorylation de la Thr161/Thr160 de CDK1 et CDK2 [197, 
198]. Considérant que la séquence de MO15 présente 40% d’homologie à celle de 
CDK1 et que son activité nécessite l’interaction avec la cycline H, elle a été 
renommée CDK7 [199, 200]. Des expériences biochimiques ont par la suite révélé 
que le complexe CAK (CDK-activating kinase) était non seulement formé d’une 
CDK et d’une cycline, mais également d’une protéine contentant un domaine RING 
finger : Mat1 (Ménage-à-trois 1) [201]. Le rôle de Mat1 au sein du complexe est de 
stabiliser l’interaction entre CDK7 et la cycline H. Puisque l’abondance des 
différentes sous-unités, l’activité enzymatique, la phosphorylation de la boucle 
d’activation de CDK7 elle-même, l’assemblage du complexe et la localisation 
nucléaire de CAK ne changent pas au cours du cycle cellulaire, la phosphorylation de 




Figure 1.9  Effets structuraux de la phosphorylation de la Thr 160 de CDK2 
Structure cristallographique en modèle hélices et rubans du complexe CDK2/cycline 
A. La CDK est en bleu et la cycline est en mauve. La boucle d’activation est 
représentée par deux couleurs : en jaune, la forme phosphorylée, et en rouge, la forme 




activité [34]. Bien que la phosphorylation de la Thr 161 survienne après l’interaction 
entre la CDK et la cycline, du moins chez les mammifères, c’est la formation du 
complexe CDK/cycline qui constitue l’étape réelle de régulation. En plus de son rôle 
dans le cycle cellulaire, CAK possède une fonction importante dans le contrôle de la 
transcription, puisqu’elle phosphoryle le domaine en C-terminal de la RNA 
polymérase II (revue dans [34, 201]). 
1.2.1.3.2 Phosphorylation inhibitrice 
Le complexe CDK1/cycline B est maintenu dans un état inactif par la 
phosphorylation de CDK1. Chez tous les organismes, CDK1 est phosphorylée sur la 
Tyr 15 et chez les mammifères, la Thr 14 voisine l’est également [29]. Il a été 
initialement démontré que la mutation de la Tyr 15 en Phe provoque une entrée 
prématurée des levures S. pombe en mitose, suggérant que le contrôle de l’état de 
phosphorylation est important pour la fonction de Cdc2 [192]. Chez les mammifères, 
la Thr 14 et la Tyr 15 doivent être simultanément mutées pour provoquer l’entrée 
prématurée des cellules en mitose [202]. Les deux résidus Thr 14 et Tyr 15 sont situés 
dans la poche de liaison à l’ATP et leur phosphorylation perturbe l’orientation des 
phosphates de l’ATP, ce qui inhibe l’activité catalytique de CDK1/cycline B [1]. Ces 
aa ne sont pas exposés à la surface de la protéine dans la forme monomérique de 
CDK1, par contre ils le deviennent lorsque le complexe CDK/cycline est formé. Ceci 
est en accord avec le fait que la phosphorylation de ces sites est dépendante de 
l’interaction avec les cyclines [203]. L’activation du complexe CDK1/cycline B en 
fin de phase G2 et au début de la mitose est donc le résultat d’un changement 
d’équilibre entre la phosphorylation et la déphosphorylation de ces sites inhibiteurs. 
Récemment, il a été montré que l’expression d’un mutant non phosphorylable de 
CDK1 (CDK1 TYAF) dans les cellules HeLa compromet le déroulement du cycle 
cellulaire [204]. En fait, ce mutant provoque l’accumulation et la destruction rapide 
de la cycline B, génère des états semblables à la mitose (mais sans cytokinèse), et 
réduit considérablement la durée de la phase G1. Des phénotypes similaires sont 
obtenus suite à l’inhibition de l’expression de la kinase Wee1. Ces résultats suggèrent 




normal du cycle cellulaire. Il n’est pas surprenant que des mécanismes complexes 
pour contrôler les kinases et les phosphatases de ces sites lorsque la cellule n’est pas 
tout à fait prête à entrer en mitose aient été élaborés (Section 1.4) et [205]. 
1.2.1.3.2.1 Wee1 et Myt1 
Wee1 a été identifiée chez la levure S. pombe lors du crible génétique qui a 
permis d’isoler Cdc2/CDK1 [186, 187]. Tandis que l’inactivation de Wee1 réduit la 
durée de la phase G2, sa surexpression la prolonge [206]. Ainsi, Wee1 coordonne la 
division cellulaire avec le moment où la taille cellulaire est suffisamment grande. 
Wee1 est la principale kinase responsable de la phosphorylation de la Tyr 15 de 
CDK1. Wee1 phosphoryle plus efficacement CDK1 lorsque celle-ci est en complexe 
avec la cycline B [207]. Chez la levure, la kinase Mik1 (Mitotic inhibitor kinase 1) 
participe également à cette phosphorylation [205]. Même si Wee1 et Mik1 
phosphorylent le même site, leur activité est régulée de façon différente. Mik1 est la 
cible des points de contrôle alors que Wee1 est plutôt impliquée dans le contrôle de la 
croissance [205]. 
Des orthologues de Wee1 pouvant phosphoryler la Tyr 15 de CDK1 sont 
présents chez tous les organismes [208]. Il est intéressant de mentionner que la kinase 
Wee1 de mammifère phosphoryle exclusivement la Tyr 15, contrairement à celle 
retrouvée chez la levure qui phosphoryle également la Thr 14 [208, 209]. Chez les 
mammifères, la kinase Myt1 (Membrane-associated tyrosine- and threonine-specific 
cdc2-inhibitory kinase 1), homologue de Wee1, a la capacité de phosphoryler les 
deux résidus de CDK1 [210]. En plus de la différence de spécificité entre Wee1 et 
Myt1, ces deux kinases sont localisées à des endroits subcellulaires différents. Wee1 
est principalement localisée au noyau en interphase, mais est également retrouvée aux 
centrosomes, alors que Myt1 est associée à des structures membranaires dans le 
cytoplasme [210-212]. De plus, Myt1 se distingue de Wee1 par sa capacité à interagir 
avec CDK1 via son domaine C-terminal et inhibe cette dernière de manière 
indépendante de son activité kinase en la séquestrant des centrosomes et du noyau, où 




L’activité de Wee1 et Myt1 varie au cours du cycle cellulaire. Par exemple, 
les niveaux protéiques ainsi que l’activité enzymatique de Wee1 augmentent au cours 
de la phase S et G2 [215]. Au cours de la mitose, les deux kinases sont fortement 
inhibées par phosphorylation, suggérant que leur perte d’activité fait partie du 
processus d’activation du complexe CDK1/cycline B [215-217]. Bien qu’un tel 
mécanisme n’ait pas encore été clairement démontré chez les mammifères, la kinase 
Nim1 phosphoryle le domaine N-terminal Wee1 ce qui l’inhibe et favorise l’entrée 
des cellules en mitose [218, 219]. De plus, CDK1/cycline B phosphoryle Wee1 sur la 
Ser 123 favorisant ainsi la phosphorylation des Ser 53 et Ser 121 par les kinases Plk1 
et CK2 (Casein kinase 2) respectivement [220]. Ces phosphorylations provoquent 
l’interaction entre Wee1 et SCFβ-TrCP et entraînent la dégradation de Wee1 au cours 
de la mitose [221]. Wee1 est aussi ubiquitinée par le complexe SCFTome-1, mais la 
régulation de cette interaction n’est pas bien comprise [222]. Néanmoins, l’expression 
d’un mutant non dégradable de Tome-1 provoque une entrée prématurée des cellules 
en mitose, alors que l’immuno-déplétion de Tome-1 retarde l’activation de CDK1 dû 
à une plus grande quantité de Wee1. De son côté, l’hyperphosphorylation de Myt1 
par CDK1/cycline B et ensuite par Plk1 (sur quatre sites) inhibe son activité 
enzymatique [217, 223].  
Ainsi, Wee1 et Myt1 sont deux kinases inhibitrices de l’entrée en mitose qui 
contribuent à l’accumulation en G2 d’un pool de complexes CDK1/cycline B qui 
attend d’être activé par les phosphatases Cdc25. 
1.2.1.3.2.2 Les phosphatases Cdc25 
Cdc25 a été identifiée chez la levure par le groupe de P. Nurse, qui cherchait 
des régulateurs de l’entrée en mitose [224]. Ainsi, la surexpression de Cdc25 annule 
l’effet inhibiteur de Wee1, et son activité enzymatique accélère l’entrée en mitose. 
Lors d’un crible de complémentation du phénotype des levures mutantes pour le gène 
cdc25 par des gènes humains, le même groupe a constaté que la protéine Cdc25 est 
une tyrosine phosphatase, dont l’activité catalytique a été confirmée peu de temps 
après sa découverte [225, 226]. En fait, les Cdc25 sont des protéines tyrosine 




thréonines [227]. Des orthologues de Cdc25 sont présents chez tous les eucaryotes 
[228]. Chez l’humain, le génome contient trois isoformes de Cdc25 (A, B et C), 
chacune soumise à l’épissage alternatif (revue dans [229]). Le domaine catalytique en 
C-terminal de la protéine présente environ 60% d’homologie entre les différentes 
isoformes (Figure 1.10) [230]. Ce domaine contient le motif caractéristique CX5R 
essentiel pour la catalyse des tyrosines phosphatases. Le domaine en N-terminal de la 
protéine varie beaucoup plus d’une isoforme à l’autre et ne présente qu’environ 20-
25 % d’homologie [228, 231]. C’est dans ce domaine de régulation qu’on retrouve les 
sites de phosphorylation, les motifs d’interaction avec la protéine 14-3-3, les 
séquences d’import et export nucléaire ainsi que les sites d’ubiquitination (Figure 
1.10) [230]. Les phosphatases Cdc25 étant très importantes pour le contrôle de la 
prolifération, la régulation de leur activité est très complexe et doit être exécutée 




Figure 1.10 Structures et régulation des phosphatases Cdc25 
Le domaine phosphatase est en jaune et les résidus hautement conservés du site actif 
sont indiqués dans la boîte verte. Le NES et le NLS sont représentés par les boîtes 
bleues et orange respectivement. Les kinases et les sites de phosphorylation sont 
identifiés en beige. La protéine 14-3-3 est représentée par une ellipse bleue située aux 
sites provoquant sont interaction. Les cercles turquoise représentent l’ubiquitination. 




suractivation de Cdc25 n’a été identifiée, leur surexpression est observée dans 
plusieurs types de cancer et est associée à des formes agressives pour lesquelles le 
pronostic est mauvais [228]. 
À ce jour, CDK1 et CDK2 sont les seuls substrats connus des phosphatases à 
double spécificité Cdc25 [233, 234]. De par leur activité enzymatique, les Cdc25 ont 
la capacité de contrôler les transitions des phases G1-S et G2-M. À l’origine, Cdc25A 
a été plus associée à l’activation des complexes CDK2/cycline E et CDK2/cycline A, 
ce qui en faisait un principal régulateur de la transition G1-S [235-237]. D’un autre 
côté, Cdc25B et C sont reconnues pour promouvoir l’entrée en mitose en activant 
CDK1/cycline B [238-240]. En effet, l’utilisation de mutants inactifs ou la micro-
injection d’anticorps dirigés contre Cdc25B et C arrêtent les cellules en phase G2. 
Toutefois, d’autres études ont forcé la reconsidération de ces dogmes. Ainsi, 
l’utilisation d’ARN antisens a révélé que Cdc25B et C favorisaient l’entrée en phase 
S [241, 242]. De plus, d’autres études similaires ont détaillé que Cdc25A contrôle 
l’entrée en mitose en rendant CDK1/cycline B pleinement active [243]. L’ensemble 
de ces études démontre donc que les trois isoformes de Cdc25 interviennent toutes 
dans le contrôle de chacune des transitions de phases. 
Ainsi, l’analyse des rôles physiologiques chez la souris suggère également 
qu’il y a un certain niveau de redondance dans les fonctions de chacune des Cdc25. 
En effet, les souris Cdc25C-/- n’ont aucun phénotype particulier et les cellules 
obtenues de ces souris prolifèrent et entrent en mitose normalement [244]. Les souris 
Cdc25B-/-, quant à elles, sont normales, mis à part la stérilité des femelles [245]. Ce 
problème de stérilité résulte d’un arrêt permanent des ovocytes en prophase lors de la 
méiose. Par contre, les MEFs Cdc25B-/- prolifèrent normalement. Les souris Cdc25A-
/-, générées plus récemment, meurent aux jours E5-7, suggérant un rôle unique pour 
cette phosphatase lors du développement [246]. Il avait déjà été rapporté que 
l’inactivation simultanée de Cdc25B et Cdc25C chez la souris n’affecte pas le 
développement embryonnaire, la viabilité des souris et la prolifération des cellules 
isolées de celle-ci, suggérant que Cdc25A ou une autre phosphatase peut parfaitement 




semble que Cdc25A soit la seule à avoir des fonctions indispensables chez la souris. 
Cependant, on ne peut exclure que Cdc25A présente un profil d’expression unique et 
plus abondant.  
La régulation des Cdc25 est effectuée différemment selon la forme et 
implique des changements de localisation, d’abondance et d’activité enzymatique. 
Tout d’abord, les Cdc25 possèdent un NES et un NLS fonctionnels et oscillent entre 
le noyau et le cytoplasme au cours du cycle cellulaire (Figure 1.10, p.36) [229]. 
L’interaction régulée par phosphorylation avec la protéine 14-3-3 joue un rôle 
primordial dans le contrôle de la localisation de chacune des isoformes [248, 249]. 
Par exemple, Cdc25A a longtemps été considérée comme une phosphatase 
majoritairement nucléaire [235]. Par contre, dans une étude récente sur la localisation 
de la chimère YFP-Cdc25A, on a observé que celle-ci voyage constamment entre le 
cytoplasme et le noyau [250]. Son export nucléaire n’est encore pas bien compris, 
mais on sait qu’il n’est pas affecté par un traitement des cellules à la leptomycine B, 
un inhibiteur de l’exportine Crm1, excluant un rôle pour cette dernière dans ce 
processus. De plus, la phosphorylation de Cdc25A sur les Ser 178 et Thr 507 par 
Chk1 (Checkpoint kinase 1) crée des sites de liaison pour la protéine 14-3-3 qui la 
séquestre ainsi dans le cytoplasme (Section 1.4.1.4.2) [251]. Cdc25C est 
phosphorylée par les kinases C-Tak1 (Cdc twenty-five C associated protein kinase 1) 
et Chk1 sur la Ser 216, ce qui la maintient dans le cytoplasme via une interaction 
avec 14-3-3 dans les cellules en interphase [252-255]. Une fraction du pool de 
Cdc25C est également localisée aux centrosomes de la phase S à la mitose [256, 257]. 
Au début de la mitose, Cdc25C est phosphorylée sur les sites Ser 191/Ser 198 du 
NES par les Plk3 et 1 respectivement [258, 259]. Ces événements de phosphorylation 
ont pour conséquence de déplacer Cdc25C vers le noyau, où elle peut activer 
CDK1/cycline B. L’endroit subcellulaire exact où est située Cdc25B à chacune des 
phases du cycle cellulaire est controversé [229]. Cependant, tout comme ses deux 
consœurs, Cdc25B est retrouvée au noyau et au cytoplasme au cours du cycle grâce à 
ses signaux d’import et d’export nucléaire, de même qu’à l’interaction avec 14-3-3 
[260, 261]. La phosphorylation de Cdc25B sur la Ser 323 est essentielle pour son 




comme Cdc25C, une fraction de Cdc25B est localisée au niveau des centrosomes 
[262]. De manière intéressante, l’expression de Cdc25B avec un NES mutant diminue 
sa capacité à induire l’entrée en mitose, ce qui suggère que l’activité de cette 
phosphatase est requise pour activer un pool de CDK1 cytoplasmique [260]. 
L’abondance protéique des Cdc25 contribue également à la régulation de leur 
activité. On sait depuis longtemps que Cdc25C est une protéine dont l’expression ne 
varie pas au cours du cycle cellulaire [263]. Cependant, il en va autrement pour 
Cdc25A et B. Cdc25A est exprimée dès le milieu de la phase G1 jusqu’en fin de 
mitose, au moment où elle est dégradée par le protéasome [236, 264]. La dégradation 
en sortie de mitose se fait suite à l’ubiquitination par l’APCCdh1, alors qu’au cours des 
phases S et G2, ou après un dommage à l’ADN, c’est le complexe SCFβ-TrCP qui 
l’ubiquitine [264, 265]. L’ubiquitination de Cdc25A par le complexe SCFβ-TrCP se 
produit lorsqu’elle est phosphorylée par les kinases Chk1/2 [265]. En début de 
mitose, CDK1/cycline B phosphoryle Cdc25A sur ses Ser17/115, ce qui accroît sa 
stabilité, possiblement en prévenant l’interaction avec β-TrCP [243]. Cdc25B est 
exprimée à partir de la phase S et ce, jusqu’en prophase, au cours de laquelle son 
expression atteint son niveau le plus élevé [238, 260]. Cdc25B est dégradée par le 
système ubiquitine-protéasome, mais les mécanismes qui en sont responsables ne 
sont pas encore parfaitement bien compris. Tandis que la phosphorylation de Cdc25B 
par CDK1/cycline A favorise sa dégradation par une E3 ligase inconnue, le complexe 
SCFβ-TrCP l’ubiquitine suite à son interaction via un motif de destruction phospho-
indépendant [266, 267]. 
De plus, l’activité catalytique de Cdc25 B et C est directement affectée par 
leur phosphorylation par différentes kinases. En début de mitose, Cdc25B est 
hyperphosphorylée sur sa région régulatrice en N-terminal, ce qui augmente son 
affinité pour son substrat CDK1/cycline B [268, 269]. La kinase mitotique Aurora A 
phosphoryle Cdc25B localisée au centrosome sur la Ser 353 [262]. L’entrée en 
mitose induite par Cdc25B est favorisée par cette phosphorylation, mais on ne 
connaît pas quel est l’impact biochimique de celle-ci. La kinase CK2 stimule 




Ser 186 et 187 [270]. D’un autre côté, la phosphorylation de Cdc25B par la kinase 
pEg3 sur les Ser 169 et Ser 323 inhibe son activité enzymatique [271, 272]. Pour sa 
part, l’hyperphosphorylation de Cdc25C par CDK1/cyclin B (sur la Ser 214 entre 
autres) au début de la mitose active Cdc25C et forme une boucle de rétroaction 
positive dans laquelle CDK1 enclenche l’augmentation de sa propre activité [273]. 
Finalement, l’ensemble des études réalisées à ce jour permet de proposer un 
modèle dans lequel intervient chacune des Cdc25 dans le contrôle de l’entrée en 
mitose. Cdc25B semble être la première à initier l’activation de CDK1/cycline B aux 
centrosomes [228, 274]. Cette activité CDK, qui se déplace ensuite vers le noyau, 
stimule Cdc25C, augmentant davantage l’activité CDK1/cycline B cellulaire qui est 
aussi favorisée et maintenue par Cdc25A. Cette dernière a un rôle important à jouer 
dans l’activation de CDK1 nucléaire et dans la condensation des chromosomes [274].  
1.2.2 Les boucles de rétroaction positive 
L’expression de la cycline B, la localisation du complexe CDK1/cycline B, la 
phosphorylation de la boucle d’activation ainsi que la balance d’activités entre les 
kinases Wee1 et Myt1 et les phosphatases Cdc25 sont tous des mécanismes qui 
contrôlent l’activité de CDK1/cycline B. Des expériences d’inhibition par siRNA ont 
démontré que l’entrée en mitose s’exécute malgré une faible activité CDK1 [275]. 
Cependant, dans ce cas, la phosphorylation de régulateurs de la mitose est 
compromise et les cellules prennent énormément de temps à atteindre l’anaphase. 
Ainsi, il semble important que l’activité CDK1 continue à augmenter après l’entrée 
en mitose. Mais comment le plein potentiel d’activité CDK1 requise pour 
phosphoryler toutes les protéines et provoquer tous les changements cellulaires est-il 
atteint au début et pendant la mitose? Tel que décrit dans les sections précédentes, 
CDK1/cycline B stimule sa propre activation en phosphorylant et en influençant 
l’activité de ses régulateurs Wee1, Myt1 et Cdc25. Ces boucles de rétroaction 
positive provoquent une transition rapide en mitose. Cet effet autoactivateur de 
CDK1 est en outre soutenu et solidifié par Plk1, une kinase très importante pour le 




1.2.2.1  Plk1 et l’activation de CDK1   
La kinase Polo a initialement été identifiée chez la drosophile [277, 278]. Les 
cellules mutantes pour le gène polo ont des défauts de fuseaux mitotiques qui causent 
la formation de cellules polyploïdes. Puisque Plk1 est recrutée à plusieurs structures 
cellulaires lors de la progression en mitose, elle peut exercer plusieurs fonctions 
différentes (Figure 1.11 B) et (revue dans [276]). Ainsi, elle exerce des fonctions 
dans : 1) la formation et la maturation des centrioles et centrosomes en phases S et 
G2, 2) dans la ségrégation des chromosomes à la transition métaphase-anaphase au 
niveau des kinétochores puis du fuseau mitotique et 3) dans la stimulation de la 
contraction de l’anneau d’actine-myosine au site de clivage, lors de la cytokinèse. 
En début de mitose, Plk1 contribue à l’activation de CDK1 aux centrosomes. 
Un des aspects importants qui permet cette relation entre les deux kinases est la 
particularité qu’a Plk1 à lier plusieurs de ses substrats lorsque ceux-ci ont été 
préalablement phosphorylés par CDK1 [279]. En effet, le domaine C-terminal de 




Figure 1.11 Structure et localisation de Plk1 
A) Le domaine kinase en N-terminal est en bleu et le domaine contenant les deux 
boîtes Polo (PBD) en C-terminal est en jaune. B) Images d’immunofluorescence 
illustrant la localisation de la Plk1 aux différentes phases de la mitose. Le signal de la 





principalement des motifs Ser-pSer/pThr-Pro phosphorylés par CDK1 en mitose 
(Figure 1.11 A) [281]. 
Dans le but de stimuler l’activité de CDK1, Plk1 phosphoryle l’inhibiteur 
Wee1, provoquant son ubiquitination par le complexe SCFβ-TrCP et sa dégradation 
(Section 1.2.1.3.2.1) et [221]. Plk1 phosphoryle également les activateurs Cdc25B et 
C, après que celles-ci aient été phosphorylées par CDK1, entraînant leur transport 
vers le noyau (voir Section 1.2.1.3.2.2) [282, 283]. Toutefois, la surexpression d’un 
mutant n’exprimant que le PBD qui déloge Plk1 endogène des centrosomes, ou 
l’inhibition de Plk1 par siRNA ne préviennent pas l’entrée en mitose [284]. Le 
développement d’un inhibiteur pharmacologique puissant et spécifique à Plk1, le 
BI2536, suggère que l’activité enzymatique de celle-ci n’est pas absolument 
essentielle pour que les cellules entrent en mitose [285]. Par contre, les cellules 
traitées avec le BI 2536 demeurent en prophase pendant de longues heures, avant que 
le complexe CDK1/cycline B entre au noyau et que les cellules progressent en 
prométaphase. Ces résultats, de même que ceux obtenus suite à l’inhibition de Plk1 
par shRNA (short hairpin RNA), suggèrent que l’activité de Plk1 est requise pour que 
la transition G2/M et la progression en mitose se déroulent dans un intervalle de 
temps normal [286]. 
1.2.2.2 Aurora A et Bora 
L’activation de Plk1 résulte de la phosphorylation de la Thr 210 de sa boucle 
d’activation, un événement qui a récemment été attribué à la kinase Aurora A [287, 
288]. Dans ce processus, cette dernière nécessite la participation de son cofacteur 
Bora pour phosphoryler efficacement Plk1 [287-289]. En accord avec leur rôle 
important dans la promotion de l’entrée en mitose, la déplétion de Aurora A et Bora 
retarde grandement l’entrée en mitose [287, 290]. L’expression de Bora augmente 
rapidement de la phase G2 à la mitose, alors que CDK1 phosphoryle Bora pour créer 
un site d’interaction avec le PBD de Plk1 [287, 289, 291]. Cette interaction contrôlée 
entre Bora et la Plk1 initie une boucle de rétroaction positive qui active CDK1. 




ubiquitination par SCFβ-TrCP. La dégradation de Bora libère Plk1 qui interagit alors 
avec un plus grand nombre de substrats différents pour accomplir ses fonctions 
mitotiques [172, 292]. Un mécanisme additionnel pour amplifier l’activité CDK1 fait 
intervenir le facteur de transcription FoxM1. La phosphorylation de ce dernier par 
CDK1 crée un site de liaison pour Plk1 qui peut alors le phosphoryler sur des sites 
additionnels [293]. Ainsi activé à la transition G2/M, FoxM1 contribue davantage à 
l’expression de plusieurs régulateurs positifs de la mitose, dont Plk1 et cycline B, 
venant participer à la boucle de rétroaction positive conduisant à l’entrée et la 
progression en mitose. 
1.3 Les phosphatases en sortie de mitose 
L’activation de kinases et la phosphorylation d’une multitude de protéines 
sont requises pour l’entrée et la progression en mitose. Cependant, en sortie de 
mitose, ces événements doivent être renversés. L’anaphase marque le début de la 
sortie de mitose. Durant l’anaphase, les chromosomes alignés sur la plaque 
équatoriale commencent à s’éloigner les uns des autres. Les événements qui suivent 
nécessitent l’inactivation de CDK1/cycline B, l’ubiquitination de protéines 
régulatrices par l’APC (dont la cycline B) (Sections 1.1.3.5.3.4/5) et la 
déphosphorylation des substrats de CDK1 par les phosphatases. Démontrant 
l’importance de l’inactivation de CDK1 pour exécuter la sortie de mitose, 
l’expression d’une forme mutante non dégradable de cycline B empêche les cellules 
d’entrer dans la phase G1 suivante [294]. Par contre, l’inhibition de l’activité CDK1 
n’est pas suffisante en soi pour provoquer la sortie de mitose. En fait, si les 
phosphatases mitotiques sont inhibées au même moment que l’est CDK1, la mitose 
peut durer plusieurs heures [295]. À ce jour, deux familles de phosphatases sont 
reconnues pour permettre la sortie de mitose : Cdc14 et PP1/2. 
1.3.1 Cdc14 
Le rôle de Cdc14 comme régulateur clé de la sortie de mitose est clairement 




connaissances sur les fonctions et la régulation de cette phosphatase proviennent 
d’ailleurs d’études réalisées chez cet organisme modèle. Tout d’abord, lorsque cdc14 
est muté, cela provoque un arrêt de la progression en mitose tardivement en anaphase 
[297]. À l’inverse, la surexpression de Cdc14, quant à elle, conduit à l’inactivation 
précoce de CDK1 [297]. L’ensemble de ces résultats suggère donc un rôle essentiel 
pour cette protéine dans l’exécution de la sortie de mitose. 
L’activité de Cdc14 est très bien régulée. Le mécanisme le plus important est 
le contrôle de sa localisation cellulaire. En fait, en interphase et jusqu’à la métaphase, 
Cdc14 interagit avec l’inhibiteur Cfi1/Net1 (Cdc14 inhibitor 1/Nucleolar silencing 
establishing factor and telophase regulator), une protéine résidente du nucléole [298, 
299]. En anaphase, Cdc14 se dissocie de Cfi1/Net1 et est relâchée dans l’ensemble de 
la cellule, où elle peut déphosphoryler ses substrats. Deux réseaux de signalisation 
permettent de relâcher Cdc14 du nucléole : tôt au début de l’anaphase, le FEAR (Cdc 
fourteen early anaphase release) intervient pour amorcer la délocalisation de Cd14 et 
plus tard en anaphase, le MEN (Mitotic exit network) maintient Cdc14 à l’extérieur 
du nucléole (revue dans [296, 300, 301]). Ces deux voies de signalisation n’ont pas 
exactement le même impact sur la sortie de mitose. En fait, lorsque les composantes 
du MEN sont mutées chez les levures, celles-ci sont bloquées en fin de mitose, avec 
une activité CDK élevée. D’un autre côté, des mutations dans les composantes du 
FEAR ne font que retarder la sortie de mitose [296]. Ainsi, différentes fonctions sont 
assignées à Cdc14 activée par le MEN ou le FEAR. Le MEN permet la sortie de 
mitose et la cytokinèse grâce à l’inhibition de CDK1 par deux mécanismes : 1) en 
facilitant l’activation de Cdh1, et par conséquent la dégradation de cycline B, et 2) en 
déphosphorylant et en activant l’inhibiteur des CDK Sic1. Le FEAR, quant à lui, 
participe à l’exécution de la sortie de mitose au moment opportun, stabilise le fuseau 
mitotique, positionne le noyau adéquatement par rapport au site de clivage et permet 
la ségrégation des télomères et des régions d’ADNr [300]. À ce jour, aucune voie de 
signalisation similaire au MEN et au FEAR conduisant à la délocalisation de Cdc14 




Le génome humain contient deux gènes homologues à Cdc14 de levures, 
Cdc14A et B, identifiés par homologie de séquence [302]. Récemment, il a été 
découvert que chez les hominoïdes, il existe un troisième gène, hCdc14C (aussi 
nommé hCdc14Bretro), obtenu suite à un évènement de rétroduplication de Cdc14B 
[303]. En fait, la séquence de Cdc14B et Cdc14C ne diffère qu’au niveau du C-
terminal. Les Cdc14 sont composées d’un domaine central d’environ 350 aa, dans 
lequel on retrouve le motif HCX5R(S/T) présent chez les phosphatases à double 
spécificité (Figure 1.12) [303]. Ce domaine possède environ 40 % d’homologie entre 
Cdc14 de levures et Cdc14A/B et environ 65% d’homologie entre Cdc14A et 
Cdc14B. La région en C-terminal, de longueur variable, est moins bien conservée 
entre les différents orthologues et paralogues. Unique à celle-ci, Cdc14B possède une 
séquence en N-terminal, responsable de sa localisation nucléolaire. Contribuant à la 
compréhension de leur mécanisme d’action, des études cristallographiques de 
Cdc14B ont révélé qu’elle a une nette préférence pour les motifs pSer/pThr-Pro, 





Figure 1.12  Structure des Cdc14 
Structure primaire des Cdc14. Le domaine phosphatase conservé est en bleu et la 
région en C-terminal est en beige. Les boîtes noires représentent le NES et les boîtes 
jaunes, le motif caractéristique des protéines tyrosines phosphatases. Cdc14B possède 
une région de localisation nucléolaire à l’extrémité N-terminale schématisée par la 
boîte rose. La structure tridimensionnelle de Cd14B démontre que le domaine 
phosphatase est constitué de deux domaines. Le domaine A contribue à la spécificité 
des substrats, mais n’a pas d’activité catalytique. Cette dernière est retrouvée dans le 




Cdc14A et Cdc14B sont comparables à plusieurs niveaux. En effet, in vitro, 
elles ne déphosphorylent que des substrats des CDK, et leur abondance et activité ne 
varie pas au cours du cycle cellulaire [305]. Cependant, elles diffèrent l’une de l’autre 
de par leur localisation subcellulaire. En fait, Cdc14A est située au centrosome et 
dans le cytoplasme en interphase et se retrouve presque exclusivement dans le 
cytoplasme lors de la mitose [305-307]. De son côté, Cdc14B est localisée au 
nucléole en interphase et à différentes structures (zone centrale du fuseau mitotique 
en anaphase et pont intracellulaire en cytokinèse) lors de la mitose [308, 309]. 
Finalement, Cdc14C, dont l’expression est restreinte au cerveau et aux testicules, 
semble être associée aux microtubules et au réticulum endoplasmique [303]. 
Toutefois, les rôles de Cdc14C ne sont pas encore définis.   
Au moment de leur identification, on croyait que les fonctions de Cdc14A et 
B étaient possiblement conservées au cours de l’évolution, puisqu’elles peuvent 
parfaitement complémenter les phénotypes associés aux gènes cdc14 de levures [302, 
310]. De plus, de manière semblable à son homologue chez la levure, Cdc14A 
déphosphoryle et active Cdh1 in vitro [305, 307]. Toutefois, il existe des différences 
notables au niveau des fonctions accomplies par les Cdc14 chez les mammifères. Les 
premières études de gain et perte de fonction de Cdc14A chez les mammifères ont 
démontré un rôle important pour celle-ci lors de la séparation des centrosomes, de la 
ségrégation des chromosomes et dans l’exécution de la cytokinèse [305, 306]. D’un 
autre côté, la surexpression de Cdc14B a démontré que celle-ci peut lier les 
microtubules, les empaqueter (bundle) et les stabiliser de manière indépendante de 
son activité catalytique [308]. De plus, l’activité phosphatase de Cdc14B inhibe la 
duplication des centrosomes [311]. Ces résultats suggèrent donc que Cdc14A et B 
jouent chacun un rôle dans le cycle des centrosomes, Cdc14A contrôlant leur 
séparation et Cdc14B leur nombre. D’autres fonctions cellulaires ont également été 
assignées récemment aux Cdc14. En effet, le laboratoire du Dr Meloche a démontré 
que Cdc14B augmente la durée de la phase G1 en antagonisant la phosphorylation de 
la protéine Skp2 par les CDKs (Section 1.1.3.5.3.1) et [111]. Ceci a pour effet 
d’induire la dégradation de Skp2 par le protéasome et de provoquer l’augmentation 




réponse aux dommages à l’ADN [309]. Suite à un stress, Cdc14B est relâchée du 
nucléole pour aller au cytoplasme, où elle déphosphoryle et active Cdh1. Ainsi 
activée, Cdh1 ubiquitine Plk1 et prévient l’entrée des cellules en mitose. Le rôle réel 
de Cdc14B dans ce processus n’est cependant pas tout à fait clair. En effet, lors d’une 
étude faisant usage de cellules somatiques possédant une délétion génomique de 
Cdc14B, il a été démontré que la réponse aux dommages à l’ADN était normale en 
absence de Cdc14B (et Cdc14A) [312]. Par contre, en absence de Cd14A et B, la 
réparation de l’ADN endommagé s’effectue de façon moins efficace. 
Les études démontrent des rôles pour Cdc14 A et B dans le contrôle du cycle 
cellulaire, mais quant est-il du rôle dans la sortie de mitose, comme c’est le cas pour 
Cdc14 de levure? Une réponse à cette question est venue d’une équipe qui a généré 
des cellules humaines possédant une délétion homozygote du locus de Cdc14B, la 
phosphatase nucléolaire [313]. Contrairement à ce qui est observé chez la levure, les 
cellules Cdc14B-/- progressent en anaphase, n’ont aucun défaut du fuseau mitotique et 
accomplissent la cytokinèse normalement. Ces résultats permettent de conclure que la 
sortie de mitose est contrôlée de manière différente chez l’humain, puisqu’une 
phosphatase située au nucléole n’est pas essentielle. Il est possible qu’une autre 
phosphatase localisée à cet endroit, mais qui est encore inconnue, accomplisse ces 
fonctions. Toutefois, il est connu que les phosphatases PP1 et PP2A ont des rôles 
essentiels en sortie de mitose chez les mammifères.  
1.3.2 PP1 et PP2 
Lorsque CDK1 est inhibée par la roscovitine (un inhibiteur sélectif des CDKs) 
durant la mitose, la majorité de ses substrats sont déphosphorylés et les cellules 
sortent prématurément de la mitose [295, 314]. Par contre, lorsque les cellules sont 
traitées à la fois avec la roscovitine et l’acide okadaïque ou calyculine A, deux 
inhibiteurs sélectifs des phosphatases PP1 et PP2A, elles ne peuvent terminer la 
mitose, probablement parce que les substrats de CDK1 demeurent phosphorylés 
[295]. Ces résultats suggèrent que ces phosphatases jouent un rôle essentiel dans la 




1.3.2.1   Structures 
PP1 et PP2 sont des sérines/thréonines phosphatases à plusieurs sous-unités. 
PP1 est composée d’une sous-unité catalytique (PP1c) qui interagit avec une 
cinquantaine de régulateurs différents, afin de former une holo-enzyme multimérique 
(Figure 1.13) [315, 316]. Ces régulateurs dirigent PP1c à différents endroits dans la 
cellule, confèrent la spécificité envers les substrats ou inhibent son activité. 
L’abondance protéique et les modifications post-traductionnelles des sous-unités 
régulatrices constituent les principaux mécanismes de régulation de PP1c en réponse 
aux signaux extracellulaires et intracellulaires, bien qu’une fraction de PP1c soit elle-
même directement soumise au contrôle par phosphorylation. 
De manière intéressante, PP2A est également constituée de différentes sous-
unités. En fait, le noyau central de PP2A est composé d’une sous-unité catalytique, 
PP2Ac, et d’échafaudage, PP2Aa/PR65 (Figure 1.13) [317]. À ce dimère, se lient une 
quinzaine de sous-unités régulatrices B regroupées en trois familles (B : PR55/B55, 
B’ : PR61/B56, B″ : PR72), pour former des complexes holo-enzymes 
hétérotrimériques [318]. Chez l’humain, 70 holo-enzymes PP2A ayant différentes 
fonctions, localisations et spécificités peuvent être formées suite à l’assemblage des 
PP2Ac, PP2Aa et sous-unités B.  
 
 
Figure 1.13 Structure des complexes PP1 et PP2A 




1.3.2.2   Rôle en sortie de mitose 
Ces phosphatases sont impliquées dans de nombreux processus cellulaires. 
Par exemple, PP1 et PP2A interviennent dans le contrôle de l’épissage des ARN, la 
transcription, la traduction, le métabolisme du glycogène, la réorganisation des 
filaments d’actine, le contrôle des récepteurs et pompes membranaires et dans le 
cycle cellulaire (revue dans [315, 317]). Les études chez la levure et la mouche 
suggèrent que PP1 est importante pour la progression en mitose [315, 319]. De 
même, lors de la mitose, PP1 est localisée sur les chromosomes, aux centrosomes et 
sur le fuseau mitotique, suggérant qu’elle y exerce des fonctions variées [315]. Chez 
les cellules de mammifères, différents phénotypes mitotiques sont obtenus suite à 
l’inhibition de PP1. Alors que l’utilisation d’anticorps neutralisants PP1 bloque les 
cellules en métaphase, sa suppression par oligonucléotides antisens inhibe la 
cytokinèse [320, 321]. Inversement, la surexpression de PP1 dans les cellules en 
anaphase accélère la sortie de mitose [321]. Récemment, une étude a révélé que 
l’immunodéplétion de PP1 inhibe la majorité de la déphosphorylation observée en 
sortie de mitose [322].  
Pour assurer que PP1 n’est active qu’au bon moment, celle-ci est régulée lors 
de la mitose. Ainsi, l’activité de PP1 est inhibée suite à la phosphorylation par CDK1 
de sa Thr 320 et sa séquestration par l’Inhibiteur 1 [322, 323]. Lorsque l’activité 
kinase de CDK1 diminue en fin de mitose, PP1 s’autoactive et inhibe l’Inhibiteur 1 
en le déphosphorylant, ce qui permet d’atteindre un niveau élevé d’activité 
phosphatase PP1 [322]. Ainsi, CDK1 phosphoryle ses substrats au cours de la mitose 
et s’assure qu’ils sont maintenus dans cet état en inhibant une phosphatase 
responsable de leur déphosphorylation. Un tel mécanisme est présent également chez 
la levure S. pombe, où l’inhibition de PP1 par Cdc2 doit être levée pour que les 
cellules progressent au-delà de la métaphase [324]. Malgré son rôle spécifique en 
sortie de mitose, très peu de substrats ont été caractérisés pour l’instant. Le premier 
substrat identifié de PP1 en mitose fût la lamine nucléaire. Celle-ci est phosphorylée 
par CDK1/cycline B en début de mitose pour engendrer le NEB et sa 




De son côté, PP2A semble également jouer un rôle significatif dans le 
déroulement de la mitose. Récemment, une étude à grande échelle visant à identifier 
des phosphatases importantes pour la sortie de mitose a mené à l’observation que 
PP2A:B55α remplie différentes fonctions, en collaboration avec l’importine β1, à ce 
stade du cycle cellulaire [326]. En effet, PP2A est importante pour le désassemblage 
du fuseau mitotique, la reformation de l’enveloppe nucléaire et de l’appareil de Golgi 
ainsi que pour la décondensation des chromosomes. Lors de la mitose, PP2A:B55α 
est inhibée par phosphorylation et redevient active lorsque CDK1 est inactivée. La 
suppression de PP2A:B55α ne provoque pas de délai dans la sortie de mitose, 
contrairement à ce qui a été démontré pour PP2A:B56δ  [327, 328]. Le rôle de celle-
ci à ce stade du cycle est en partie attribuable au fait que PP2A:B56δ déphosphoryle 
la Thr 130 de Cdc25C, ce qui l’inactive, ainsi que CDK1. En fait, il a été rapporté que 
durant le processus d’inactivation de CDK1 en sortie de mitose, celle-ci est 
phosphorylée de façon transitoire sur sa Tyr 15 inhibitrice, un peu avant la 
dégradation de la cycline B [329]. Ce mécanisme survient alors que l’activité des 
phosphatases Cdc25 est normalement faible et contribue à l’inactivation rapide de 
CDK1. Chez la grenouille, le rôle de PP2A:B55δ semble être légèrement différent de 
celui observé chez les mammifères. L’immunodéplétion de PP2A:B55δ d’œufs de 
grenouille en interphase accélère leur entrée en mitose et les maintient dans cet état 
pour une très longue période [327]. Par contre, lorsque PP2A:B55δ est retirée des 
œufs déjà en mitose, ceux-ci peuvent en sortir normalement, suggérant qu’une autre 
phosphatase peut déphosphoryler les substrats de CDK1. L’activité de 
PP2A:B55δ est très élevée en interphase et très faible lors de la mitose. Le contrôle 
de l’activité PP2A au cours de la mitose est assuré par la kinase Greatwall. 
1.3.2.3   La kinase Greatwall régule PP2A 
La kinase Greatwall a été identifiée chez la drosophile et son activité est 
importante pour permettre la condensation des chromosomes et la progression des 
neuroblastes de larves en métaphase [330]. Peu de temps après sa découverte, il a été 




CDK1/cycline B, est essentielle pour établir une boucle de rétroaction positive 
d’activation de CDK1 [330, 331]. Le groupe de M. Goldberg a observé que 
l’expression d’un mutant constitutivement actif de CDK1 (mutant T14A/Y15F) rend 
non-essentielle l’activité enzymatique de Greatwall, suggérant que celle-ci est requise 
pour contrôler la phosphorylation inhibitrice de CDK1. Par la suite, il fût démontré 
que Greatwall contrôle négativement une phosphatase responsable de l’activation de 
Cdc25 [332]. En fait, aujourd’hui il est établi que Greatwall ne fait pas que contrôler 
l’activité de CDK1. L’inactivation de Greatwall déclenche le processus de sortie de 
mitose en provoquant la déphosphorylation des substrats de CDK1/cycline B, même 
si l’activité kinase de ce complexe est élevée [333, 334]. En effet, il a été démontré 
que Greatwall interagit avec PP2A:B55δ et inhibe son activité phosphatase. 
L’inactivation simultanée de Greatwall et PP2A prévient la sortie prématurée de 
mitose.  
Greatwall est conservée au cours de l’évolution et son orthologue fonctionnel 
chez l’humain est la kinase MAST-L (Microtubule-associated serine/threonine 
kinase-like protein) [335]. Tout comme chez la grenouille, l’inhibition de celle-ci 
conduit à la déphosphorylation précoce des substrats de CDK1, l’inactivation du 
point de contrôle du fuseau mitotique et la sortie de mitose associée à des défauts 
majeurs de ségrégation des chromosomes. Tous ces phénotypes sont renversés 
lorsque PP2A est également inactivée. 
Ainsi, ces travaux permettent de proposer un modèle pour expliquer la relation 
importante qui existe entre CDK1, Greatwall et PP2A lors de l’entrée, la progression 
et la sortie de mitose (Figure 1.14). À la transition G2/M, l’activité PP2A conduit à 
l’inhibition de Wee1 et l’activation de Cdc25. Lorsque CDK1/cycline B commence à 
être activé, elle phosphoryle et active Greatwall. Cette dernière inhibe alors PP2A 
provoquant l’accumulation de protéines phosphorylées par CDK1 pendant la mitose. 
En sortie de mitose, par un mécanisme qui n’est pas compris pour l’instant, Greatwall 







Figure 1.14  Relation CDK1-Greatwall-PP2A dans le contrôle de la mitose  
Modèle illustrant le contrôle de Greatwall (Gwl) sur PP2A lors de l’entrée et la sortie 
de mitose. Les encadrés rouges indiquent que la protéine est inactive alors que ceux 
en vert signifient que la protéine est active. Voir le texte pour plus de détails. Figure 
modifiée à partir de [335]. 
 
 
1.4 Les points de contrôles en G2/M 
Les mécanismes décrits jusqu’à présent illustrent les moyens utilisés par la 
machinerie du cycle cellulaire pour effectuer l’entrée et la sortie de mitose. 
Cependant, l’ensemble des effecteurs et régulateurs de la phase S et de la mitose 
n’étant pas suffisamment efficaces, ceux-ci ne peuvent fonctionner seuls pour assurer 
que les chromosomes transmis aux cellules filles soit dépourvu d’erreurs. En effet, 
celles-ci peuvent survenir lors de la réplication (ex. : arrêt de la progression des 
fourches de réplication) ou suite à l’exposition des cellules à des agents 




chimiothérapeutiques, radicaux libres) qui compromettent l’intégrité de l’ADN. Ces 
erreurs se présentent sous différentes formes, soit des cassures d’un seul ou des deux 
brins, soit des changements de conformation de l’ADN (ex. : dimère de thymines). 
Pour se protéger contre le transfert d’ADN endommagé ou modifié, les cellules font 
appel à une machinerie qui vérifie la présence d’erreurs, arrête la progression dans le 
cycle, répare l’ADN et entraîne la mort de la cellule s’il est impossible de le réparer 
[337, 338]. Lorsqu’une cellule entre en mitose, elle a préalablement effectué des 
points de contrôle à la transition G1/S, au cours de la phase S ainsi qu’à la transition 
G2/M. Trois voies de signalisation principales sont activées en réponse aux 
dommages à l’ADN : la voie ATM et la voie ATR qui conduisent à l’activation des 
kinases Chk1 et Chk2 et de la voie p38/MAPKAPK 2 (Figure 1.15). 
Dans les prochaines sections, les principaux mécanismes caractérisant les 
voies ATM et ATR seront décrits. Bien qu’elle est maintenant reconnue dans la 
littérature pour avoir un rôle important dans la réponse au dommage à l’ADN, je 
discuterai de la voie p38/MAPKAPK 2 à la section 1.5.2 (p.70), qui traite des voies 
de signalisation des MAP kinases. Malgré qu’elles agissent à tout moment du cycle, 
l’accent sera mis sur leur mode d’action pour contrôler l’entrée en mitose. 
1.4.1 Les voies ATM et ATR 
1.4.1.1   Activation de la kinase ATM 
Lorsque des cassures doubles brins sont provoquées dans l’ADN (ex : par des 
radiations γ), le complexe MRN (Mre11-Rad50-Nbs1) est très rapidement recruté aux 
sites de dommages [339]. Ce complexe conservé au cours de l’évolution est 
important pour engager le processus de réparation de l’ADN et activer la signalisation 
via la kinase ATM (Ataxia telangiectasia mutated) [340, 341]. Le complexe Mre11 
(Meiotic recombination 11)/Rad50, sous forme de tétramère, relie les deux extrémités 
du brin d’ADN clivé afin de les maintenir à proximité l’un de l’autre lors de la 
réparation de l’ADN. La protéine Mre11 s’associe directement à l’ADN, alors que 
Rad50 fait le pont entre les molécules d’ADN via Mre11 [340]. Dispensable pour 





Figure 1.15 Voies de signalisation activées en réponse aux dommages à l’ADN 







Nbs1 (Nijmegen breakage syndrome 1) lie la protéine Mre11 via son domaine en N-
terminal et recrute ATM via son domaine C-terminal [342-344]. Avant d’être 
recrutée directement aux sites endommagés, ATM est associée et activée aux régions 
d’ADN voisines des sites de lésions [345, 346]. Les cassures doubles brins induisent 
le démantèlement des nucléosomes et ces changements de structure dans la 
chromatine suffisent au titrage et à l’activation initiale de ATM [346]. 
Membre de la famille des kinases PI3-kinase-like, cette très grosse kinase de 
350 kDa est mutée chez les patients atteints d’ataxie télangiectasie (AT), un trouble 
caractérisé par la dégénérescence neuronale, l’immunodéficience, la sensibilité aux 
radiations, une prédisposition au cancer et une instabilité chromosomique [347-349]. 
L’autophosphorylation de ATM représente un mécanisme de contrôle primordial 
dans l’atteinte d’un niveau d’activité enzymatique optimal [350]. Initialement, il a été 
décrit que ATM existe sous forme de dimère lorsqu’elle est inactive et son 
autophosphorylation sur la Ser 1981 provoque la formation de monomères actifs 
[351]. Cette phosphorylation semble être une conséquence et non pas un évènement 
nécessaire à son activation, puisque les souris transgéniques AtmS1987A (S1981 chez 
l’humain) suppriment le phénotype des souris Atm-/- et la kinase mutée est activée à 
des niveaux comparables et avec la même cinétique que la protéine sauvage [352]. 
Peu après ces observations, deux autres sites d’autophosphorylation, les Ser 367 et 
Ser 1893, ont été identifiés [353]. La caractérisation de ces sites a révélé que, du 
moins in vitro et dans des cellules humaines en culture, la phosphorylation des Ser 
367-1893 et 1981 est importante pour l’activation de ATM et pour corriger les 
défauts de point de contrôle, de stabilité génomique et de radiosensibilité des cellules 
de patients atteints de la maladie AT [353]. D’autres études sont toutefois nécessaires 
pour expliquer les différents résultats obtenus dans les études chez la souris et dans 
les cellules humaines.  
Dans le but de prévenir l’autophosphorylation précoce de ATM lorsqu’il n’y a 
pas de stress cellulaires, celle-ci est associée aux phosphatases PP2A, WIP1 (Wild-




de son état de phosphorylation, l’acétylation de ATM est impliquée dans la régulation 
de son activité et dans la réponse aux dommages à l’ADN (revue dans [341]). 
1.4.1.2   Activation de la kinase ATR 
ATR (ATM and RAD3-related), un autre membre de la famille des kinases 
PI3-kinase-like, fût clonée par homologie de séquence à ATM et au gène rad3 de la 
levure S. pombe [354]. Contrairement à la kinase ATM, dont la mutation cause la 
maladie AT retrouvée dans 0,5 -1 % de la population, ATR n’est que très rarement 
mutée chez l’humain. En fait, sa mutation provoque l’apparition du syndrome de 
Seckel, une maladie récessive présentant des caractéristiques communes à l’ataxie 
télangiectasie [355]. L’étude du rôle physiologique de ATR chez la souris a démontré 
que la délétion de ce gène provoque la létalité embryonnaire avant le jour E7.5, 
possiblement à cause d’une perte de l’intégrité génomique [356, 357]. Ceci est 
différent de la délétion génétique de Atm qui conduit à un retard de croissance, à 
l’infertilité et à des défauts du système immunitaire [358, 359]. Traditionnellement, il 
est reconnu que ATM est surtout activée suite à des cassures doubles brins, et que 
l’activité enzymatique de ATR est augmentée suite aux lésions dans un seul brin. 
Ainsi, les stress réplicatifs (ex. : arrêt de la progression des fourches de réplication) et 
les rayons UV activent ATR. Cependant, de plus en plus d’évidences  suggèrent que 
ATM et ATR collaborent pour générer une réponse adéquate autant suite aux 
dommages doubles brins que simple brin [360]. Il a par ailleurs été démontré que 
ATR est activée à chacun des cycles cellulaires pour contrôler la réplication et ralentir 
l’entrée en mitose [361].  
Lorsque la réplication est interrompue, la protéine RPA (Replication protein 
A), qui lie l’ADN simple brin, vient recouvrir le site « endommagé » et recrute 
ATRIP (ATR-interacting protein) aux sites de lésion (Figure 1.15, p54) et [362, 363]. 
Cette dernière interagit avec et est nécessaire à l’activation de ATR. Il est intéressant 
de mentionner que la déplétion de ATR ou de ATRIP provoque des phénotypes 
cellulaires identiques et que chacune des deux protéines contrôle l’expression de 
l’autre [364]. La formation du complexe RPA-ATRIP-ATR n’est cependant pas 




circulaire 9-1-1 (composé des sous-unités Rad9–Rad1–Hus1) reconnaît les extrémités 
de brins d’ADN garnis de protéines RPA et est important dans la séquence 
d’événements menant à l’activation de ATR [361]. Une des fonctions importantes du 
complexe 9-1-1 est de permettre l’interaction entre ATR et TOBP1 (Topoisomerase-
binding protein-1) d’une manière phospho-dépendante via le domaine BRCT (Breast 
cancer-1 (BRCA1) C-terminal) de cette dernière [365]. In vitro, TOBP1 active 
directement ATR et dans les extraits protéiques de grenouille, TOBP1 est requise 
pour induire la réponse aux dommages à l’ADN [366]. Contrairement à ATM qui 
nécessite des modifications post-traductionnelles pour être activée, il n’y a pas de 
telles évidences concernant ATR. La difficulté à obtenir une forme purifiée active de 
ATR suggère plutôt que c’est l’interaction continue avec TOBP1 qui est nécessaire 
pour son activation [361, 367]. 
1.4.1.3   L’amplification du signal généré par ATM et ATR 
L’histone H2AX est un élément précoce et central dans l’organisation des 
complexes protéiques qui amplifient le signal émis par l’activité des kinases 
ATM/ATR aux sites de lésions [368]. La phosphorylation de la Ser 139 de H2AX 
(ainsi nommée γH2AX) par ATM/ATR, entraîne la liaison à MDC1 (Mediator of 
DNA damage checkpoint protein-1), qui, comme son nom l’indique, est un médiateur 
important de la réponse aux dommages à l’ADN, via son domaine BRCT [369, 370]. 
MDC1 est également phosphorylée par ATM, permettant ainsi son association avec la 
E3 ubiquitine ligase RNF8 (RING-finger-containing nuclear factors 8) [371]. 
L’ubiquitination de γH2AX par RNF8 facilite l’accumulation des protéines BRCA1 
(Breast cancer susceptibility protein-1) et 53BP1 (p53 binding protein-1), toutes 
deux impliquées dans la réparation de l’ADN et également phosphorylées par ATM 
[341]. Finalement, lorsque MDC1 est phosphorylé par la CK2 sur son domaine N-
terminal, elle s’associe avec Nbs1, membre du complexe MRN ce qui solidifie 




1.4.1.4   Les substrats de ATM et ATR  
Après avoir été activées par les différents agents, ATM et ATR 
phosphorylent un très grand nombre de substrats. Des études de mutagenèse de p53, 
un substrat de ATM et ATR, et l’utilisation d’une banque de peptides ont permis 
d’établir que le motif S/T-Q représente la séquence minimale phosphorylée par ATM 
et ATR [374, 375]. Récemment, des études à grande échelle combinant 
l’immunoprécipitation à l’aide d’anticorps phospho-spécifiques pS/pT-Q à l’analyse 
par spectrométrie de masse quantitative (technologie SILAC) ont identifié entre 450 
et 700 substrats phosphorylés par ATM et ATR suite à l’exposition aux radiations γ 
ou aux UV [376, 377]. Ces substrats sont généralement regroupés en trois familles 
selon leurs fonctions : 1) les médiateurs qui relient ATM et ATR aux autres cibles 
(ex. : Mdc1, 53BP1, le complexe MRN, claspine, Brit1/Mcph1 et H2AX), 2) les 
transducteurs du signal qui sont activés par ATM et ATR et qui propagent le signal 
en phosphorylant à leur tour d’autres substrats (ex. : les kinases Chk1/2) et 3) les 
effecteurs des points de contrôle impliqués dans la réparation et la réplication de 
l’ADN ou l’arrêt du cycle cellulaire (ex. : protéines MCMs, ORC, RFC, GINS, 
TopBP1, DNA polymérases, FANCD2,BRCA1, p53) [336]. Dans les prochaines 
sections, nous nous intéresserons particulièrement aux kinases Chk1 et Chk2. 
1.4.1.4.1 Les kinases Chk1 et Chk2 
Les gènes Chkl et Chk2 humains ont été identifiés par homologie de séquence 
aux protéines scChk1/spChk1 et scRad53/spCds1 [255, 378]. Ces deux kinases 
deviennent rapidement et fortement activées en réponse aux  dommages à l’ADN, 
après avoir été phosphorylées par ATM et ATR [255, 378]. Bien qu’on sache 
aujourd’hui qu’il existe des inter-connections entre les différentes cascades de 
phosphorylation, historiquement, Chk1 est décrite comme étant activée en réponse 
aux lésions simples brin par ATR alors que Chk2 se trouve en aval de ATM lorsqu’il 
y a des cassures doubles brins [336]. L’activation de Chk1 nécessite la 
phosphorylation des Ser 317 et 345 situées à l’extérieur de son domaine kinase [379]. 
Afin d’être pleinement phosphorylée par ATR, Chk1 doit interagir avec la protéine 




[380, 381]. De son côté, l’activation de Chk2 par ATM ou ATR est très différente de 
celle de Chk1 et semble faire intervenir son homo-dimérisation [382]. Tout d’abord, 
la phosphorylation de Chk2 monomérique sur la Thr 68 située dans le domaine SCD 
(SQ/TQ cluster domain), une région riche en sites S/T-Q, provoque l’association via 
le domaine FHA (Forkhead associated domain) d’une autre molécule Chk2 [382]. 
Suite à cette dimérisation, Chk2 s’auto-phosphoryle sur les Thr 383 et 387 de la 
boucle d’activation permettant à Chk2 d’obtenir une activité enzymatique maximale 
[383]. Il semble que ces deux sites ne soient pas les seuls à intervenir dans 
l’activation de Chk2 puisque d’autres résidus en N-terminal de la protéine ainsi que 
dans le domaine kinase ont également été caractérisés (revue dans [382, 384]). 
Bien qu’elles présentent un certain niveau de chevauchement quant aux 
signaux qui les activent, Chk1 et Chk2 possèdent des rôles physiologiques différents. 
Ainsi, l’inactivation génique de Chk1 chez la souris est létale au stade embryonnaire 
[385, 386]. Tandis que les souris Chk2-/- sont viables, leurs cellules sont moins aptes à 
maintenir un arrêt en G2 ou à induire l’apoptose suite à l’exposition aux rayons γ 
[387]. 
1.4.1.4.1.1 L’arrêt du cycle cellulaire par les kinases Chk1 et Chk2 
Tel qu’il vient d’être décrit, les voies ATM/Chk2 et ATR/Chk1 sont activées 
lorsque l’ADN est endommagé. En plus de démarrer un programme de réparation de 
l’ADN, ces voies ont pour objectif de freiner la progression dans le cycle cellulaire. 
Les points de contrôle ainsi activés en G1/S ou G2/M préviennent la réplication et 
empêchent l’entrée des cellules en phase S ou en mitose lorsque l’ADN n’est pas 
parfaitement intact [336]. Différents substrats bien caractérisés de Chk1 et 2 ont des 
fonctions importantes dans le contrôle du cycle cellulaire. Par exemple, Chk1 et Chk2 
phosphorylent p53 sur la Ser 20, ce qui diminue son affinité pour la E3 ubiquitine 
ligase Mdm2 et la stabilise [382]. L’accumulation de p53 provoque un arrêt du cycle 
cellulaire puisqu’elle est un activateur transcriptionnel de l’inhibiteur p21. Chk1 et 
Chk2 phosphorylent également le facteur de transcription E2F-1, ce qui augmente son 
activité transcriptionnelle et conduit à l’apoptose [388]. Une autre des stratégies 




l’inactivation des phosphatases Cdc25 (Section 1.2.1.3.2.2) [389, 390]. En réponse au 
rayonnement γ, Cdc25A est rapidement dégradée par le système ubiquitine-
protéasome [391, 392]. Cette dégradation survient suite à la phosphorylation de 
Cdc25A par Chk1/2 sur les Ser 76 et 123, qui permet la reconnaissance par le SCFβ-
TrCP [384, 393]. Ces kinases sont également responsables de la séquestration dans le 
cytoplasme par la protéine 14-3-3 [389]. En fait, Chk1 et Chk2 phosphorylent 
Cdc25B et C sur les Ser 309 et 216 respectivement et retardent du même coup leur 
transition dans le noyau où elles agissent pour promouvoir la progression dans le 
cycle cellulaire [252, 255]. Finalement, Chk1 contrôle l’activation de CDK1 via la 
kinase Wee1. En effet, suite à la phosphorylation de Wee1 par Chk1 sur la Ser 549 
chez le xénope ou Ser 642 chez l’humain, l’activité kinase de Wee1 est stimulée 
grâce à son interaction avec la protéine 14-3-3 [394, 395].  
Très importantes dans le contrôle du cycle cellulaire au niveau des points de 
contrôles, les kinases Chk1 et Chk2 représentent des cibles thérapeutiques 
présentement à l’étude. Le UCN-01, un dérivé de l’inhibiteur de kinases 
staurosporine, fait l’objet d’essais cliniques dans les traitements de plusieurs types de 
tumeurs. En effet, il semble que le UCN-01 augmente la cytotoxicitié en combinaison 
avec les traitements de chimiothérapie ou de radiothérapie conventionnels [396]. Il a 
été montré que le UCN-01 inhibe Chk1 avec un IC50 environ 1000 fois plus petit que 
pour Chk2, conduisant à la proposition que cette kinase représente une cible de choix 
pour le traitement des tumeurs [397]. Ceci suggère également qu’interférer avec le 
fonctionnement de points de contrôles pourrait s’avérer une approche thérapeutique 
viable. 
1.5 Les rôles des MAP kinases dans le cycle cellulaire 
La progression du cycle cellulaire est parfaitement contrôlée par une 
machinerie complexe qui s’assure d’effectuer chacune des étapes adéquatement 
(Section 1.1). Pour s’adapter rapidement aux différents signaux auxquels elles sont 
soumises, les cellules font appel à un vaste réseau de cascades enzymatiques qui 




l’intégrité de certaines composantes intracellulaires est altérée, ex. : dommage à 
l’ADN) afin d’apporter les ajustements qui s’imposent. Les modules de MAP kinases 
figurent parmi les principales voies de signalisation activées en réponse à de 
nombreux stimuli. Dans le génome humain, on retrouve 14 MAP kinases regroupées 
en sept familles distinctes, elles-mêmes classées en deux groupes : les MAP kinases 
classiques et les MAP kinases atypiques (Figure 1.16) [398]. Puisque les MAP 
kinases sont impliquées dans un très grand nombre de processus cellulaires et 
biochimiques, la littérature déborde d’articles à leur sujet. Nous verrons dans les 
prochaines sections une brève description des MAP kinases pour lesquelles des rôles 
dans l’entrée et/ou la progression en mitose ont été proprosées. 
1.5.1 La voie Ras-RAF-MEK-ERK 
La voie de signalisation Ras-RAF-MEK-ERK fait partie des voies les mieux 
caractérisées et comprises. Étant bien conservée de la levure à l’homme, les études 
génétiques et biochimiques réalisées chez les différents organismes modèles ont 
facilité la dissection des rôles et mécanismes d’action des composantes de la voie. 
 
Figure 1.16  Organisation des modules de MAP kinases chez l’humain 






Cette cascade de signalisation est un paradigme pour expliquer la séquence 
d’événements par lesquels un facteur extracellulaire entraîne une réponse 
intracellulaire (voir Figure 1.17). Lorsqu’il y a liaison d’un ligand (un facteur 
mitogénique, une cytokine ou un facteur de différenciation) au récepteur 
transmembranaire à activité tyrosine kinase, celui-ci homo-dimérise. La dimérisation 
du récepteur stimule son autophosphorylation sur plusieurs tyrosines du domaine 
intracellulaire [399]. Le changement de conformation du récepteur généré par la 
phosphorylation permet une interaction avec le domaine d’interaction aux tyrosines 
phosphorylées SH2 de la protéine GRB2 (Growth factor receptor bound-protein 2) 
[400]. Associée au récepteur, GRB2 recrute SOS (Son of sevenless), un facteur 
d’échange de nucléotides guanines (GEF) [401, 402]. SOS catalyse l’échange du 
GDP pour un GTP sur son substrat Ras. La forme Ras-GTP étant active, elle recrute 
la MAPK kinase kinase (MAPKKK) Raf à la membrane et l’active à son tour [403, 
404]. Raf phosphoryle ensuite ses substrats MEK1/2 (MAP kinase/ERK kinase 1/2, 
MAPK kinase) sur les sérines de leur boucle d’activation, leur conférant alors une 
activité enzymatique maximale [405-407]. Finalement, MEK1/2 phosphorylent 
ERK1/2, leurs uniques substrats connus, sur les deux résidus phospho-accepteurs du 
motif Thr-Xxx-Tyr de la boucle d’activation [408-410]. ERK1/2 phosphorylent des 
résidus Ser/Thr suivis d’une proline (proline-directed kinase). À ce jour, près de 200 
substrats de ces MAP kinases ont été identifiés [411]. Ceux-ci, dont la majorité est 
constituée de facteurs de transcription, sont distribués dans tous les compartiments 
intracellulaires et sont responsables de générer la réponse dictée par la nature du 
ligand extracellulaire, l’intensité et la durée du signal, ainsi que le type cellulaire. Au 
cours des dernières années, des dizaines de régulateurs positifs et négatifs de la voie 
ont été identifiés, notamment des protéines d’échafaudage, des phosphatases et des 
protéines affectant la localisation de ERK1/2 (revue dans [412-414]). 
1.5.1.1 Les fonctions de la voie ERK1/2 
La voie de signalisation ERK1/2 est impliquée dans plusieurs processus tels 






Figure 1.17 Activation de la voie de signalisation Ras-RAF-MEK-ERK 
Voir le texte pour les détails. 
 
 
mort cellulaire (revue dans [415, 416]). Les rôles physiologiques de ERK1 et ERK2 
ont été principalement révélés suite aux études des souris avec invalidité des gènes 




Cependant, la maturation des thymocytes issus de ces souris est légèrement 
compromise et ils prolifèrent également plus lentement après stimulation des 
récepteurs des cellules T (T-cell receptors). De plus, il a été rapporté que les souris 
Erk1 KO sont hyperactives et ont une meilleure mémoire à long terme, suggérant une 
implication dans des processus neurologiques [418]. Par contre, les souris qui 
possèdent une délétion génétique de Erk2 présentent des phénotypes totalement 
différents. En effet, les souris Erk2-/- meurent in utero, au stade embryonnaire E6.5, 
suite à un problème de développement du trophoblaste, une structure qui donne 
naissance au placenta [419-421]. Des études de chimères ont confirmé que ce défaut 
est autonome à la cellule et provient de problèmes de formation du cône 
ectoplacentaire et de l’ectoderme extra-embryonnaire [419]. 
Ces phénotypes observés chez les souris mutantes sont très intéressants parce 
qu’ils suggèrent l’existence possible de rôles spécifiques de ERK1 et ERK2. Ces 
deux MAP kinases présentent une homologie de séquence de 85%, leur activation 
semble être parfaitement identique et aucun substrat n’est connu pour être 
phosphorylé seulement par une seule des deux kinases (Figure 1.20, p. 86) [411, 415, 
422]. En fait, ces résultats suggèrent que ERK1 est dispensable pour le 
développement, alors que ERK2 est essentielle. Cependant, on ne sait pas si ces 
différents phénotypes sont dus au fait que ERK1 et ERK2 ont des patrons 
d’expression uniques ou si c’est parce qu’elles ont des substrats ou des partenaires 
d’interaction qui leur sont exclusifs. Des expériences de « knock in », dans lesquelles 
le gène Erk1 est inséré au locus de Erk2, permettraient de répondre à ces questions. 
1.5.1.1.1 Contrôle de la transition G1/S 
ERK1/2 ont été identifiées comme étant des protéines de 42-44 kDa 
rapidement phosphorylées en tyrosine en réponse à plusieurs facteurs mitogéniques 
[423-425]. Ces observations initiales ont suggéré que ERK1/2 pouvaient exercer un 
contrôle sur la prolifération cellulaire. Lorsque les cellules quiescentes sont stimulées 
par différents facteurs mitogéniques, ERK1/2 sont rapidement et fortement activées 
en 5-10 minutes [415, 426]. Par la suite, on observe une deuxième activation plus 




Pouyssegur a démontré pour la première fois que la surexpression d’un mutant inactif 
de ERK1 ou que l’inhibition de l’expression de ERK1/2 avec des ARN antisens 
ralentit fortement la prolifération de fibroblastes de hamster [427]. Récemment, dans 
le but de déterminer si ERK1 ou ERK2 accomplissent des fonctions spécifiques dans 
le contrôle de la prolifération des fibroblastes, des études génétiques (utilisation de 
siRNA spécifiques et analyse de MEFs primaires isolées de souris mutantes) ont été 
réalisées [428, 429]. Ces études ont permis de conclure que ERK1 et ERK2 possèdent 
des fonctions redondantes au niveau du contrôle de la progression dans le cycle 
cellulaire, que l’ablation génétique simultanée de ERK1/2 prévient complètement la 
prolifération et que leur contribution est directement reliée à leur niveau d’expression 
respectif (ERK2 étant plus exprimée que ERK1). De plus, tout comme ces deux 
MAPKs, la majorité des composantes de la voie ont des rôles clairement établis dans 
la prolifération cellulaire [415, 430]. Un fait important à souligner est que Ras et Raf, 
des activateurs en amont de ERK1/2, sont des oncogènes fréquemment mutés en 
formes actives dans plusieurs cancers (environ 25% de tous les cancers dans le cas de 
Ras) [3, 431]. 
Comment ERK1/2 influencent-elles la phase G1? Principalement en 
permettant l’induction de l’expression de la cycline D1 (revue dans [415, 430]). Tel 
que mentionné à la Section 1.1.3.4, les complexes CDK4-6/cycline D sont importants 
pour activer les facteurs de transcription de la famille E2F requis pour lancer le 
programme de la phase S. Il a été noté que l’expression de formes actives de MEK1 
augmente l’expression de la cycline D1, alors qu’à l’inverse, l’expression de 
dominants inactifs de MEK1/2 inhibe l’expression de cette cycline [432]. 
Lorsqu’elles sont activées, ERK1/2 phosphorylent le facteur de transcription Elk1, 
responsable de l’expression de c-Fos, un facteur de transcription qui hétérodimérise 
avec c-Jun pour former le complexe transcriptionnel AP-1 [433]. c-Fos est également 
stabilisé suite à sa phosphorylation par Erk1/2 sur deux Ser en C-terminal [434]. 
L’activation du complexe AP-1 contribue à augmenter l’expression de la cycline D1 
puisque le promoteur de celle-ci contient une région reconnue et liée par AP-1 [435]. 




pour effet d’augmenter sa stabilité, est un autre mécanisme permettant l’expression de 
la cycline D1 en réponse aux facteurs mitogènes [436, 437]. 
En plus de ce rôle très bien étayé dans la progression en G1, des données dans 
la littérature suggèrent que la voie de signalisation ERK1/2 est impliquée dans 
différents aspects du contrôle de la méiose et de la mitose. 
1.5.1.1.2 La maturation des ovocytes 
Chez tous les animaux, les ovocytes immatures sont arrêtés à la transition 
G2/M, en attente des signaux de maturation qui leur permettront de devenir 
fertilisables. Bien qu’il y ait des différences dans la nature des signaux et que la 
maturation des ovocytes soit quelque peu différente d’une espèce à l’autre, les 
principes généraux sont très bien conservés. Les études à l’aide de la grenouille 
africaine Xenopus laevis ont largement contribué à notre compréhension des 
événements biochimiques qui se produisent lors de ce processus [438, 439]. Ainsi, la 
voie MAPK semble y exercer un rôle déterminant pour l’activation du complexe 
CDK1/cycline B. 
La maturation ovocytaire est déclenchée par la progestérone, une hormone 
stéroïdienne. Le premier effet de la progestérone observé est l’inhibition de la PKA 
provoquée par une baisse importante des niveaux d’AMPc. Suite à cela, la synthèse 
protéique à partir des ARNm maternels est déclenchée et la protéine c-Mos est alors 
exprimée. Mos, identifié comme proto-oncogène chez les cellules transformées, est 
une MAPKKK qui phosphoryle MEK [440]. L’expression de Mos est suffisante pour 
activer la voie ERK dans les ovocytes [441-443]. Ainsi activée, MAPK phosphoryle 
et active la MAPKAP kinase p90RSK [444]. La voie Mos-MEK-MAPK-RSK active et 
maintient l’activité CDK1/cycline B pendant le processus de maturation des 
ovocytes, et ce, dès la transition G2/Méiose I. Il a été démontré que p90RSK inhibe par 







1.5.1.1.3 Raf-MEK-ERK : être ou ne pas être activées en G2/M? 
De nombreuses études ont montré que la voie Raf-MEK-ERK est activée au 
cours de la mitose dans les cellules somatiques. Cependant, autant d’articles 
rapportent que la voie n’est ni activée pendant la mitose, ni requise pour son bon 
déroulement. 
C’est en 1992 que Tamemoto et al. ont rapporté pour la première fois une 
activation biphasique de ERK1/2 au cours du cycle cellulaire avec des pics 
d’activation au cours de la phase G1 et de la transition G2/M [446]. Par la suite, 
plusieurs groupes ont également observé, par des essais d’activité kinase ou à l’aide 
d’anticorps phospho-spécifiques, que ERK1/2 sont activées en mitose dans des 
cellules HeLa et NIH 3T3 synchronisées [446-449]. Des expériences 
d’immunofluorescence, à l’aide d’anticorps phospho-spécifiques, ont permis de 
détecter la présence de MEK et ERK actives durant la mitose aux centrosomes, aux 
kinétochores, aux pôles du fuseau mitotique et au midbody [450-453]. Cependant, 
puisque l’anticorps phospho-spécifique dirigé contre les formes actives de MEK 
reconnaît également la protéine nucléophosmine/B23 qui est phosphorylée lors de la 
mitose, la localisation de MEK activée aux centrosomes pourrait être un artéfact 
expérimental [454, 455]. Il a également été rapporté que la MAPKKK Raf est active 
dans des cellules arrêtées en mitose [456, 457]. Cette activation est accompagnée 
d’un retard de migration sur gel provoqué par l’hyperphosphorylation du domaine C-
terminal de la protéine. 
D’un autre côté, plusieurs groupes n’ont pu détecter de formes activées de 
ERK1/2 dans des cellules arrêtées en prométaphase suite au traitement avec le 
nocodazole [446, 458-460] ou dans des cellules qui atteignent la mitose après un arrêt 
à la transition G1/S [461]. D’autres ont rapporté que MEK1, mais non MEK2, est 
fortement activée pendant la mitose, sans toutefois conduire à l’activation de son 
substrat ERK1 [461]. Le clivage protéolytique ainsi que la phosphorylation de la Thr 
286 dépendants de CDK1 empêche l’interaction entre la forme clivée de MEK1 et 
ERK. L’activation de MEK, et non celle de ERK tel qu’observée dans ces conditions 




n’a encore jamais été rapporté. De même, selon certaines équipes, l’activation de  
Raf-1 en mitose n’est pas stimulée par la protéine Ras et ne conduit pas à l’activation 
de MEK et ERK [462, 463]. Le mode d’activation de Raf et les effets engendrés par 
celle-ci seraient donc différents de ce qui est observé suite à une stimulation 
mitogénique. 
À la lumière de toutes ces publications, il est difficile d’affirmer ou d’infirmer 
avec certitude que ERK est active durant la mitose. Dans ce cas, comment se déroule 
la mitose lorsqu’on affecte l’activité de cette voie de signalisation? 
1.5.1.1.4  Rôle lors de l’entrée en mitose 
L’utilisation de mutants dominants négatifs, d’inhibiteurs pharmacologiques 
de MEK et de siRNA dirigés contre les différents membres de la voie démontre que 
d’interférer avec celle-ci retarde l’entrée en mitose en prolongeant la durée de la 
phase G2 et augmente le temps requis pour progresser de la métaphase à l’anaphase 
[448, 449, 453, 460, 464]. De plus, le facteur de transcription FOXM1c, responsable 
de l’expression de la cycline B, est phosphorylé et activé par ERK1/2 [465]. Il semble 
donc que ERK1/2 aient la capacité de réguler l’entrée en mitose en permettant 
l’expression de gènes spécifiques à celle-ci. 
Des études réalisées sur X. laevis ont apporté quelques précisions sur les 
mécanismes impliquant ERK lors de l’entrée en mitose. Par exemple, ERK 
phosphoryle la cycline B1 sur deux sérines situées dans sa séquence de rétention 
cytoplasmique (CRS) [466, 467]. Ces sites phosphorylés sont importants pour 
favoriser l’import nucléaire essentiel pour promouvoir l’entrée en mitose (Section 
1.2.1.2). Également, tel que décrit plus haut, RSK, qui est phosphorylée par ERK, 
active CDK1 en inhibant la kinase Myt1 [445]. De plus, il a été démontré que ERK 
phosphoryle Cdc25 chez le xénope [468]. La phosphorylation sur deux thréonines et 
une sérine stimule son activité phosphatase, ce qui facilite l’entrée en mitose. Les 
auteurs de cette dernière étude ont rapporté les mêmes observations dans des cellules 
de mammifères, suggérant que l’activation de Cdc25C par ERK est un mécanisme 




Récemment, un groupe a publié une étude faisant appel à la vidéo-
microscopie en temps réel pour tenter de résoudre l’épineuse question du rôle de 
ERK1/2 dans l’entrée des cellules de mammifères en mitose [469]. En bloquant la 
voie de signalisation MEK1/2-ERK1/2 avec des inhibiteurs pharmacologiques de 
MEK lorsque des cellules normales ou transformées se trouvaient bien engagées en 
phase G2, les auteurs ont pu démontrer que l’activité ERK1/2 n’est pas requise en fin 
de G2 pour l’entrée en mitose, la transition métaphase-anaphase et l’activation du 
point de contrôle des fuseaux mitotiques. Cependant, si la voie est inhibée au début 
de la phase G2, l’entrée en mitose est quant à elle retardée. Ces résultats suggèrent 
donc que la voie ERK ets requise a un moment précis pour le déroulement de l’entrée 
en mitose. 
1.5.1.1.5 Rôle dans le point de contrôle en G2/M  
Il est bien connu que la voie ERK est activée suite à la liaison de facteurs de 
croissance à leurs récepteurs membranaires. Il semble également que la voie peut être 
sollicitée par des stress cellulaires, dont les radiations ionisantes (IR) [470-473]. Tel 
que décrit précédemment, il est nécessaire pour une cellule de bloquer l’entrée en 
mitose lorsqu’elle est soumise à des stress qui induisent des dommages à l’ADN. 
Ainsi, l’expression d’un mutant dominant négatif de MEK empêche les cellules de se 
remettre d’un arrêt en G2 provoqué par les IR [474]. De plus, dans ces conditions, 
l’inhibition pharmacologique de la voie prévient partiellement l’arrêt des cellules en 
G2/M [475, 476]. De manière similaire à l’exposition à des stress, la surexpression de 
la protéine BRCA1 induit un arrêt des cellules en G2 [477]. Cet arrêt est en partie 
exécuté suite à l’activation de ERK qui, dans ce cas, augmente l’activité des kinases 
Wee1 et Chk1. Ceci a pour conséquence d’entraîner la dégradation par le protéasome 
de la phosphatase Cdc25C [478]. Finalement, bien que la présence de facteurs de 
croissance conduise généralement les cellules dans la phase S, un traitement des 
cellules en phase G2 par différents agents mitogéniques entraîne un arrêt du cycle 
cellulaire, qui est dépendant de l’activité MEK-ERK-RSK [479].Un des mécanismes 
impliqués dans cet arrêt de la progression dans le cycle, est la diminution de la 




1.5.1.1.6 Fragmentation du Golgi  
Durant la mitose, la structure dynamique et organisée de l’appareil de Golgi 
est démantelée pour être dispersée dans le cytoplasme. Lorsque les deux cellules 
filles sont formées, elles ont théoriquement reçu la même quantité de matériel pour 
reformer un nouveau réseau de saccules golgiennes. Plusieurs études, principalement 
des expériences de reconstitutions in vitro, ont décrit le rôle de la voie MEK/ERK 
dans la fragmentation du Golgi à ce stade du cycle, ce qui permet de proposer un 
modèle. Il intéressant de mentionner que cette fonction de la voie MEK/ERK est 
limitée à certains isoformes spécifiques des composantes. Ainsi, lors de la mitose, 
RAF-1 active l’isoforme MEK1b, et non pas MEK2 [481-484]. Dans ce processus, 
c’est ERK1c, un isoforme de ERK1 obtenue par épissage alternatif et dont l’activité 
augmente au cours de la mitose, qui agit comme effecteur de la voie de signalisation à 
l’appareil de Golgi [485]. Pour l’instant, très peu de substrats de ERK permettant 
d’expliquer comment elle agit lors de la fragmentation du Golgi ont été identifiés. La 
protéine GRASP 55 a été démontrée comme étant un substrat de ERK2, mais on ne 
sait pas si cet événement de phosphorylation est suffisant pour induire la 
fragmentation, ni si ERK1c peut phosphoryler cette protéine [486]. L’identification 
de substrats est requise pour bien comprendre le rôle de la voie ERK dans cet 
événement mitotique. De plus, des expériences supplémentaires sont requises pour 
évaluer le rôle réel de ERK1 dans la fragmentation du golgi puisque les MEFs Erk1-/- 
prolifèrent, quoique légèrement plus lentement que les MEFs Erk1+/+, et que des 
données suggèrent que certains types cellulaires prolifèrent normalement sans 
l’activité de ERK1 et ERK2 ([429] et M. Saba-El-Leil et S. Meloche, résultats non 
publiés).  
1.5.2 La voie p38/MK2 
La voie de signalisation p38 représente une des quatre cascades de MAP 
kinases classiques retrouvées chez les mammifères (Figure 1.16, p.61). Cette voie et 
celle des JNK (Section 1.5.3) sont activées en réponse aux stress cellulaires et 
inflammatoires, contrairement à la voie ERK qui est principalement activée en 




par quatre groupes différents comme étant 1) phosphorylée sur un (des) résidu(s) Tyr 
en réponse au LPS et au stress osmotique [488], 2) la cible d’inhibiteurs pyridinyl-
imidazole qui préviennent la production de cytokines pro-inflammatoires [489] et 3) 
la kinase conduisant à l’activation de MAPKAPK2 en réponse à un stress thermique, 
à l’arsénite ou à l’interleukine-1 [490, 491]. L’analyse de la séquence de p38 a 
indiqué qu’elle est l’orthologue de la kinase Hog1 (High-osmolarity glycerol 1) de la 
levure S. cerevisiae qui est requise pour l’adaptation à des variations d’osmolarité 
dans le milieu extracellulaire [492].  
Chez les mammifères, il existe quatre membres de la famille p38 : p38α est 
exprimée de façon ubiquitaire, p38β est exprimée majoritairement dans le cœur et le 
cerveau, p38γ est retrouvée dans les muscles squelettiques et p38δ est présente 
principalement dans certaines glandes endocrines [384, 493]. L’activation de p38 
requiert la double phosphorylation de la boucle d’activation sur le motif Thr-Gly-Tyr 
par des membres de la famille MAPKK. MKK3 phosphoryle p38α/γ/δ, tandis que 
MKK6 active les quatre p38 [493]. Contrairement à MKK3/6 qui sont spécifiques 
aux p38, MKK4 peut phosphoryler p38 et les JNK. L’activation de MKK3/6 est 
obtenue suite à la phosphorylation de leur boucle d’activation, qui peut être effectuée 
par plusieurs membres de la famille des MAPKKK : ASK1 (Apoptosis signal-
regulating kinase 1), TAK1 (TGF β-activated kinase 1), TAO 1/2 (Thousand-and-one 
amino acid 1/2) et MEKK 3/4 (MAPK/ERK kinase kinase 3/4) (Figure 1.16, p.61). 
Lorsqu’elle est activée, cette cascade enzymatique génère diverses réponses 
cellulaires qui dépendent de la nature du stimulus, de son intensité et de sa durée ainsi 
que du type cellulaire. Les multiples réponses sont obtenues suite à l’activation ou 
l’inhibition des différents substrats phosphorylés par p38. Les membres de la famille 
p38 ont généralement la capacité de phosphoryler les mêmes substrats, bien que 
quelques substrats soient apparemment restreints à une ou deux formes. Les études 
réalisées in vitro et in vivo avec l’inhibiteur pharmacologique SB203580 spécifique à 
p38 α et β ont permis l’identification de plus d’une centaine de substrats. Parmi ceux-
ci, on retrouve des protéines nucléaires, dont des facteurs de transcription et des 




(MSK1/2, MNK1/2 et MK2/3/5), ainsi que plusieurs protéines cytoplasmiques 
contrôlant la transcription, la traduction, l’apoptose, le remodelage du cytosquelette, 
la migration cellulaire, la différenciation et la prolifération (revue dans [487, 493]). 
1.5.2.1 Rôles physiologiques de la voie p38 
Les études génétiques chez la souris ont grandement contribué à notre 
compréhension des rôles physiologiques de la voie p38, dont les membres exercent 
certaines fonctions redondantes [493]. Ainsi, la délétion ciblée du gène Mapk14 
(p38α) provoque des défauts du développement du placenta conduisant à la mort 
embryonnaire, suggérant des fonctions uniques et spécifiques à celle-ci [494-496]. 
Par contre, lorsque le gène p38α est spécifiquement inactivé dans les embryons (qui 
se développent normalement jusqu’à la naissance puis meurent quelques heures 
après) ou les souris adultes, on constate que p38α agit principalement au niveau de 
l’homéostasie du système pulmonaire [497, 498]. En fait, p38α inhibe la prolifération 
des cellules normales (et cancéreuses) et provoque la différenciation des cellules 
souches pulmonaires. En plus d’affecter la prolifération des cellules pulmonaires, p38 
contrôle également celle des cellules hématopoïétiques, hépatiques et cardiaques 
[498]. p38α limite la prolifération des cellules en inhibant la voie JNK/c-Jun (Section 
1.5.2.1) et en contrôlant la transcription et la stabilité protéique de la cycline D1 [432, 
497-499]. À l’image des souris p38α-/-, les souris Mkk3-/-Mkk6-/- ont également des 
défauts de formation du placenta qui empêchent les embryons de se développer au-
delà du jour E11-E11.5 [500]. Les souris simples mutantes Mkk3-/- ou Mkk6-/- sont 
viables, mais présentent des défauts de production de cytokines et d’apoptose des 
cellules T [501, 502]. En accord avec l’idée qu’il existe de la redondance entre les 
fonctions des différentes p38, les souris mutantes homozygotes pour les gènes p38β, 
p38γ et p38δ sont viables et n’ont pas de défaut apparent, indiquant que seule p38α 




1.5.2.2 Rôles dans les points de contrôles en G2/M 
La voie p38 est impliquée principalement dans l’adaptation cellulaire suite à 
des variations d’osmolarité, à la production de cytokines pro-inflammatoires et, 
comme il vient d’être décrit, au contrôle de la prolifération et de la différenciation 
(revue dans [487]). En plus de ces fonctions, des rôles de p38 lors de l’entrée et la 
progression en mitose ont récemment été décrits. En effet, p38 est activée lorsque les 
cellules sont bloquées en prométaphase après l’activation du point de contrôle du 
fuseau mitotique [458]. L’activité de cette MAPK est importante pour activer le SAC 
et arrêter les cellules à ce stade du cycle. Le mécanisme exact par lequel p38 participe 
au SAC n’est pas bien connu. Toutefois, il a été démontré récemment que l’activité 
p38 conduit à la dégradation de Cdc20 lorsque le SAC est sollicité suite au traitement 
des cellules au cadmium [504]. De plus, dans ces conditions, l’inhibition de p38 
interfère avec la formation du complexe Mad2-Cdc20-APC3.  
En plus de ce rôle dans le SAC, plusieurs évidences expérimentales suggèrent 
que la voie de signalisation p38 bloque la progression des cellules dans la phase G2 
dans certaines conditions. Ainsi, il est maintenant bien accepté que la voie p38 définit 
une voie de signalisation importante pour le point de contrôle en G2 (Figure 1.15, 
p.54) [384]. Il est connu depuis très longtemps que les rayons UV activent la voie de 
signalisation p38 et que, d’un autre côté, ceux-ci provoquent des dommages à l’ADN 
qui bloquent la prolifération des cellules [336, 487]. Le groupe de A. Fornace a donc 
inactivé p38α/β, dans le but de démontrer leurs contributions importantes dans l’arrêt 
des cellules en G2 exposées aux rayons UV [505]. Depuis, il a été confirmé dans 
plusieurs lignées cellulaires que différents agents qui génèrent des dommages plus 
spécifiques à l’ADN (inhibiteurs de topoisomérase II et d’histones déacétylases, 
agent méthylant témozolomide, cisplatine et doxorubicine) arrêtent les cellules en G2 
après avoir activé la voie p38 [506, 507]. Celle-ci agit également comme régulateur 
de l’entrée en mitose en absence de dommage à l’ADN, dans des conditions 
normales, du moins dans certaines lignées cellulaires [508]. De plus, le groupe de J. 
Pines a proposé que p38 participe au point de contrôle lors de l’antéphase [509]. 




définir la période où l’on aperçoit les premières étapes de la condensation des 
chromosomes en fin de phase G2 [15]. Elle représente une étape qui est réversible 
d’un point de vue de la préparation à la mitose. Ainsi, le point de contrôle de 
l’antéphase permet à une cellule en début ou milieu de prophase qui subit certains 
types de stress, tels un traitement au fluorure, l’hypothermie ou un démantèlement 
des chromosomes, de procéder à la décondensation des chromosomes, la 
déphosphorylation des protéines nucléaires phosphorylées et à l’arrêt du cycle 
cellulaire [15]. Ce point de contrôle est différent de celui en G2, lorsqu’il y a des 
dommages à l’ADN. La compréhension des détails moléculaires du point de contrôle 
de l’antéphase est très limitée. Cependant, il semble que la E3 ubiquitine ligase Chfr 
(Checkpoint with forkhead and ring finger domains), qui agit en amont de p38, soit 
requise pour bloquer l’entrée en mitose [509, 510]. 
1.5.2.2.1 Comment p38 est-elle activée en réponse aux dommages à l’ADN et 
comment agit-elle pour provoquer l’arrêt en G2?  
Tout d’abord, il a été décrit que les kinases TAO 1/2 sont activées par des 
stress cellulaires et qu’elles conduisent à la phosphorylation de la boucle d’activation 
de p38 via MKK3/6 [511]. Dans des cellules déficientes pour ATM, les kinases TAO 
sont moins fortement activées, suggérant que ATM agit en amont des TAO. De plus, 
l’inhibition de TAO compromet partiellement l’arrêt en G2 imposé par l’exposition 
aux rayons UV, aux IR ou à l’hydroxyurée. Récemment, TAO1 a été identifiée dans 
un crible à grande échelle visant à caractériser de nouvelles kinases/phosphatases 
importantes pour le déroulement de la mitose [512]. En fait, en absence de TAO1, les 
chromosomes sont mal ségrégés et l’activation du SAC est moins soutenue, 
accélérant ainsi le passage en anaphase. De plus, selon le groupe de M. Yaffe, la 
kinase ATR est également impliquée dans l’activation de p38 et MK2 [513]. Un autre 
mécanisme qui permet l’activation de p38 (ainsi que des autres MAP kinases 
classiques ERK1/2 et JNK) est dépendant des récepteurs à activité tyrosine kinase 
(RTKs) mais est indépendant des dommages à l’ADN et des ligands (revue dans 




de protéine-tyrosine phosphatases, entraînant ainsi l’activation soutenue des RTKs 
[515, 516].     
Lorsqu’elle est activée, p38 inhibe la progression en mitose, principalement 
via les phosphatases Cdc25 et p53. Tout d’abord, p38 phosphoryle Cdc25B localisée 
aux centrosomes [505, 508]. Cette phosphorylation a comme conséquence 
d’augmenter l’interaction entre l’ancre cytoplasmique 14-3-3 et Cdc25B, l’éloignant 
des centrosomes, où elle est requise pour activer CDK1. Toutefois, la démonstration 
de la phosphorylation directe de Cdc25 par p38 n’est pas tout à fait claire et est un 
sujet de controverse. Il est plus probable que l’activité kinase présente dans 
l’immuno-précipitat provienne de MK2, qui s’associe fortement à p38 in vivo et qui 
représente un substrat majeur de cette voie MAPK [517, 518]. En effet, MK2 
phosphoryle Cdc25B/C in vitro sur la sérine 309/216, alors que p38 ne phosphoryle 
que la Ser 249 de Cdc25B in vitro [519, 520]. In vivo, MK2 est requise pour arrêter 
les cellules en phase G2 suite à une exposition aux rayons UV et pour prévenir la 
mort en mitose due à l’accumulation de dommages à l’ADN [519]. De manière 
semblable à ce qui a été rapporté pour l’activation des kinases TAO, l’activation de 
p38/MK2 en réponse à des agents chimiques qui induisent des dommages à l’ADN 
nécessite l’activité des kinases ATM/ATR [513]. Le module p38/MK2 est nécessaire 
pour le point de contrôle en G2 et la survie cellulaire seulement lorsque p53 n’est pas 
fonctionnel, mais est dispensable lorsque p53 est actif [513]. Toutefois, il semble que 
p38, tout comme les autres MAP kinases, puisse phosphoryler p53 sur les Ser 33 et 
Ser 37, et sur la Ser 15 (ce qui est effectué également par ERK), contribuant ainsi à la 
régulation de l’activité et de la stabilité de p53 [521, 522]. Dans un contexte ou p53 
est absent, il a été rapporté que l’absence de MK2 accélère légèrement la croissance 
de tumeurs, faisant de MK2 un suppresseur de tumeurs [513]. 
1.5.2.2.1.1 Les MAPKAP kinases en G2 
Les MAPKAP kinases MK2, MK3 et MK5 ne sont retrouvées que chez les 
vertébrés et les insectes. Cependant, les levures S. pombe et S. cerevisiae expriment 
des kinases ayant des fonctions similaires et qui possèdent des caractéristiques 




CaMK (Calcium/calmodulin-dependent protein kinase), dont font partie les MKs 
[518]. Ainsi, la surexpression des kinases de S. cerevisiae Rck1/2 (Radiation 
sensitivity complementing kinase 1/2) arrête la progression en phase G2 des levures S. 
pombe déficientes en point de contrôle du cycle cellulaire [523]. La surexpression de 
ces deux kinases provoque une élongation des levures et un ralentissement de la 
croissance. Chez S. cerevisiae les gènes rck1 et rck2 ne sont pas essentiels à la 
viabilité, mais la délétion de rck2 augmente la sensibilité aux rayons UV [524, 525]. 
Chez S. pombe Mkp1/2 (MAPKAP kinase Schizosaccharomyces pombe 1/2) sont 
aussi impliquées dans le contrôle d’entrée en mitose. Or, la surexpression de Mkp1 
cause l’arrêt des cellules en phase G2, tandis que sa délétion cause une entrée 
prématurée en mitose [526]. Mkp1 est activée à chacun des cycles et contrôle l’entrée 
en mitose en absence de dommage à l’ADN. Le rôle de Mkp1 dans l’arrêt en phase 
G2 repose également sur la phosphorylation de Cdc25 ce qui provoque sa liaison à 
Rad23, l’homologue de 14-3-3, et sa séquestration dans le cytoplasme [526]. 
1.5.3 La voie JNK 
Une troisième cascade de signalisation MAP kinase présente chez les 
mammifères est la voie JNK (c-Jun NH2-terminal kinase) (voir Figure 1.16, p.61). 
Chez les humains, on retrouve trois JNK (JNK1/2/3) présentant 85% d’homologie 
entre elles. Tout comme les autres MAP kinases classiques, elles sont activées suite à 
la phosphorylation des deux sites phospho-accepteurs du motif Thr-Pro-Tyr de la 
boucle d’activation par les MAPKK MKK4/7 [527]. Les JNK (ou SAPK, Stress-
activated protein kinase) sont activées par une multitude de signaux extracellulaires 
et de stress cellulaires : les cytokines (TNFα, IL-1), stimulation des récepteurs des 
cellules T, les rayons UV, les radiations γ, les chocs thermiques, les changements 
d’osmolarité et les stress oxydatifs (H2O2).  
Initialement, JNK a été identifiée comme étant responsable de la 
phosphorylation du domaine d’activation en N-terminal du facteur de transcription c-
Jun, en réponse aux rayons UV [528, 529]. Bien que le facteur de transcription 




reste une des cibles principales de JNK, cette MAPK est aujourd’hui reconnue pour 
phosphoryler plusieurs autres facteurs de transcription tels que ATF-2, Elk-1, p53 et 
c-Myc, de même que les protéines Bcl-2, Bcl-xL, Bax, paxillin, 14-3-3 et plusieurs 
autres [527, 530, 531]. 
En examinant la longue liste de stimuli conduisant à l’activation de JNK, il 
n’est pas surprenant que les études biochimiques et génétiques chez la souris et chez 
les organismes modèles D. melanogaster et C. elegans aient impliqué les différents 
membres de la voie dans de nombreuses fonctions développementales et cellulaires. 
Ainsi, la signalisation via JNK est importante durant le développement embryonnaire, 
la signalisation de l’insuline, le vieillissement, la réponse immunitaire, la formation et 
le développement de tumeurs, la différenciation, la migration, la structure du 
cytosquelette, la prolifération, la survie cellulaire et l’apoptose (revue dans [531-
534]). JNK contrôle également la prolifération cellulaire et exerce des fonctions lors 
de l’entrée et la progression en mitose. 
1.5.3.1   La progression dans la phase G1 
À l’image des voies ERK et p38, la voie JNK exerce un contrôle de la 
prolifération cellulaire. Cependant, les premières études de prolifération ont assigné 
des rôles opposés à JNK1 et JNK2 dans la prolifération. En effet, les MEFs Jnk1-/- 
prolifèrent moins que les MEFs sauvages, tandis que les MEFs Jnk2-/- prolifèrent 
légèrement plus rapidement, puisque leur phase G1 est plus courte [535, 536]. Quant 
aux MEFs Jnk1-/-Jnk2-/-, elles ont un désavantage de prolifération comparativement 
aux cellules normales et sont résistantes aux stress qui induisent l’apoptose. Plus 
récemment, une étude élégante faisant appel à des MEFs KI (Knock-in) homozygotes 
de Jnk2M108G, un mutant qui peut être inactivé spécifiquement par un inhibiteur 
pharmacologique, a démontré que JNK2 est un régulateur positif de la prolifération, 
tout comme JNK1. Cette différence de résultats de prolifération entre les MEFs dans 
lesquelles JNK2 est inhibée de manière constitutive ou conditionnelle s’explique par 
le fait que l’expression de JNK1 est augmentée dans les MEFs Jnk2-/-, compensant 
pour la perte de JNK2 [537]. Ce rôle des JNK dans la prolifération est principalement 




un substrat important des JNK [530]. Celle-ci lie et phosphoryle les Ser 63 et Ser 73 
dans le domaine d’activation de c-Jun [538]. En fait, l’activité de c-Jun est régulée 
par phosphorylation et ces deux résidus, de même que les Thr 91 et Thr 93, doivent 
être phosphorylés pour obtenir l’activité transcriptionnelle maximale de c-Jun [539]. 
Selon la nature du stimulus extracellulaire, l’activité des JNK est suffisante et 
nécessaire pour la phosphorylation de ces quatre sites [540]. Par contre, dans les 
MEFs, ERK1/2 sont également impliquées dans la phosphorylation des Ser 63 et 73, 
mais de façon beaucoup plus modeste que JNK. 
Les études génétiques ayant l’objectif d’identifier le rôle physiologique de c-
Jun ont démontré qu’en absence de ce gène, les souris meurent entre les jours E12.5 
et E14.5, faisant de c-Jun un gène essentiel au développement [541]. Les fibroblastes 
c-Jun-/- ne prolifèrent plus, puisque l’activité des CDK2/4/6 est sévèrement 
compromise et que l’expression de p53 et p21 est fortement augmentée [542, 543]. 
De plus, ces cellules sont plus susceptibles que les cellules sauvages de mourir par 
apoptose après une exposition aux rayons UV. Pour bien comprendre l’impact 
fonctionnel de la phosphorylation des Ser63 et 73, des sites majeurs de JNK, des 
souris mutantes JunS63A/S73A ont été créées [544]. Ces souris sont viables et fertiles, 
mais plus petites que les souris contrôles. De plus, les MEFs JunS63A/S73A KI ont moins 
d’activité transcriptionnelle AP1 et présentent des défauts de prolifération, quoique 
moins sévères que ce qui est observé dans les MEFs c-Jun-/-, puisque la cycline D1 
est moins exprimée. Ces données sont en accord avec le fait que c-Jun soit le 
principal substrat de JNK dans le contrôle de la prolifération. Par contre, on ne 
connaît pas la conséquence physiologique de la phosphorylation des Thr 91 et 93. 
L’ensemble de ces études génétiques démontre que les JNK sont importantes pour la 
progression des cellules en G1. Des études suggèrent qu’en plus de son rôle dans la 
progression des cellules en G1, la voie de signalisation JNK a également un rôle à 
jouer dans le contrôle de la mitose. 
1.5.3.2   Le contrôle de la mitose 
Deux équipes ont observé que JNK1 phosphoryle la protéine BCL-2 suite à 




546]. Cette phosphorylation inactive BCL-2 et augmente la sensibilité des cellules 
mitotiques aux signaux entraînant la mort par apoptose [545]. Ces observations ont 
démontré pour la première fois un rôle spécifique pour JNK au cours de la mitose, 
malgré qu’il fût déjà connu que les agents inhibant la formation des microtubules 
activent JNK [547]. Par la suite, les protéines Tau et Sp1 ont également été décrites 
comme étant des substrats de JNK au cours de la mitose [548, 549].  
L’inhibition de JNK dans les cellules de mammifères provoque 
l’accumulation de cellules avec un contenu en ADN de 4N [550-552]. L’inhibition 
prolongée de JNK entraîne l’apparition de cellules polyploïdes. Ce résultat semble 
être provoqué par des défauts lors de la formation du fuseau mitotique, de la 
ségrégation des chromosomes au cours de l’anaphase et de la cytokinèse [552]. 
Tandis que JNK2 joue un rôle plus important que JNK1 dans la progression des 
cellules en mitose, JNK1 provoquerait et JNK2 préviendrait l’apoptose induite par 
des stress. Ces résultats supportent fortement un rôle pour les membres de la famille 
des JNK lors de la mitose. En accord avec cette idée, il a été démontré que JNK2 est 
ubiquitinée par l’APCCdh1 en sortie de mitose [553]. La surexpression d’un mutant 
non dégradable de JNK2 arrête les cellules dans un état semblable à la prométaphase 
et perturbe la dynamique du fuseau mitotique. De plus, Cdh1 est phosphorylé par 
JNK2, ce qui diminue sa capacité à activer l’APC et provoque la relocalisation d’une 
fraction du pool de Cdh1 du noyau vers le cytoplasme. 
Décrite comme étant localisée au cytoplasme et dans le noyau, une petite 
fraction de JNK a été détectée aux centrosomes tout au long du cycle cellulaire [554]. 
Par contre, la forme active ne semble être présente à la matrice péricentriolaire (PCM, 
pericentriolar matrix) que de la phase S à l’anaphase. Toutefois, le rôle de JNK à 
cette structure demeure inconnu. Certaines données permettent d’émettre l’hypothèse 
que JNK au centrosome participe à l’activation de CDK1 via Cdc25 [555, 556]. 
Suite à un traitement à l’anisomycine, un antibiotique qui inhibe la synthèse 
protéique et qui active les voies JNK et p38, les cellules arrêtent de se diviser et le 
complexe CDK1/cycline B devient inactif [555]. Cette baisse d’activité de CDK1 est 




Cdc25C au cours de la phase G2, ce qui bloque son activité enzymatique et cause un 
ralentissement de l’entrée en mitose [555, 556]. Ce mécanisme est important 
également pour l’arrêt des cellules en G2, suite à des dommages à l’ADN engendrés 
par les UV. 
La caractérisation des fibroblastes de souris Mkk7-/-, une MAPKK de JNK,  a 
permis la description d’un autre mécanisme reliant la voie JNK à l’activité CDK1 
[557]. En plus d’avoir des défauts de prolifération et d’entrer prématurément en 
sénescence, les MEFs Mkk7-/- arrêtent en G2/M. Ce blocage en G2/M s’explique par 
le fait qu’il y a moins d’activité CDK1, car l’expression de celle-ci est diminuée. Les 
auteurs de l’étude ont pu démontrer que le facteur de transcription c-Jun, dont 
l’activité est contrôlée par JNK, régule directement la transcription de CDK1 en se 
liant à son promoteur. 
Ainsi, il semble que la voie de signalisation JNK ait la capacité de promouvoir 
ou d’inhiber l’entrée et la progression en mitose, selon le type cellulaire, le contexte 
génétique et la nature du signal qui permet son activation. 
1.5.4 La voie ERK5 
La voie de signalisation MEK5-ERK5 est l’une des dernières cascades de 
MAP kinases à avoir été identifiée. Elle se distingue des autres modules MAP kinases 
du fait qu’elle n’est constituée que d’une seule MAPKK, MEK5 qui n’active qu’une 
seule MAPK, ERK5 (aussi nommée BMK1, Big MAP Kinase 1) (Figure 1.18) [558]. 
En amont de MEK5, on retrouve les MAPKKK MEKK2 et MEKK3, également 
impliquées dans l’activation de p38 et JNK de par leur capacité à phosphoryler 
MKK3/6 et MKK4/7 [559]. De nombreux stimuli mitogéniques (EGF, NGF, sérum) 
ou stress cellulaires et oxydatifs activent la voie de différentes façons [560-562]. Par 
exemple, les mitogènes mènent à l’activation de ERK5 en engageant des cascades de 
signalisation qui dépendent ou non de Ras [558]. Comme toutes les autres MAP 
kinases classiques, ERK5 requiert la double phosphorylation de sa boucle 
d’activation dans le motif Thr-Glu-Tyr. ERK5 est une protéine de 816 aa dont la 




en N-terminal, qui est homologue à 51 % à celui de Erk1, et un domaine auto-
inhibiteur en C-terminal. La forme ERK5 activée est relocalisée vers le noyau et 
interagit plus fortement avec ses substrats puisqu’elle s’auto-phosphoryle sur la queue 
C-terminale, causant un changement de conformation du NLS et du domaine 




Figure 1.18 Voie de signalisation de ERK5  
Les stimuli extracellulaires provoquent l’activation des MAPKKK MEKK2 et 
MEKK3, qui activent à leur tour MEK5. La phosphorylation de la boucle d’activation 
de ERK5 permet l’augmentation de son activité enzymatique et la phosphorylation de 
ses substrats. Quelques-uns sont indiqués au bas de la figure. D’après [558]. 
 
1.5.4.1 Fonctions de la voie MEK5-ERK5 
Bien que son organisation soit relativement simple, la voie de signalisation 
MEK5- ERK5 est impliquée dans un large éventail de processus biologiques, dont le 
développement, la prolifération et la survie cellulaire. Récemment, un rôle lors de la 




1.5.4.1.1 Rôle au cours du développement 
Tout d’abord, ERK5 a un rôle dans le développement cardiaque. En effet, les 
études phénotypiques des souris Erk5 KO ont révélé que ces souris meurent au jour 
embryonnaire E10.5 suite à des défauts cardiovasculaires et angiogéniques [564-566]. 
Ensuite, l’utilisation d’oligonucléotides morpholinos antisens dirigés contre ERK5 et 
MEK5 chez le xénope a mis au jour des rôles positifs de cette voie de signalisation 
dans la formation des structures de la tête et dans la différenciation neurale au cours 
de l’embryogenèse [567]. 
1.5.4.1.2 Rôle dans la prolifération et la survie cellulaire 
La voie de signalisation ERK5 participe de différentes façons au contrôle de la 
prolifération en réponse aux facteurs mitogéniques. Ainsi, une stimulation des 
cellules HeLa et MCF10A à l’EGF, active ERK5 qui phosphoryle et entraîne 
l’augmentation considérable de l’activité transcriptionnelle du facteur MEF2C [560, 
568]. Une des cibles transcriptionnelles de cette réponse précoce, qui a pour effet 
d’induire la prolifération des cellules, est le facteur de transcription c-Jun. Par la 
suite, il a été démontré que l’activité de ERK5 intervient dans le contrôle de 
l’expression de la cycline D1, importante pour la progression en phase G1 (Section 
1.1.3.4) [569]. De plus, la protéine kinase induite par le sérum et les glucocorticoïdes 
SGK (Serum and glucocorticoid-inducible kinase) a été identifiée par double hybride 
comme cible directe de ERK5 [570]. ERK5 active SGK par phosphorylation de la Ser 
78, lui permettant ainsi d’exercer son rôle positif sur la progression en G1 [570, 571]. 
En plus de son rôle dans la prolifération, ERK5 intervient également dans la 
survie cellulaire. La première démonstration est venue de l’observation que 
l’inhibition de MK5 avec le PD98059 et le U0126 (deux inhibiteurs bien connus des 
MAPKK) entraîne la mort de cellules neuronales PC12 traitées avec le H2O2 [572]. 
Plusieurs études ont proposé divers mécanismes d’action de ERK5 dans ce processus. 
Premièrement, la stimulation des axones neuronaux par la neurotrophine provoque 
l’endocytose de récepteurs à activité tyrosine kinase. Lors de leur transport 




phosphoryle et active alors le facteur de transcription CREB pour maintenir les 
cellules en vie. Deuxièmement, l’utilisation de mutants dominants actifs de ERK5 
protège les cellules endothéliales de l’apoptose via un mécanisme impliquant la 
phosphorylation de Bad [574]. Finalement, dans les fibroblastes Erk5-/- et Mek5-/-, un 
stress osmotique provoque une augmentation de l’expression de FasL, ce qui entraîne 
la mort cellulaire [575]. Tous ces résultats suggèrent donc que MEK5 et ERK5 
interviennent dans la survie cellulaire. 
1.5.4.1.3 Rôle lors de la mitose 
La voie de signalisation MEK5-ERK5 a aussi été impliquée dernièrement 
dans le contrôle de l’entrée en mitose (Figure 1.19). En effet, ERK5 devient 
spécifiquement activée par MEK5 au cours de la mitose [576-578]. L’activation 
soutenue de cette voie entraîne les cellules en mitose, alors que son inhibition en 
prévient l’entrée [576, 578]. Il est connu que la protéine p90 RSK, membre de la 
famille des MAPKAP kinases, est un substrat direct de ERK5 [573, 579, 580]. Le 
groupe de Z. Xia a ainsi démontré qu’une fois activée par ERK5, RSK2 peut 
phosphoryler IκB, ce qui provoque la dégradation par le protéasome de cette dernière 
[576]. La dégradation de l’inhibiteur IκB engendre l’activation du complexe 
transcriptionnel NFκB, qui était déjà connu pour être activé par la voie ERK5 [579]. 
La translocation nucléaire de NFκB permet la transcription de régulateurs importants 
de l’entrée en mitose tels que cycline B, Plk1 et Cdc25B [576, 579]. 
En plus de ce rôle dans le contrôle de l’entrée en mitose, il a été proposé que 
ERK5 participe à la décision de survie au cours de la mitose [577]. L’inhibition 
génétique ou pharmacologique de ERK5 lors de la mitose induit l’apoptose, un 
processus qui est exécuté en partie par Bim (B-cell lymphoma 2 interacting mediator 
of cell death), une protéine proapoptotique membre de la famille des protéines à 
domaine BH3 seulement (BCL-2 homology domain 3 (BH3)-only protein). La 
phosphorylation de Bim par ERK5, sur des sites qui n’ont pas encore été identifiés, 







Figure 1.19 La voie MEK5-ERK5-RSK2 dans le contrôle d’entrée en mitose  
Voir le texte pour plus de détails. Issue de [576]. 
 
 
1.6 L’émergence d’une nouvelle voie : ERK3/4-MK5 
1.6.1 Les MAP kinases atypiques ERK3/ERK4 
En plus des MAP kinases dites classiques, le génome des mammifères encode 
quatre MAP kinases atypiques : ERK3/4, NLK et ERK7 [398]. Contrairement aux 
MAP kinases conventionnelles qui font partie de modules d’activation à trois paliers, 
MAPKKK-MAPKK-MAPK, aucune observation ne suggère pour l’instant que les 
MAP kinases atypiques se retrouvent au sein de modules semblables. En fait, la 
définition « atypique » est attribuée aux MAP kinases qui ne sont pas activées par un 
membre de la famille des MAPKK [398]. Le laboratoire du Dr Meloche s’intéresse à 
la régulation et aux fonctions de ERK3 et ERK4, qui sont largement moins bien 




1.6.1.1 Identification et structure 
On connaît l’existence du gène Mapk6 (Erk3) depuis 1991, année au cours de 
laquelle celui-ci a été cloné, tout comme Erk2, par homologie de séquence à Erk1 à 
partir d’une librairie d’ADNc de rat [422]. Quelques années plus tard, le gène Erk3 a 
été cloné chez l’humain et la souris [581-583]. À cette époque, les analyses 
prédisaient une protéine de 543 aa ayant une masse moléculaire de 63 kDa chez le rat, 
comparativement à 721 aa et une centaine de kDa chez l’humain et la souris. Des 
études additionnelles de la séquence de ERK3 de rat ont permis de conclure qu’une 
erreur entraînant un changement de cadre de lecture était survenue dans l’étude 
originale de Boulton et al. [583, 584]. Ainsi, chez tous les mammifères, ERK3 est 
une protéine de 720/721 aa.  
Le gène Mapk4 (Erk4) a quant à lui été identifié par des approches de PCR en 
utilisant des sondes de Erk1 de rat à partir d’une librairie d’ADNc de cellules HeLa 
[585]. Initialement nommé p63mapk en référence à la taille moléculaire prédite, le gène 
a été analysé à nouveau quelques années plus tard dans le laboratoire du Dr Meloche 
[398, 586]. Ceci a permis de relever des erreurs dans la séquence originale et d’établir 
qu’ERK4 est plutôt une protéine de 587 aa ayant une masse moléculaire de 70 kDa. 
ERK3 et ERK4 définissent une famille distincte de MAP kinases qu’on ne 
retrouve que chez les vertébrés [587]. ERK3 et ERK4 possèdent chacune un domaine 
kinase situé en N-terminal identique à 73 % entre eux. Ceux-ci sont également 
identiques à 41-42 % à celui de ERK1 (Figure 1.20). Par contre, il existe des 
différences importantes entre les structures primaires de ERK3/4 et celles des MAP 
kinases ERK1-2. Une des principales caractéristiques qui les distinguent des autres 
MAPKs se situe au niveau de la boucle d’activation du domaine kinase. 
Habituellement, on retrouve le motif Thr-Xxx-Tyr, qui doit être phosphorylé sur les 
deux sites pour activer pleinement la kinase. Cependant, chez ERK3/4, on retrouve 
plutôt la séquence Ser-Glu-Gly ne pouvant être phosphorylée que sur un seul résidu 
[422]. Il est intéressant de mentionner que lorsque le motif TEY de la boucle 
d’activation de ERK2 est remplacé par le SEG retrouvé chez ERK3/4, ERK2 n’a plus 




de substrat reconnu pour être phosphorylé par ERK3/4 ont contribué à semer un 
doute quant à la présence d’activité enzymatique chez ces kinases. La découverte que 
ERK3/4 phosphorylent MK5 a révélé que ERK3/4 sont des « vraies » kinases, et 
qu’un seul site de phosphorylation dans la boucle d’activation est suffisant pour 
activer certaines MAPKs. 
Une caractéristique additionnelle qui distingue ERK3/4 des autres MAPKs se 
situe au niveau du sous-domaine VIII du domaine kinase. En effet, ERK3/4 possèdent 
la séquence Ser-Pro-Arg plutôt que la séquence Ala-Pro-Glu. Il est important de 
souligner que ERK3/4 sont les seules kinases de tout le kinome humain à avoir une 




Figure 1.20 Structure primaire des MAPKs retrouvées chez les mammifères 
Le domaine kinase est représenté en bleu. La région d’homologie entre les domaines 
en C-terminal de ERK3 et ERK4 (C34, conserved region in ERK3/4) est en turquoise. 
Le pourcentage d’identité entre les différents domaines kinases et celui de ERK1 est 
indiqué entre parenthèses. La séquence de la boucle d’activation qui est phosphorylée 
est représentée au dessus du domaine kinase. TAD : Domaine de transactivation, 
NLS : Séquence de localisation nucléaire, AHQr : Région riche en alanine, histidine 




enzymatique n’est pas connu à ce jour. 
Finalement, en plus du domaine kinase, ERK3/4 possèdent une extension en 
C-terminal qu’on ne retrouve pas chez ERK1/2 (Figure 1.20). Les 150 premiers aa de 
ces domaines, nommé C34 (conserved region in ERK3/4), sont identiques à 50% 
entre ERK3 et ERK4 alors que leur extrémité, plus longue chez ERK3, est 
complètement différente [398, 589]. Par contre, l’extension C-terminale des deux 
protéines est très bien conservée entre les différentes espèces de vertébrés, ce qui 
implique une fonction possiblement importante pour cette région de la protéine. 
Jusqu’à présent, les études suggèrent que le domaine C-terminal d’ERK3 pourrait être 
impliqué dans des interactions protéines-protéines (Section 1.6.1.5.3). 
1.6.1.2 Régulation de l’expression de ERK3/4 
L’ARNm de ERK3 est exprimé de façon ubiquitaire chez le rat et la souris 
adultes, mais c’est au niveau du cerveau que l’expression est la plus importante [422, 
583]. Toutefois, une étude histochimique de l’expression de la β-galactosidase 
insérée au locus de Erk3 démontre une différence significative d’expression d’un 
tissu à l’autre chez l’embryon [590]. Les niveaux d’expression varient au cours du 
développement embryonnaire, atteignant un maximum durant les premiers stades de 
l’organogenèse, entre le jour E9 et E11 [583]. Par la suite, l’expression décroît 
graduellement jusqu’à la naissance. Les études d’expression de l’ARNm et de la 
protéine ERK3 suggèrent que cette kinase pourrait avoir un rôle à jouer lors de la 
différenciation cellulaire. En effet, il a été montré que suite à la différenciation de 
cellules de carcinome embryonnaire P19 ou de cellules PC12 en cellules neuronales 
et des P19 et C2C12 en cellules musculaires, l’ARNm et/ou la protéine ERK3 
deviennent fortement exprimés [422, 591]. De plus, l’ARNm de ERK3 augmente 
suite à un arrêt de la prolifération des cellules Raji provoqué par un traitement au 
ganglioside IV3NeuAc-nLcOse4Cer ou lorsqu’une lignée cellulaire de carcinome 
humain est ensemencée sur du collagène de type IV, un inhibiteur de la prolifération 
[592, 593]. Ces résultats suggèrent donc un rôle potentiel de ERK3 dans le contrôle 




ERK3 pourrait également être régulée par l’activation de voies classiques de 
MAP kinases. Premièrement, une étude de Zimmermann et al. a démontré que 
l’ARNm et la protéine ERK3 augmentaient d’environ trois et six fois respectivement 
suite à l’inhibition du protéasome dans différentes lignées cellulaires [594]. 
L’inhibition simultanée de l’activité de p38 et du protéasome prévient cette 
augmentation de l’expression de ERK3. Deuxièmement, dans un modèle cellulaire de 
surexpression d’une forme conditionnellement active de l’oncogène BRAF, on note 
une augmentation de l’expression de l’ARNm et de la protéine ERK3 [595]. À 
l’inverse, l’inhibition par RNAi de BRAF endogène ou l’utilisation d’inhibiteurs 
pharmacologiques de MEK conduisent à une diminution de l’expression de ERK3. 
Ces résultats suggèrent que la voie RAF-MEK-ERK peut moduler les niveaux 
d’expression de ERK3, du moins dans certaines conditions. 
L’expression de la protéine ERK4 est très peu étudiée. On sait que l’ARNm 
de ERK4 n’est pas exprimé dans tous les tissus, mais qu’il est retrouvé de façon 
abondante dans le cœur et le cerveau humain [585]. Une étude effectuée au 
laboratoire du Dr Meloche a démontré que la protéine ERK4 est fortement exprimée 
dans le cerveau de la souris [596]. 
1.6.1.3 Contrôle de ERK3 par le système ubiquitine-protéasome 
L’activité des MAP kinases est contrôlée par l’état de phosphorylation des 
résidus Thr et Tyr de la boucle d’activation. Le laboratoire du Dr Meloche a 
démontré que l’activité de ERK3 est plutôt régulée par le système ubiquitine-
protéasome [591]. Dans des cellules en prolifération, ERK3 est très instable et a une 
demi-vie d’environ trente minutes. Deux petites régions de 15 et 20 aa situées à 
l’extrémité N-terminale, nommées NDR1/2 (N-terminal degradation region 1 and 2) 
sont suffisantes et nécessaires pour induire la dégradation de ERK3. Cette 
dégradation de ERK3 par le protéasome ne semble pas se produire suite à 
l’ubiquitination de lysines internes, mais plutôt après l’ubiquitination du groupement 
NH2 libre de l’extrémité de la protéine [597]. Jusqu’à présent, on ne connaît que 
quelques protéines qui sont ubiquitinées sur l’extrémité N-terminale : les protéines 




MyoD, Id2, Id1, p16INK4a, p19Arf, p21, cycline G1 et BCL2L12 [597-607]. Il est 
possible que l’ubiquitination en N-terminal soit réservée à seulement quelques 
protéines, mais il est encore trop tôt pour en être certain. La cartographie des sites 
ubiquitinés sur toutes les protéines dégradées par le protéasome permettra de 
répondre à cette question.  
Il est intéressant de noter que la MAP kinase atypique ERK7, qui a la capacité 
de s’autoactiver et dont l’activité catalytique est contrôlée par la phosphorylation des 
résidus Thr et Tyr de la boucle d’activation, est également dégradée par le 
protéasome suite à son ubiquitination par un complexe SCF [608]. Contrairement à 
ERK3 et ERK7, ERK4 a une demi-vie beaucoup plus longue (plus de quatre heures) 
et ne semble pas être un substrat du protéasome [586, 609]. 
1.6.1.4 Les fonctions de ERK3 
Bien que le gène Erk3 ait été cloné depuis bientôt une vingtaine d’années, on 
connaît très peu ses fonctions cellulaires. Néanmoins, certaines données 
expérimentales suggèrent qu’elle joue un rôle lors du développement, dans la 
sécrétion d’insuline et dans la prolifération cellulaire. 
1.6.1.4.1 Rôle dans le développement et la différenciation cellulaire 
Le laboratoire du Dr Meloche a révélé le rôle physiologique de ERK3 en 
générant des souris Erk3-/- [590]. Ces souris, dans lesquelles le gène Erk3 a été 
inactivé par insertion du rapporteur LacZ, présentent un retard de croissance intra-
utérin, une hypoplasie pulmonaire et meurent au cours de la première journée de vie. 
Puisque l’expression de ERK3 varie au cours de la différenciation cellulaire, des 
études précédentes suggéraient qu’elle avait un rôle potentiel lors de ce processus 
(Section1.6.1.2) [422, 591]. En accord avec ces observations, l’absence de ERK3 
chez la souris entraîne un défaut de différenciation des pneumocytes de type II [590]. 
De plus, le sérum des embryons Erk3-/- contient moins d’IGF2, un facteur de 




que ERK3 est très important pour la croissance fœtale et pour le développement 
pulmonaire chez l’embryon.  
La délétion génétique de Erk4 (Mapk4) a également été réalisée au laboratoire 
du Dr Meloche par Justine Rousseau. Les souris Erk4-/- sont viables, fertiles et ne 
présentent aucun défaut morphologique des organes. Cependant, ces souris présentent 
un comportement de type dépressif. D’un autre côté, la perte de fonction de ERK4 
dans les souris Erk3-/- n’accentue pas les différents phénotypes attribués à l’inhibition 
de l’expression de ERK3, démontrant des rôles spécifiques et non redondants pour 
chacune de ces MAP kinases [596].  
1.6.1.4.2 Rôle dans la sécrétion d’insuline 
La prolactine est une hormone qui entraîne une augmentation de la sécrétion 
d’insuline en réponse au glucose au cours de la grossesse. L’expression de l’ARNm 
et de la protéine ERK3 augmente lorsque des îlots β du pancréas de rats femelles 
adultes sont traités avec la prolactine in vitro et in vivo chez des rats femelles 
enceintes [610, 611]. De manière intéressante, un oligonucléotide bloquant 
l’expression de ERK3 inhibe la sécrétion d’insuline en réponse au glucose dans des 
îlots β en culture et dans des cellules RINm5F, une lignée de cellules β du pancréas 
[611]. Lors de cette étude, le groupe a montré l’existence d’une interaction entre 
ERK3 et MAP-2, une protéine liant les microtubules également impliquée dans le 
transport des vésicules d’insuline. Toutefois, on ne connaît pas le rôle de l’interaction 
entre ERK3 et MAP-2 et notre laboratoire n’a pu démontrer que MAP-2 est un 
substrat de ERK3 (résultats non publiés). Des expériences supplémentaires sont 
requises pour clarifier ces interrogations. Ces études d’expression et de perte de 
fonction suggèrent que ERK3 est impliquée dans la sécrétion d’insuline dans 
certaines conditions, entre autres en réponse à la prolactine. 
1.6.1.4.3  Rôle dans la prolifération 
Les MAP kinases classiques ont des fonctions bien caractérisées dans le 




jouer un rôle dans le contrôle de la progression dans le cycle cellulaire est venue de 
notre laboratoire [591]. En effet, la surexpression de chimères stables de ERK3 dans 
des fibroblastes en culture inhibe l’entrée des cellules en phases S. ERK3 est une 
protéine nucléo-cytoplasmique dont l’export nucléaire est effectué par un mécanisme 
qui dépend de Crm1 [612]. Il semble que le va-et-vient constant de ERK3 entre le 
noyau et le cytoplasme soit requis pour inhiber l’entrée en phase S [612]. Par la suite, 
il a été rapporté que la surexpression de ERK3 est suffisante pour inhiber la 
prolifération, la migration et l’invasion de cellules de carcinome humain [593]. 
D’autres évidences suggèrent également que ERK3 joue un rôle dans le 
contrôle du cycle cellulaire. Premièrement, ERK3 a été identifiée comme un nouveau 
partenaire de la cycline D3 par une approche de deux hybrides chez la levure [613]. 
En association avec CDK4/CDK6, les cyclines D contrôlent la progression en G1 
(Section 1.1.3.4). Cette interaction spécifique entre la cycline D3 et ERK3 se fait via 
l’extension C-terminale de cette dernière. L’impact fonctionnel de la formation de ce 
complexe demeure toutefois inconnu. Deuxièmement, encore par une stratégie de 
deux hybrides, Hansen et al. a identifié ERK3 comme partenaire de la phosphatase 
Cdc14A [614]. L’interaction entre Cdc14A et ERK3, qui se fait également via le C-
terminal de ERK3, a pour effet de colocaliser ERK3 au centrosome avec Cdc14A. 
Durant mes études doctorales, j’ai également observé une interaction entre les 
phosphatases Cdc14A et B (Chapitre 2). Troisièmement, il semble que la localisation 
intracellulaire de ERK3 soit régulée en fonction des phases du cycle cellulaire. En 
effet, Bind et al. a observé que ERK3 est localisée au ERGIC et que suite à un 
clivage protéolytique dans le C-terminal de ERK3, cette forme tronquée se déplace 
vers le noyau au cours des phases S et G2 [584]. Toutefois, il est important de 
mentionner que ces observations n’ont jamais pu être reproduites à notre laboratoire.  
ERK7 joue également un rôle inhibiteur de la progression en phase S [615]. 
Tout comme pour ERK3, ce rôle observé en condition de surexpression ne requiert 
pas l’activité kinase de l’enzyme, mais dépend plutôt de la présence de l’extension en 
C-terminal (Coulombe, P. et Meloche, S., résultats non publiés). À ce jour, aucune 




1.6.2 La MAPKAP kinase 5 
Lorsqu’elles sont activées, les MAP kinases phosphorylent une myriade de 
substrats. Parmi ceux-ci on retrouve des facteurs de transcription, des protéines du 
cytosquelette, des phosphatases, des régulateurs et effecteurs de l’apoptose et des 
protéines de signalisation qui permettent de générer la réponse adéquate dictée par le 
stimulus en question [411]. Les MAP kinases ERK1/2 et p38 ont également la 
capacité de phosphoryler un ou plusieurs des membres d’une famille de onze kinases, 
les MAPKAP kinases (MKs) (Figure 1.21). Cette famille regroupe les quatre 90 kDa 
ribosomal S6 kinases (RSK1-/4), les deux mitogen- and stress-activated kinases 
(MSK1-2), les deux MAPK-interacting kinases (MNK1-2) et les trois MAPK-
activated protein kinases (MAPKAPK/MK2, 3 et 5) [616]. Dans cette Section de la 
thèse, il sera question de la littérature traitant de MK5. 
1.6.2.1 Identification, structure et expression 
MK5/PRAK (p38-regulated/activated protein kinase) a été clonée 
simultanément par deux groupes en 1998 [617, 618]. Cette identification est survenue 
suite à la purification biochimique et l’isolation du gène Mk2 [619-621] et aux 
découvertes que MK3 est un partenaire de p38 [622] et que le gène est localisé sur 
une région supprimée du chromosome 3p21.3 dans une lignée de cellules 
pulmonaires cancéreuses [623]. MK5 a ainsi été identifiée en cherchant des kinases 
homologues à MK2 ou possédant, tout comme les kinases RSK et MAPKAPK, le 
motif LXTP dans la boucle d’activation [617, 618].  
Tandis que la mouche D. melanogaster et le nématode C. elegans encodent un 
homologue identique à 60 % à MK2, on ne retrouve MK5 que chez les vertébrés. Les 
levures n’expriment pas d’homologues structurels des MK, mais on retrouve des 
homologues fonctionnels, Rck1-2 chez S. cerevisiae et Mkp1-2 chez S. pombe [523, 
624]. MK5 est une protéine de 471 aa ayant une masse moléculaire de 54 kDa. 
Contrairement à MK2-3, MK5 ne possède pas de région riche en prolines en N- 





Figure 1.21 Membres de la famille des MAKAP kinases. 
Les kinases RSK et MSK possèdent deux domaines kinases fonctionnels. Le domaine 
kinase situé en N-terminal de la protéine est en bleu (NTKD) et celui en C-terminal 
est en rouge (CTKD). Le domaine kinase des MNK et MK présente une plus grande 
homologie avec le domaine kinase en C-terminal des RSK et MSK. La légende des 
différentes couleurs utilisées pour représenter les domaines et motifs est indiquée au 





que ses homologues, contient les signaux d’import et d’export nucléaire ainsi que les 
domaines de liaison à p38 et ERK3/4 (Figure 1.21) [518].  
L’ARNm de MK5 est exprimé dans plusieurs tissus [618]. En fait, il existe 
cinq isoformes différents de MK5 qui se distinguent de la forme pleine longueur, soit 
par : 1) délétion de 106 aa en C-terminal (variant 5.3), 2) délétion des sous-domaines 
1-VIb du domaine kinase (variant 5,4 35 5,5) et 3) délétion de 2 aa en C-terminal du 
domaine kinase (variant 5.2) [625]. Toutes ces isoformes sont exprimées à divers 
niveaux dans plusieurs tissus. Le promoteur de MK5 contient un élément de réponse  
au cAMP qui peut être lié par la CREB (cAMP responsive element-binding protein) 
[626]. 
1.6.2.2 Régulation de l’activité kinase de MK5 par différents partenaires 
1.6.2.2.1 p38α et p38β : Des kinases de MK5? 
MK5 nécessite la phosphorylation de la Thr 182 de sa boucle d’activation 
pour être pleinement active [617]. À ce jour, HSP25, HSP27 et ERK3/4 sont les seuls 
substrats connus de MK5 ([617, 627, 628], voir Annexe I). In vitro, MK5 peut être 
phosphorylée par p38 et ERK1/2, mais non pas par JNK, tout comme les autres 
membres de la famille des MAPKAPKs [617, 618]. Cependant, la phosphorylation de 
MK5 par ERK1/2 n’a été rapportée que par un seul groupe et l’activité catalytique de 
MK5 n’est pas stimulée par les facteurs de croissance ou le sérum, bien connus pour 
engager la voie ERK1/2 [617]. D’un autre côté, des stress cellulaires tels le H2O2, 
l’arsénite et l’anisomycine, le TNF-α, une cytokine pro-inflammatoire, et la 
surexpression d’un mutant constitutivement actif MKK6EE entraînent la 
phosphorylation de la Thr 182 de la boucle d’activation de manière dépendante de 
p38 [617]. De plus, l’inhibition pharmacologique de p38 entraîne une diminution de 
la phosphorylation de HSP27 par MK5 endogène immunoprécipitée [617]. Toutefois, 
ce résultat est controversé puisque l’anticorps utilisé dans cette étude semble 
reconnaître également MK2 [629]. Néanmoins, ces résultats suggèrent qu’il est plus 
probable que p38 soit la seule MAP kinase classique pouvant activer MK5. Pour cette 




nomenclature!) l’a initialement nommée PRAK (p38-regulated/activated protein 
kinase). 
L’interaction entre MK5 et p38 endogène n’a jamais été démontrée par co-
immunoprécipitation des deux protéines, de même qu’elle n’a pu être observée par 
double-hybride [630, 631]. Cependant, cette interaction a été clairement mise en 
évidence dans des expériences de surexpression [632-634]. Alors que le complexe 
MK5-p38α est localisé au noyau, le complexe MK5-p38β est plutôt retrouvé au 
cytoplasme [633]. MK5 interagit avec p38 via son domaine d’interaction avec les 
MAPKs (MAPK-docking site, aa 361-364) [635]. Cette région, située en C-terminal 
du domaine catalytique, consiste en un motif riche en aa chargés positivement que 
l’on retrouve chez tous les membres des familles de MAPKKs, MAPKAPKs et 
phosphatases qui interagissent avec les MAPKs [635]. Pour sa part, p38 interagit avec 
MK5 via deux régions utilisées par les MAP kinases pour lier leurs partenaires : le 
site ED (acide glutamique-acide aspartique) et le domaine CD (Common docking) 
[634, 635]. Le domaine CD est caractérisé par la présence de résidus chargés 
négativement et a été très bien conservé au cours de l’évolution [636]. Il contribue 
grandement à la spécificité d’interaction entre les MAP kinases et leurs substrats.  
1.6.2.2.2 La sous-unité catalytique Cα de la PKA 
La PKA stimule l’activité kinase de MK5 en phosphorylant sa Thr 182 de la 
boucle d’activation [637]. En effet, la sous-unité catalytique Cα de la PKA interagit 
de manière spécifique avec MK5 mais non pas avec MK2. Un traitement des cellules 
à la forskoline, un agent qui entraîne l’augmentation de cAMP intracellulaire et qui 
active la PKA, permet la relocalisation de MK5 du noyau vers le cytoplasme. Ce 
changement de distribution subcellulaire requiert l’activité kinase de MK5. 
1.6.2.2.3 14-3-3ε inhibe MK5  
De façon surprenante, sans avoir décrit ni présenté les résultats du crible de 
deux hybrides chez la levure, Tak et al. affirment avoir identifié MK5 comme étant 











domaine kinase de MK5 et ne nécessite pas que la Thr 182 soit phosphorylée. Les 
données de surexpression ou de perte de fonction suggèrent que l’association de 14-3-
3ε à MK5 diminue l’activité enzymatique de cette dernière, faisant de 14-3-3ε le 
premier inhibiteur cellulaire de MK5. 
1.6.2.2.4 La relation complexe avec ERK3/4  
Trois groupes, incluant celui du Dr Meloche, ont identifié une interaction 
spécifique entre MK5 et ERK3 suite à un crible de deux hybrides chez la levure avec 
MK5 ou suite à une expérience de TAP (Tandem affinity purification) avec ERK3 
[630, 631] (S. Meloche, résultats non publiés). Quelques années plus tard, les mêmes 
groupes ont rapporté qu’il y avait interaction spécifique entre MK5 et ERK4 [586, 
609].  
Tandis que la forme surexprimée de MK5 est majoritairement située au noyau, 
la co-expression de ERK3/4 relocalise le complexe au cytoplasme [586, 609, 630, 
631]. L’interaction entre MK5 et ERK3/4 fait appel à des régions différentes de celles 
impliquées dans l’association de MK5 avec p38. En effet, les sites d’interaction de 
MK5 avec ERK3/4 sont situés à l’extrémité complète du C-terminal de la protéine (aa 
383-393 et 460-473) [639]. La formation du complexe ERK3/4-MK5 a lieu malgré 
l’absence de domaines ED et CD fonctionnels chez ERK3/4 [639]. Par contre, celle-
ci est beaucoup moins efficace sans la phosphorylation de la boucle d’activation de 
ERK3/4 ([627, 628], voir Annexe I). Récemment, une étude a démontré pour la 
première fois l’importance d’une région située dans la boucle L16 en C-terminal du 
domaine CD de ERK3/4, nommée domaine FRIEDE (FRIEDE chez ERK4 et 
FHIEDE chez ERK3), dans l’interaction MK5-ERK3/4 [639]. Le rôle de cette boucle 
n’a été démontré pour aucune autre interaction MAPK-substrat. Par contre, il était 
déjà connu que la boucle L16, qui subit des changements de conformation suite à la 
phosphorylation de la boucle d’activation, est une région importante pour 
l’homodimérisation et l’activation des MAP kinases [640, 641]. La découverte de 
nouveaux substrats de ERK3/4 permettra de vérifier si ce domaine, qui n’est pas 
parfaitement conservé chez les autres MAPKs, est spécifique à l’interaction ERK3/4-




L’utilisation de différents mutants inactifs et de délétion de ERK3/4 et MK5 a 
contribué à mettre au jour une relation plutôt complexe entre les deux kinases (voir 
Figure 1.23) ([627, 628, 639] et Annexe I). MK5 favorise la phosphorylation de la 
Ser186/9 de la boucle d’activation de ERK3/4, mais n’est pas la kinase directement 
responsable cet évènement. MK5 doit plutôt faciliter le recrutement de la kinase de la 
 
 
Figure 1.23 Modèle d’interaction et de phosphorylation entre ERK3/4 et MK5 





boucle d’activation (Kinase X) ou prévenir l’interaction avec une phosphatase. Notre 
laboratoire a récemment montré que les kinases PAK de groupe I phosphorylent la 
boucle d’activation de ERK3/4 (Déléris, P et al., voir annexe 2). Cependant, pour 
l’instant, aucune évidence expérimentale ne suggère qu’il s’agisse des kinases 
recrutées par MK5. Des résultats préliminaires indiquent que d’autres kinases 
phosphorylent également la boucle d’activation de ERK3/4. On ne sait pas encore si 
celles-ci sont recrutées par MK5. Lorsque la Ser 186/9 de ERK3/4 est phosphorylée, 
elles interagissent plus fortement avec MK5, elles peuvent la phosphoryler sur la 
boucle d’activation et entraînent la translocation du complexe vers le cytoplasme. 
Ainsi activée, MK5 phosphoryle (possiblement sur plusieurs sites, mais non la boucle 
d’activation) ERK3/4. Les conséquences cellulaires de ces interactions/activations 
demeurent par contre toujours énigmatiques. Il a été démontré que l’interaction entre 
ERK3 et MK5 augmente l’expression de ERK3 [630, 631]. On ne connaît cependant 
pas le(s) mécanisme(s) par le(s)quel(s) cela se produit.  
1.6.2.3 Fonctions de MK5 
1.6.2.3.1 Rôle physiologique chez la souris 
Les souris Mk5 KO ont été générées pour la première fois en 2003 par le 
groupe de M. Gaestel [629]. Ces souris, obtenues dans un fond génétique mixte, sont 
viables, fertiles et non aucun défaut morphologique, tout comme l’a rapporté le 
groupe de J. Han [642]. Cependant, dans un fond génétique pur C57BL6, une partie 
des souris Mk5 KO meurt aux environs du jour embryonnaire E11 [631]. Dans ce 
même fond génétique, les souris Mk5 KO qui survivent à la naissance sont plus 
petites que les souris sauvages. Il est cependant très difficile de comprendre ces 
différences de phénotypes et même d’expliquer ce qui est à l’origine de la pénétrance 
partielle du phénotype associé au fond génétique pur. Toutefois, il est évident que 
MK5 joue un rôle au cours du développement embryonnaire, du moins dans certaines 
conditions. Puisque les souris Erk3 KO et Erk3/Erk4 DKO ne meurent qu’à la 




doit certainement avoir d’autres effecteurs/substrats qui expliquent le phénotype des 
souris [590, 596]. 
1.6.2.3.2 Rôle dans le contrôle de la prolifération et de la sénescence 
L’inhibition de la prolifération en réponse à l’activation soutenue de Ras 
(mutant RasV12) a été la première fonction cellulaire attribuée à MK5 [643]. En fait, il 
semble que RasV12 entraîne l’activation de p38, qui phosphoryle et active à son tour 
MK2 et MK5. Cette voie de signalisation a pour effet de créer une boucle de 
rétroaction négative inhibant la prolifération et l’expression de gènes induits par la 
forme oncogénique de Ras. Une des fonctions de MK2 et MK5 dans ce processus est 
d’inhiber l’activité de JNK, habituellement impliquée positivement dans la 
signalisation RasV12. Il a été démontré par la suite que la localisation nucléaire de 
MK5 est nécessaire pour inhiber la prolifération cellulaire [633]. 
Une étude a également proposé que MK5 est un gène suppresseur de tumeurs 
[642]. En fait, un traitement au DMBA (Diméthylbenzanthracène, un agent 
mutagénique) provoque la formation de papillomes cutanés chez un plus grand 
nombre de souris Mk5-/- que chez les souris de type sauvage. Ceci s’explique par le 
fait qu’en absence de MK5, les cellules de la peau n’ont pas la capacité d’induire le 
programme de sénescence. Pour que les cellules puissent entrer en sénescence lorsque 
la forme oncogénique de Ras est exprimée, MK5 doit être activée par p38 pour 
phosphoryler la Ser 37 et activer le facteur de transcription p53 (Voir Figure 1.22, 
p.95). Ce résidu de p53 a déjà été décrit pour être phosphorylé par ATR et DNA-PK 
lors de la réponse aux dommages à l’ADN [644, 645]. Cependant, selon les auteurs, 
MK5 semble être la kinase majeure de ce site lors de l’induction de la sénescence. 
1.6.2.3.3 Rôle dans la migration et la polymérisation de l’actine 
Lorsque les cellules sont soumises à des stress environnementaux, il y a une 
réorganisation des filaments d’actine qui contribue à modifier l’architecture du 
cytosquelette [646]. Plusieurs substrats connus de MK2-3 sont impliqués dans le 
remodelage de l’actine [518]. Parmi les mieux caractérisés, les chaperonnes 




polymérisation des microfilaments d’actine. Cependant, l’implication directe des MK 
dans ce processus est demeurée énigmatique jusqu’à très récemment. En effet, des 
études ont révélé que MK5, mais non MK2, est requise pour le réarrangement des 
filaments d’actine en réponse à l’activation de la PKA par la forskoline [637, 647]. 
Cette fonction de MK5 nécessite la phosphorylation de HSP27 in vivo, qui est inhibée 
lorsque 14-3-3ε séquestre MK5 [638, 647].  
1.6.2.3.4 Anxiété et locomotion 
L’étude de souris transgéniques exprimant un mutant constitutivement actif de 
MK5 (MK5 L337A) a révélé que cette kinase joue un rôle dans l’anxiété et dans 
l’activité locomotrice des souris [648, 649]. Ces différents phénotypes observés 
dépendent du sexe des souris, les femelles étant plus anxieuses que les souris 
contrôles et les mâles présentant une plus grande activité locomotrice. Des études 
plus approfondies sont requises pour bien comprendre la cause moléculaire de ce 
phénotype et vérifier l’implication de MK5 dans la neurotransmission au niveau du 
cerveau. Pour l’instant, il est difficile d’associer ce phénotype à l’activation par 
ERK3 et/ou ERK4. En fait, les souris Erk4-/- mâles ou femelles ne semblent pas plus 
anxieuses que les souris contrôles et ne présentent pas de problème de locomotion 
[596]. Pour évaluer le rôle de ERK3 dans ce phénotype, il faudrait générer des souris 
conditionnelles, dans lesquelles l’expression de ERK3 serait inhibée spécifiquement 
chez l’adulte ou dans le cerveau. 
1.7 Hypothèse  
Les MAP kinases ont des rôles importants à jouer dans le contrôle de la 
prolifération, notamment en relayant l’information provenant de différents stimuli à 
la machinerie du cycle cellulaire. Leur activité est principalement régulée par 
phosphorylation des deux sites phospho-accepteurs de leur boucle d’activation. 
Contrairement aux autres MAP kinases, la régulation de ERK3 se fait plutôt via sa 
dégradation par le système ubiquitine-protéasome. Des données suggèrent également 




Chapitre 1, l’expression et l’activité de plusieurs régulateurs du cycle cellulaire sont 
finement contrôlées lors des différentes phases du cycle. Nous avons donc émis 
l’hypothèse que l’expression de ERK3 pourrait également être régulée au cours du 
cycle cellulaire. 
Lors de cette première étude, nous avons obtenu des résultats qui suggéraient 
un rôle pour la kinase MK5 dans le contrôle de l’entrée en mitose. MK5 a été 
identifiée comme partenaire de ERK3, et tout comme cette dernière, peu 
d’information est disponible sur sa régulation et ses fonctions. La deuxième étude de 














C-TERMINAL DOMAIN PHOSPHORYLATION OF 
ERK3 CONTROLLED BY CDK1 AND CDC14 
REGULATES ITS STABILITY IN MITOSIS 
 







2.1  Mise en situation 
ERK3 est une kinase membre de la famille des MAP kinases qui a été 
identifiée il y a une vingtaine d’années. Contrairement aux MAP kinases ERK1/2 qui 
sont fortement activées par phosphorylation de leur boucle d’activation en réponse à 
divers mitogènes, ERK3 semble être régulée différemment. En fait, à ce jour, aucun 
stimulus extracellulaire n’est connu pour induire l’activité enzymatique de ERK3. 
Toutefois, le laboratoire du Dr Meloche a pu démontrer que l’activité de ERK3 est 
régulée via la dégradation de la protéine par le système ubiquitine/protéasome. De 
plus, la surexpression de formes non dégradables d’ERK3 entraîne un arrêt de la 
prolifération, inhibant l’entrée en phase S. Ce résultat est en accord avec plusieurs 
données dans la littérature décrivant une augmentation de l’expression de la protéine 
et de l’ARNm dans des conditions expérimentales induisant la différenciation 
cellulaire ou un arrêt de la prolifération.  
À mon arrivée au laboratoire, nous nous sommes intéressés au contrôle de 
ERK3 au cours du cycle cellulaire.  De façon surprenante, nous avons constaté que 
ERK3 est hyperphosphorylée et que ses niveaux d’expression sont augmentés au 
cours de la mitose. Ainsi, cette première étude est une caractérisation des événements 
de phosphorylation et déphosphorylation qui surviennent au cours de la mitose et de 
l’entrée en phase G1. Les expériences nous ont permis de démontrer un lien entre la 
phosphorylation et la stabilité de la protéine au cours de la mitose.  
Bien que les premières observations aient été faites par Geneviève Rodier, 
stagiaire postdoctoral au laboratoire, j’ai réalisé la grande majorité des expériences 
présentées dans le manuscrit, à l’exception des analyses de spectrométrie de masse, 
réalisées par Dr Éric Bonneil de la plate-forme de protéomique de l’IRIC. 
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2.2  Abstract 
Extracellular signal-regulated kinase 3 (ERK3) is an atypical mitogen-activated 
protein kinase that is suggested to play a role in cell cycle progression and cellular 
differentiation. However, it is not known if the function of ERK3 is regulated during 
the cell cycle. Here, we report that ERK3 is stoichiometrically hyperphosphorylated 
during entry into mitosis and is dephosphorylated at the M→G1 transition. The 
phosphorylation of ERK3 is associated with the accumulation of the protein in 
mitosis. In vitro phosphorylation of a series of ERK3 deletion mutants by mitotic cell 
extracts revealed that phosphorylation is confined to the unique C-terminal extension 
of the protein. Using mass spectrometry analysis, we identified four novel 
phosphorylation sites, Ser684, Ser688, Thr698 and Ser705, located at the extreme C-
terminus of ERK3. All four sites are followed by a proline residue. We show that 
purified cyclin B-Cdk1 phosphorylates these sites in vitro and demonstrate that Cdk1 
acts as a major Thr698 kinase in vivo. Reciprocally, we found that the phosphatases 
Cdc14A and Cdc14B bind to ERK3 and reverse its C-terminal phosphorylation in 
mitosis. Importantly, alanine substitution of the four C-terminal phosphorylation sites 
markedly decreases the half-life of ERK3 in mitosis, thereby linking phosphorylation 
to the stabilization of the kinase. Our results identify a novel regulatory mechanism 





2.3   Introduction 
Extracellular signal-regulated kinase 3 (ERK3) is an atypical member of the 
mitogen-activated protein (MAP) kinase family of Ser/Thr protein kinases. Together 
with the paralogous kinase ERK4, ERK3 defines a distinct subfamily of MAP 
kinases that is found exclusively in vertebrates [1]. Structurally, the ERK3 protein is 
composed of a kinase domain at the N-terminus followed by a long C-terminal 
extension rich in serine and threonine residues [2-4]. The kinase domain of ERK3 
displays ~ 45% amino acid identity to that of the MAP kinases ERK1/ERK2 and is 
catalytically active. One notable feature that distinguishes these two subfamilies of 
MAP kinases is the presence of a single phospho-acceptor site in the activation loop 
of ERK3, instead of the canonical T-X-Y motif. The unique C-terminal extension of 
ERK3 is conserved throughout vertebrate evolution, suggesting an important 
function. Recent findings indicate that this region is involved in mediating protein-
protein interactions [5, 6]. 
Although the exact cellular functions of ERK3 remain to be defined, several 
lines of evidence link ERK3 signaling to the regulation of cell cycle progression and 
cellular differentiation. The levels of ERK3 mRNA and protein are up-regulated 
during cell cycle exit and terminal differentiation of P19 embryonal carcinoma cells 
[2] and C2C12 myoblasts [7] in vitro. ERK3 expression is also induced following 
treatment of Raji lymphoma cells with gangliosides [8] or after plating of squamous 
cell carcinoma lines on type IV collagen [9], two conditions associated with 
proliferation arrest. In further support of this idea, overexpression of ERK3 was 
shown to inhibit G1 to S phase progression in fibroblasts [7, 10]. Interestingly, two 
recent studies have documented that ERK3 interacts with the cell cycle regulators 
cyclin D3 [6] and Cdc14A [5] through its unique C-terminal domain, suggesting a 
possible implication of this region in cell cycle control. 
The activity of ERK3 is regulated in large part by post-translational 
mechanisms. ERK3 is a highly unstable protein (half-life ~ 30-60 min) that is 
constitutively degraded by the ubiquitin-proteasome pathway in exponentially 




ERK1 protein and ERK3 delimited two degrons in the N-terminal lobe of ERK3 
kinase domain that are both necessary and sufficient to target ERK3 for degradation 
[7]. Analogous to other MAP kinases, ERK3 is phosphorylated on the activation loop 
residue Ser189 in intact cells [7, 11, 12]. Activation loop phosphorylation of ERK3 
stimulates its intrinsic catalytic activity and is required for the formation of a stable 
complex with the substrate MAP kinase-activated protein kinase 5 (MK5) [12]. 
Notably, phosphopeptide mapping analysis revealed that ERK3 is phosphorylated on 
additional residues outside of the activation loop ([12]; unpublished observations). 
We have identified one of these sites as Ser386, which lies within a putative MK5 
consensus phosphorylation sequence [12]. It is not known whether the 
phosphorylation and activity of ERK3 vary during the cell cycle. 
In this study, we report on the identification by mass spectrometry of four 
residues in the C-terminal extension of ERK3 (Ser684, Ser688, Thr698 and Ser705) 
that are specifically phosphorylated in mitosis. We provide evidence that 
phosphorylation of Thr698 is catalyzed by the mitotic kinase cyclin B-Cdk1 and that 
mitotic phosphorylation is reversed by the action of the phosphatases Cdc14A and 
Cdc14B. Importantly, we show that phosphorylation of the four C-terminal sites 
stabilizes the protein during mitosis. Our results identify a novel mechanism of 





2.4    Materials and methods 
2.4.1   Reagents and antibodies 
Thymidine, nocodazole, taxol, demecolcine and cycloheximide were obtained 
from Sigma-Aldrich. Roscovitine and SU9516 were from Calbiochem. Active cyclin 
B-Cdc2 and Lambda protein phosphatase were from New England Biolabs. Histone 
H1 was obtained from Roche. The ERK3 phospho-Thr698 specific antibody was 
generated by GeneScript Corporation by immunization of rabbits with the synthetic 
peptide CTLpTPSAMKS. Polyclonal anti-ERK3 antibody E3-CTE4 has been 
described [7]. Commercial antibodies were from the following suppliers: rabbit 
monoclonal anti-ERK3 from Epitomics; monoclonal anti-actin (AC-40) and 
polyclonal anti-FLAG from Sigma; monoclonal anti-cyclin B1 (GNS1) and anti-
cyclin A (E23) from Neomarkers; monoclonal anti-phospho-histone H3(Ser10) (6G3) 
from Cell Signaling Technology; rabbit polyclonal anti-GAPDH and anti-Myc from 
Santa-Cruz Biotechnology; horseradish peroxidise (HRP)-conjugated goat anti-
mouse and anti-rabbit IgG from Biorad. Anti-Flag M2-agarose antibody was obtained 
from Sigma.  
2.4.2   Plasmid constructs and mutagenesis 
pcDNA3-EGFP-ERK3 was described previously [13]. pcDNA3-EGFP-
ERK3-Flag was constructed by inserting the Flag sequence into EcoRI/XbaI sites of 
pcDNA3-GFP followed by cloning of ERK3 into the EcoRI site. pcDNA3-Myc6-
ERK3 and pcDNA3-Flag-ERK3 wild-type and mutants were obtained by cloning 
ERK3 into the EcoRI site of pcDNA3-Myc6 and pcDNA3-Flag. pHGST.1-ERK3 has 
been described [14]. The hCdc14A cDNA was kindly provided by H. Charbonneau 
(Purdue University). EcoRI and XhoI sites were added by PCR and the hCdc14A 
sequence was subcloned in pcDNA3-Flag. The catalytically inactive mutant of 
hCdc14A (C238G) was generated by PCR. pcDNA3-Flag-Cdc14B wild-type and 
catalytically inactive have been described previously [15]. pcDNA3-Myc6-cyclin A2, 




have been described elsewhere [12, 15]. Mutations were introduced in the human 
ERK3 cDNA by PCR and were confirmed by DNA sequencing.  
2.4.3   Purification of recombinant proteins and in vitro translation 
Purification of His6-ERK3-GST protein was carried out as described 
previously [14]. The yield and purity of ERK3 preparation was evaluated by SDS-gel 
electrophoresis and Coomassie staining using bovine serum albumin as standard.   
In vitro transcription-translation reactions were performed using the TNT coupled 
reticulocyte lysate system from Promega according to the manufacturer’s 
instructions.  
2.4.4   Cell culture, transfections and cell synchronization  
HeLa and HEK 293 cells were grown in Dulbecco’s modified Eagle medium 
(DMEM) and minimal essential medium (MEM), respectively, supplemented with 
10% fetal bovine serum and antibiotics. HeLa cells were transfected with 
polyethylenimine. HEK 293 cells were transfected using the calcium phosphate co-
precipitation method. 
For synchronization experiments, HeLa cells at 50-60% confluence were incubated 
with 2 mM thymidine for 18 h. The cells were then washed with PBS, and cultured in 
fresh medium for 8 h. To obtain mitotic cells, nocodazole (100 ng/mL), taxol (1 μM) 
or demecolcine (1 μM) were added for 18 h and round cells were collected by mitotic 
shake-off. Synchronization of cells at the G1/S transition was obtained by a double-
thymidine block [15]. 
2.4.5   In vitro phosphorylation analysis 
For identification of ERK3 phosphorylation sites, recombinant His6-ERK3-
GST protein was phosphorylated in vitro by synchronized HeLa cell extracts. 
Exponentially proliferating or mitotic HeLa cells were lysed in buffer C (50 mM 
Tris-HCl, pH 7.4, 1.5 mM KCl, 1 mM dithiothreitol (DTT), 5 mM MgCl2, 0.2 mM 




dounce homogenizer. 100 μg of protein extract was incubated with 1 μg of His6-
ERK3-GST on Ni-NTA beads in kinase assay buffer (50 mM Tris-HCl, pH 7.4, 1.5 
mM KCl, 1 mM DTT, 5 mM MgCl2) in the presence of 200 μM ATP. At the end of 
the reaction, the beads were washed four times with 800 μL of buffer D (50 mM 
Tris-HCl, pH 7.5, 150 mM NaCl, 10 mM NaF, 20 mM β-glycerophosphate, 1% 
Triton X-100, 1 mM pepstatin A, 1 mM leupeptin, 0.1 mM PMSF, 0.1 mM sodium 
orthovanadate) and boiled in Laemmli buffer.  The proteins were resolved by SDS-
gel electrophoresis and detected by silver nitrate staining.  
2.4.6   Mass spectrometry (MS) analysis 
Phosphorylated His6-ERK3-GST was separated by SDS-gel electrophoresis 
and visualized by silver staining. The band was excised from the gel and cut in small 
pieces. The gel slices were then reduced in 10 mM DTT for 1 h at 56ºC and alkylated 
in 55 mM iodoacetamide for one h at room temperature. After washing in 50 mM 
NH4CO3, the gel pieces were shrunk in 100% acetonitrile. Digestion was performed 
with trypsin in 50 mM NH4CO3 for 4 h at 37ºC. The peptides were finally extracted 
in 90% acetonitrile/0.5 M urea and dried in a Speed Vac. Samples were resolubilized 
in 5% acetonitrile /0.2% formic acid and analyzed on a Eksigent nano-LC system 
coupled to a Thermo LTQ Orbitrap mass spectrometer with a home-made C18 pre-
column and an analytical column (10 cm x 150 μm, Jupiter 3 μm C18). A volume of 
10 μl of sample was injected for analysis. Tryptic peptide digests were first loaded on 
the pre-column at a flow rate of 10 μl/min and subsequently eluted onto the analytical 
column using a gradient from 10% to 60% acetonitrile in 0.2 % formic acid over 56 
min at 600 nl/min. Database searches were run using Mascot version 2.1 (Matrix 
Science). 
2.4.7    Immunoblot analysis, immunoprecipitation and kinase assays 
Cell lysis and immunoblot analysis were performed as described [16]. For co-
immunoprecipitation experiments, cells were lysed in buffer E (50 mM Tris-HCl, pH 




sodium orthovanadate, 1 mM pepstatin A, 1 mM leupeptin, 0.1 mM PMSF). Cell 
lysates were incubated with anti-Flag M2 agarose beads for 2 h at 4oC, and the 
precipitated complexes were analysed by immunoblotting.   
Kinase assays with recombinant active cyclin B-Cdc2 were performed according to 
the manufacturer’s conditions. Recombinant His6-ERK3-GST (2 μg protein) was 
incubated with 2 units of enzyme, 200 μM ATP and 10 μCi [γ32P]ATP for 30 min at 
30oC. The reaction products were analyzed by SDS-gel electrophoresis and 
autoradiography.  
2.4.8  Flow cytometry 
Cell cycle distribution was monitored by FACS analysis after propidium iodide 




2.5    Results 
2.5.1   ERK3 is hyperphosphorylated and accumulates in mitosis 
In an effort to determine whether the levels or activity of ERK3 oscillate 
during the cell cycle, we monitored the expression of ERK3 at different stages of the 
cell cycle using highly synchronized HeLa cell populations. We observed that ERK3 
protein levels are significantly higher in mitotic cells as compared to asynchronous or 
late G1 cells (Figure 2.1A). Notably, the accumulation of ERK3 in mitosis was 
accompanied by a stoichiometric upward electrophoretic mobility shift of the protein. 
Essentially similar results were obtained using three different microtubule-disrupting 
agents, indicating that the slower migration of ERK3 is not artifactually caused by 
the method of cell synchronization (Figure 2.1A). The most likely explanation for the 
mobility shift of ERK3 observed in mitosis is a post-translational modification by 
phosphorylation. Given the importance of phosphorylation in the regulation of 
mitotic events, we set out to investigate whether ERK3 is differentially 
phosphorylated in mitosis. To test this idea, we immunoprecipitated endogenous 
ERK3 from asynchronous or nocodazole-arrested prometaphase cells and incubated 
the precipitates with Lambda protein phosphatase. Lambda phosphatase treatment of 
ERK3 isolated from exponentially proliferating cells resulted in a slight acceleration 
of its electrophoretic migration, consistent with the fact that ERK3 is phosphorylated 
on at least two residues in proliferating cells (Figure 2.1B) [12]. However, 
phosphatase treatment of ERK3 isolated from mitotic cells markedly increased the 
mobility of the kinase, which now migrated at the same rate as the protein in 
asynchronous cells. This change in mobility was completely prevented by 
preincubation with a phosphatase inhibitor cocktail. We concluded from these 
experiments that ERK3 is hyperphosphorylated in mitosis. This phosphorylation of 
ERK3 in mitosis was observed in several other cell lines, including T98G, U2OS and 





Figure 2.1 ERK3 is hyperphosphorylated in mitosis 
(A) HeLa cells were left asynchronous or synchronized at the G1/S transition by a 
double-thymidine block or in mitosis with the microtubule poisons nocodazole (100 
ng/mL), taxol (1 μM) or demecolcine (1 μM). Cell lysates were prepared and 
analyzed by immunobloting with antibodies specific to ERK3, cyclin B1 and 




analysis. (*) Indicates non specific bands. (B) ERK3 was immunoprecipitated from 
cell lysates of exponentially proliferating or nocodazole-arrested mitotic HeLa cells. 
The precipitated ERK3 protein was incubated with Lambda protein phosphatase (λ 
PPase) for 1 h at 30oC in the absence or presence of phosphatase inhibitors (PPI) (50 
mM NaF, 25 mM EDTA, 2 mM sodium orthovanadate and 25 mM β-
glycerophosphate). The reaction products were analyzed by immunoblotting with 
anti-ERK3 antibody. (C) Mitotic HeLa cells were obtained by a double-thymidine 
block followed by nocodazole treatment and mitotic shake-off. Rounded cells were 
washed, and replated in fresh medium at low density for the indicated periods of 
time. Cell lysates were analyzed by immunoblotting with the indicated antibodies. 
(D) HeLa cells were synchronized at the G1/S transition by a double-thymidine 
block. Cells were washed, and replated in fresh medium for the indicated times. At 6 
h after the release, nocodazole was added to trap cells in mitosis. Cell lysates were 
analyzed by immunoblotting. Progression into mitosis was monitored by phospho-
histone H3(Ser10) (pH3) immunoreactivity. Cell cycle distribution was determined 
by FACS analysis of DNA content. (*) non-specific bands. 
 
 
We next analyzed the kinetics of phosphorylation of ERK3 during the cell 
cycle. HeLa cells were first synchronized in mitosis by nocodazole treatment 
followed by mitotic shake-off, and the rounded cells were replated in fresh medium 
to allow synchronous exit from mitosis and entry into the next G1 phase. ERK3 was 
stoichiometrically hyperphosphorylated in mitotic cells (0 time point) as indicated by 
its retarded mobility on gel (Figure 2.1C). By two h of nocodazole-release, the slow 
migrating form of ERK3 had completely shifted to a faster migrating species similar 
to that observed in asynchronous cells (Figure 2.1C). This mobility shift was 
associated with a decrease in ERK3 levels. The kinetics of dephosphorylation of 
ERK3 paralleled the degradation of cyclin B1, which occurs in late mitosis and early 
G1. These results indicate that the phosphorylation of ERK3 in mitosis is reversible. 
We next synchronized the cells at the G1/S transition by a double-thymidine block 
and allowed them to progress into mitosis in the presence of nocodazole to create a 
mitotic trap. Entry into mitosis was monitored by the phosphorylation of histone H3 
on Ser10. ERK3 mobility started to shift upward between 8 to 9 h after release from 
G1/S, when cyclin B1 and phospho-H3 levels reach a maximum and the majority of 
cells have a 4N DNA content (Figure 2.1D). Notably, at 6 and 7 h after G1/S, when 




the absence of phospho-H3 signal), ERK3 migration was not modified. These results 
demonstrate that ERK3 is reversibly hyperphosphorylated in mitosis concomitant 
with its transient accumulation. 
2.5.2  ERK3 is specifically phosphorylated in the C-terminal extension in mitosis 
ERK3 is phosphorylated on the activation loop residue Ser189 and on Ser386 
in exponentially proliferating cells [7, 11, 12]. To determine whether these two 
serines contribute to the mobility shift of ERK3 in mitosis, we analyzed the 
phosphorylation of in vitro translated wild-type ERK3 or S189A and S386A mutants 
by mitotic extracts. The migration of ERK3 was clearly shifted upward after 1 h of 
incubation with an extract of mitotic HeLa cells (Figure 2.2A). The ERK3 mutants 
S189A and S386A shifted to the same level as the wild-type protein, indicating that 
these sites are not responsible for the hyperphosphorylation of ERK3 in mitosis. To 
define the region(s) of ERK3 phosphorylated in mitosis, we analyzed the 
electrophoretic motility shift of a series of ERK3 deletion mutants (Figure 2.2B) 
following incubation with mitotic HeLa cell extract. Deletion of the last 43 amino 
acids of ERK3 resulted in a slight reduction of the mobility shift on gel (Figure 
2.2C). However, deletion of the entire C-terminal extension (mutants 1-399 and 1-
365) completely abrogated the shift. Conversely, incubation of only the C-terminal 
extension of ERK3 (mutant 365-721) with a mitotic extract resulted in a marked 
electrophoretic mobility retardation (Figure 2.2C, right panel). These results identify 





Figure 2.2 In vitro phosphorylation of the C-terminal extension of ERK3 by 
mitotic extracts 
(A) ERK3 wild-type or mutants S189A and S386A were in vitro-translated with 35S-
methionine. The 35S-labeled proteins were then incubated with 100 μg of protein 
extract from mitotic HeLa cells for 1 h at 30oC in the presence of 100 μM ATP. 
Reaction products were resolved by SDS-gel electrophoresis and analysed by 
autoradiography. (B) Schematic representation of the constructs used in the 
experiment. C34 is a region conserved in the C-terminus of ERK3 and ERK4. (C) 
ERK3 wild-type or deletion mutants were in vitro-translated and subjected to in vitro 
phosphorylation by mitotic extracts as above. 
 
 
To identify individual ERK3 sites that are specifically phosphorylated in 




incubated with purified recombinant His6-ERK3-GST and 200 μM ATP (Figure 
2.3A). The reaction mixture was separated by SDS-gel electrophoresis, and the band 
corresponding to ERK3 was excised and digested in-gel with trypsin. The resulting 
peptides were subjected to LC-MS/MS analysis on a LTQ Orbitrap. The analysis 
resulted in a coverage of 68% of the protein sequence. We confirmed the 
identification of Ser189 and Ser386 as two phosphorylation  sites of ERK3 [7, 11, 
12], thereby validating our MS analysis, and showed that these two residues are 
phosphorylated both by asynchronous and mitotic extracts. In addition, we identified 
four new phosphorylation sites, Ser684, Ser688, Thr698 and Ser705, all located in 
the C-terminal extension of ERK3, that are phosphorylated by mitotic extracts 
(Figure 2.3B). Of these four sites, only Ser684 was found to be phosphorylated by an 
extract of asynchronous cells in one single experiment (Figure 2.3B). 
To verify if these four C-terminal residues contribute to the mobility shift of 
ERK3 observed in mitosis, we transfected HeLa cells with GFP-ERK3 wild-type or a 
mutant where all four sites were substituted by alanine residues, GFP-
ERK3(S684A/S688A/T698A/S705A) (referred to as C4A). Both GFP-ERK3 and 
GFP-ERK3C4A mutant migrated similarly in lysates of exponentially proliferating 
cells (Figure 2.3C). However, their migration pattern was different in mitotic cell 
lysates. The upward mobility shift of the ERK3 C4A mutant band was less 
pronounced as compared to the wild-type protein (Figure 2.3C). This indicates that 
one or more of the four C-terminal residues identified by MS contribute to the 
hyperphosphorylation of ERK3 in mitosis. It should be noted that the migration of 
the C4A mutant was still slightly retarded in mitosis, suggesting the existence of 






Figure 2.3 ERK3 is phosphorylated on Thr698 in mitosis 
 (A) Recombinant His6-ERK3-GST was phosphorylated in vitro by cell extracts of 
exponentially proliferating (Exp) or nocodazole-arrested mitotic (M) cells in the 
presence of ATP. Proteins were resolved by SDS-gel electrophoresis and visualized 
by silver staining. (B) Example of MS results obtained for the identification of 
phospho-acceptor residues in ERK3. Shown are spectra of precursor ions at m/z 
624.32+ and 664.32+ and MS/MS spectrum of m/z 664.32+ ion confirming 
phosphorylation of Thr698. The table shows the list of phosphorylated residues 
identified in vitro following incubation with asynchronous or mitotic cell extracts. 




synchronized or not in mitosis. Electrophoretic mobility of ERK3 was analyzed by 
SDS-gel electrophoresis and immunoblotting with anti-ERK3 antibody. (D) HeLa 
cells were transfected with GFP-ERK3 wild-type or T698A mutant and synchronized 
or not in mitosis. Cell lysates were analyzed by immunobloting with specific 
antibodies to phospho-ERK3(Thr698) and total ERK3. (*) Indicates non specific 
bands. (E) Endogenous ERK3 was immunoprecipitated from cell lysates of 
exponentially proliferating or mitotic HeLa cells with pre-immune (PI) serum or anti-
ERK3 antibody. The reaction products were analyzed by immunoblotting with anti-
phospho-ERK3(T698) and anti-ERK3 antibodies. (F) Sequence alignment of the C-
terminal region of ERK3 surrounding the identified phosphorylation sites in different 
orthologs. (*) Indicates non specific bands. 
 
 
To determine if Ser684, Ser688, Thr698 and Ser705 are phosphorylated in 
vivo, GFP-ERK3-Flag was transiently expressed in HeLa cells and the cells were 
synchronized in mitosis as above. The ectopically expressed ERK3 was 
immunoprecipitated with anti-Flag antibody, separated by SDS-gel electrophoresis, 
and the silver-stained band corresponding to ERK3 was processed for LC-MS/MS 
analysis (Supplementary Figure 2.S1). These analyses confirmed that Thr698 and 
Ser705 of ERK3 are phosphorylated in mitosis in intact cells. To facilitate the 
detection of phosphorylated Thr698 and Ser705 and to study their regulation in vivo, 
we generated phospho-specific antibodies to these two residues. Unfortunately, the 
antibody raised to phospho-Ser705 of ERK3 failed to detect any specific 
immunoreactive band in cells. However, immunoblotting with anti-phospho-
ERK3(T698) antibody recognized ectopic wild-type GFP-ERK3 but not the T698A 
mutant in lysates of mitotic cells (Figure 2.3D). As expected, no immunoreactivity 
could be detected in lysates. of asynchronously proliferating cells. To confirm that 
the endogenous ERK3 protein is phosphorylated on Thr698, we immunoprecipitated 
ERK3 from asynchronous or nocodazole-arrested HeLa cells and analyzed its 
phosphorylation by immunoblotting withanti-phospho-ERK3(T698) antibody. The 
antibody recognized an endogenous band of ~110 kDa that co-migrated with ERK3 
protein and was detected specifically in mitotic cells (Figure 2.3E). The band was not 











Sequence alignment revealed that the four C-terminal Ser/Thr sites identified 
are conserved in mammals (Figure 2.3F). The amino acid sequences surrounding 
these residues are also perfectly conserved, suggesting an important function. 
2.5.3 Identification of cyclin B-Cdk1 as a candidate for the C-terminal 
phosphorylation of ERK3 in mitosis 
The four residues Ser684, Ser688, Thr698 and Ser705 are all followed by a 
proline and lie within a minimal Cdk consensus site [18]. The activity of the kinase 
Figure 2.S1 Mass spectra for phosphorylation sites identified on ERK3 
(A) HeLa cells were transfected with GFP-ERK3-Flag and synchronized or not in 
mitosis. ERK3 was immunoprecipitated with M2-agarose beads, separated by 
SDS-gel electrophoresis and visualized by silver staining. Bands corresponding to 
GFP-ERK3-Flag were cut and analysis by LC-MS/MS. (B-C) Spectra for 




cyclin B-Cdk1 peaks in mitosis and is required for normal entry and progression into 
mitosis [19]. To investigate whether ERK3 is a candidate substrate for cyclin B-
Cdk1, we first tested the ability of purified active cyclin B-Cdk1 to phosphorylate 
recombinant His6-ERK3-GST in vitro. As previously reported [5], we found that 
active cyclin B-Cdk1 is able to catalyze the phosphorylation of ERK3 in vitro (Figure 
2.4A). Mutation of the four Ser/Thr-Pro sites (ERK3C4A) resulted in complete loss 
of the phosphorylation signal, confirming that these sites are the targets of the mitotic 
kinase. To address the role of Cdk1 in the in vivo phosphorylation of ERK3, HeLa 
cells were co-transfected with GFP-ERK3 and different cyclin regulatory subunits. 
The C-terminal phosphorylation of ERK3 was monitored by immunoblotting with the 
anti-phospho-ERK3(T698) antibody. Expression of the mitotic cyclins A2 and B1, 
but not cyclins D1 and E1, induced the phosphorylation of ERK3 on Thr698 (Figure 
2.4B). Reciprocally, treatment of mitotic HeLa cells with two distinct 
pharmacological inhibitors of Cdk1 and Cdk2, roscovitine and SU9516, resulted in a 
marked decrease in the extent of Thr698 phosphorylation (Figure 2.4C). Together, 
these data strongly suggest that cyclin B-Cdk1 is a bona fide physiological kinase of 






Figure 2.4 Cyclin B-Cdk1 phosphorylates ERK3 in vitro and in vivo 
(A) Purified active cyclin B1-Cdk1 was incubated with histone H1 (positive control) 
or His6-ERK3-GST wild-type or C4A mutant (4A) in the presence of [γ32P]ATP for 
30 min at 30oC. The reaction was stopped with Laemmli’s buffer and the proteins 
were separated by SDS-gel electrophoresis. The gel was stained with Coomassie 
(lower panel) and analysed by autoradiography (upper panel). (B) HeLa cells were 
co-transfected with GFP-ERK3 and the indicated Myc-tagged cyclin subunits. 
Lysates of exponentially proliferating cells were analyzed by immunoblotting with 
the indicated antibodies. (C) HeLa cells were transfected with GFP-ERK3 and 
synchronized in mitosis by a double-thymidine block followed by nocodazole 
treatment. At the end of nocodazole incubation, roscovitine (25 μM) or SU9516 (5 





2.5.4   Cdc14A and Cdc14B dephosphorylate ERK3 at mitosis exit 
The results presented above show that ERK3 is hyperphosphorylated on Cdk 
sites located in the C-terminal extension in mitosis. Upon mitosis exit and entry into 
G1, ERK3 migrates more rapidly on gel, indicating that it is dephosphorylated as 
cells enter the next cell cycle (Figure 2.1C). Mitotic exit is controlled in part by the 
activity of protein phosphatases, among which Cdc14 plays a key role [20, 21]. 
Cdc14 is a proline-directed phosphatase that opposes Cdk action to regulate various 
cell cycle events. Mammalian cells express two Cdc14 homologs, termed Cdc14A 
and Cdc14B, whose specific substrates are poorly documented [22]. In a recent study, 
Hansen et al. reported that Cdc14A physically interacts with ERK3 [5]. However, the 
authors did not examine the functional consequence of this interaction on the 
phosphorylation of ERK3 in intact cells. We first wanted to determine whether the 
interaction of Cdc14 with ERK3 is specific to the Cdc14A isoform by co-
immunoprecipitation experiments. We found that both Cdc14A and Cdc14B 
physically interact with ERK3 when co-expressed in HEK 293 cells (Figure 2.5A). 
Substitution of the four C-terminal Ser/Thr-Pro sites of ERK3 by alanine residues or 
phospho-mimetic Asp or Glu residues had no effect on the interaction with Cdc14 
isoforms. 
We next investigated the role of Cdc14 in the dephosphorylation of ERK3 
Ser/Thr-Pro sites during mitosis exit. HeLa cells were co-transfected with GFP-
ERK3 and wild-type or catalytically inactive forms of either Flag-Cdc14A or Flag-
Cdc14B, and the cells were synchronized in mitosis with nocodazole. Immunoblot 
analysis revealed that overexpression of Cdc14A and Cdc14B, but not the 
phosphatase-dead mutants, leads to dephosphorylation of Thr698 and the appearance 
of a faster migrating form of ERK3 in mitotic cells (Figure 2.5B). These results 
suggest that phosphorylation of ERK3 by cyclin B-Cdk1 during mitosis is 









Figure 2.5 Cdc14A and Cdc14B interact with and dephosphorylate ERK3 in vivo 
(A) HEK 293 cells were co-transfected with GFP-ERK3 wild-type or 
phosphorylation mutants together with Flag-Cdc14A (left panels) or Flag-Cdc14B 
(right panels). After 36 h, protein complexes were immunoprecipitated with Flag M2-
agarose beads. Total lysates and immunoprecipitated proteins were analyzed by 
immunobloting with anti-Flag and anti-ERK3 antibodies. (B) HeLa cells were co-
transfected with GFP-ERK3 together with wild-type or phosphatase-dead mutant 
(PD) of Flag-Cdc14A or Flag-Cdc14B. The cells were synchronized in mitosis by a 
double-thymidine block followed by nocodazole treatment. Rounded cells obtained 
by mitotic shake-off were lysed and proteins were analyzed by immunoblotting with 




2.5.5   ERK3 stability is regulated by phosphorylation in mitosis  
To determine whether the fluctuations in ERK3 levels observed during 
mitosis progression results from a change in protein stability, we measured the half-
life of the kinase in asynchronous and mitotic HeLa cells by cycloheximide-chase 
experiments. As previously reported [7]), ERK3 was found to be highly unstable in 
asynchronously proliferating cells with a half-life of ~ 22 min (Figure 2.6, A and B). 
However, in prometaphase-arrested cells the half-life of ERK3 markedly increased to 
~ 115 min. The behaviour of ERK3 resembles that of cyclin B1, which is stabilized 
during mitosis and is degraded as cells progress into G1 phase [23].  
We next asked if the C-terminal phosphorylation sites identified are involved 
in the stabilization of ERK3 protein during mitosis. To address this question, we 
transfected HeLa cells with Flag-ERK3 wild-type or C4A mutant and synchronized 
the cells in mitosis by a double-thymidine nocodazole block. The ectopically 
expressed ERK3 protein was immunoprecipitated with anti-Flag agarose-beads and 
revealed by immunoblotting with anti-ERK3 antibody. The half-life of ectopic Flag-
ERK3 in prometaphase-arrested cells was estimated to be ~ 102 min, which is 
essentially similar to the endogenous protein (Figure 2.6, C and D). In these 
conditions, the ERK3 C4A mutant was degraded much more rapidly with a half-life 
of ~ 20 min. We conclude from these results that phosphorylation of the four C-







Figure 2.6 Phosphorylation of the C-terminus stabilizes ERK3 in mitosis 
(A) HeLa cells asynchronously proliferating or synchronized in mitosis by a double 
thymidine-nocodazole block were treated with cycloheximide (100 μg/mL) for the 
indicated times. Endogenous ERK3 levels were analyzed by immunoblotting. (B) 
Quantification of ERK3 degradation shown in panel A. (C) HeLa cells were 
transfected with Flag-ERK3 wild-type or C4A mutant. The cells were then 
synchronized in mitosis by a double thymidine-nocodazole block. Cycloheximide 
was added for the indicated periods of time. Ectopic Flag-ERK3 was 
immunoprecipitated with Flag-M2 agarose beads and analyzed by immunoblotting 
using anti-ERK3 antibody. (D) Quantification of ERK3 degradation shown in panel 




2.6   Discussion 
Signaling by various subfamilies of MAP kinases has been shown to play 
important roles in the regulation of cell cycle progression. Sustained activation of the 
MAP kinases ERK1/ERK2 is necessary for G1 to S phase progression and is 
associated with induction of positive regulators of the cell cycle and inactivation of 
antiproliferative genes [24, 25]. Activation of p38 MAP kinase by DNA damage or 
various stresses triggers a G2 checkpoint that delays entry into mitosis [26, 27]. 
JNK1 and JNK2 MAP kinases positively regulate cell proliferation at least in part by 
augmenting c-Jun expression [28]. More recently, ERK5 was shown to promote G2-
M progression by regulating the transcription of G2/M-specific genes through 
activation of NFkB [29]. Mounting evidence also links ERK3 signaling to the 
regulation of cell cycle progression. The results of this study further substantiate this 
idea by demonstrating that ERK3 is phosphorylated and stabilized in a cell cycle-
dependent manner. We show that ERK3 is stoichiometrically hyperphosphorylated as 
cells enter mitosis and is dephosphorylated at the M→G1 transition.  
By MS analysis, we identified four residues (Ser684, Ser688, Thr698 and 
Ser705) in the unique C-terminal extension of ERK3 that are specifically 
phosphorylated by mitotic cell extracts in vitro. All four residues are followed by a 
proline and therefore represent candidate Cdk substrates. Here, we present 
compelling evidence that cyclin B-Cdk1 is a major ERK3 C-terminal kinase in 
mitosis. This conclusion is supported by the following observations: 1) active cyclin 
B-Cdk1 phosphorylates recombinant ERK3 in vitro and alanine mutation of the four 
Ser/Thr-Pro sites completely abolishes phosphorylation; 2) ERK3 is 
hyperphosphorylated when the activity of Cdk1 is highest in the cell cycle; 3) 
immunoblotting with a phospho-specific antibody to Thr698 recognizes an 
immunoreactive band that co-migrates with ERK3 specifically in mitotic cells; 4) 
ectopic expression of mitotic cyclins induces the phosphorylation of ERK3 on 
Thr698; and 5) pharmacological inhibition of Cdk1 during mitosis results in a 
marked decrease in the phosphorylation of ERK3 on Thr698. This identifies ERK3 as 




phosphorylated by another mitotic kinase. Indeed, migration of an ERK3 mutant with 
all four C-terminal Ser/Thr-Pro sites substituted by alanine still exhibited a slight 
mobility shift in mitosis, suggesting the existence of additional phosphorylation sites. 
This idea is consistent with the results of in vitro phosphorylation of ERK3 deletion 
mutants, showing that the electrophoretic mobility of the 1-678 and 1-542 truncation 
mutants is still shifted upon phosphorylation by mitotic extracts (Figure 2C). Future 
identification of these additional phosphorylation sites of ERK3 will be important to 
understand the function of the kinase in cell cycle regulation. 
Cdc14 is an evolutionarily conserved Ser/Thr phosphatase that regulates 
various aspects of the cell division cycle [20, 21, 30]. Mammalian cells express two 
Cdc14 homologs, named Cdc14A and Cdc14B, whose specific substrates and 
functions remain to be fully characterized. These phosphatases have been implicated 
in the regulation of the centrosome duplication cycle, chromosome segregation, 
cytokinesis, G1 length, and the G2 DNA damage checkpoint [15, 31-33]. Genetic, 
biochemical and structural studies have shown that Cdc14 dephosphorylates 
phospho-Ser/Thr residues immediately followed by a proline and opposes Cdk action 
[32, 34, 35]. To date, Cdc14A has been reported to dephosphorylate Cdc25A, Sirt2, 
RN-Tre, iron regulatory protein 2, p53 and INCENP, whereas Cdc14B was shown to 
dephosphorylate Skp2, Sirt2 and p53 [15, 36-41]. A recent study has shown that 
ERK3 can be dephosphorylated by Cdc14A in vitro [5]. Here, we provide evidence 
that ERK3 is a substrate of Cdc14A and Cdc14B in intact cells. We show that ERK3 
physically interacts with both Cdc14A and Cdc14B homologs in co-
immunoprecipitation experiments. Most importantly, we show that overexpression of 
Cdc14A or Cdc14B, but not their catalytically-inactive forms, dephosphorylate 
ERK3 in mitotic cells. These results add ERK3 to the growing list of Cdc14 
substrates. 
Cdc14 phosphatase isoforms exhibit distinct subcellular localisations during 
interphase and mitosis. Cdc14A is localized to centrosome during interphase, and is 
redistributed to the cytoplasm during mitosis [33]. Cdc14B is mainly localized to 




metaphase [32, 42]. We previously reported that ERK3 is found in both the 
cytoplasmic and nuclear compartments of exponentially proliferating cells [10]. 
Interestingly, we observed that ERK3 localizes at the centrosome when co-expressed 
with Cdc14A, and is relocalized in the nucleus when co-transfected with Cdc14B 
isoform (data not shown). The physiological significance of these observations for 
the regulation of ERK3 activity requires further investigation. 
Why is ERK3 specifically stabilized in mitosis? The answer to this question 
will await the elucidation of ERK3 cellular functions. The high conservation of the 
C-terminus of ERK3 suggests that this region is likely to play an important functional 
role. Interestingly, ERK3 was recently identified as a potential regulator of mitosis in 
HT-29 colon cancer cells in a lentiviral-based shRNA genetic screen [43]. In this 
high-content screen, ERK3 knockdown resulted in an increase in mitotic index. 
Additional work is needed to connect this observation with our finding of ERK3 
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Article 2 : 
INHIBITION OF CDK1/CYCLIN B ACTIVITY BY MK5 






3.1  Mise en situation 
Pendant la caractérisation de la phosphorylation de ERK3 en mitose, nous 
voulions déterminer l’impact de la phosphorylation sur l’interaction entre ERK3 et 
MK5. Nous avons cependant remarqué que l’expression de MK5 influençait 
beaucoup les niveaux détectés de ERK3/4 ectopiques dans les cellules synchronisées 
en mitose. De même, les niveaux de MK5 étaient également plus faibles dans les 
extraits de cellules en mitose. Plusieurs hypothèses différentes pouvaient expliquer ce 
résultat. Certaines données suggéraient que l’expression de MK5 modifiait la 
progression dans le cycle cellulaire. Ainsi, nos observations soulevaient la possibilité 
que l’expression de MK5 « bypass » le point de contrôle imposé par le nocodazole 
utilisé pour arrêter les cellules en mitose. Une autre possibilité était que les cellules 
qui surexpriment MK5 entrent moins bien en mitose et restent en interphase plus 
longtemps. Dans ce même ordre d’idée, il était déjà connu que la voie de signalisation 
p38-MK2 contrôle la progression en G1/S et G2/M conséquemment à une exposition 
des cellules à un stress génotoxique. 
L’étude présentée dans ce chapitre avait comme premiers objectifs d’identifier 
l’impact réel de la surexpression de MK5 sur l’entrée ou la progression en mitose, de 
comparer l’effet de MK5 à MK2 et d’identifier dans quelles conditions MK5 
intervenait dans le contrôle du cycle cellulaire. J’ai donc mis au point une approche 
de surexpression pour étudier le cycle cellulaire des cellules transfectées.  
Dans le prochain article, sous la supervision de mon directeur de recherche, Dr 
Sylvain Meloche, j’ai réalisé tout le travail présenté, de la conception des expériences 
à l’écriture du manuscrit. Cet article est en phase finale de préparation et sera soumis 
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3.2    Abstract 
MAPK-activated protein kinase 5 (MK5) is a member of the MK family. 
Relatively little is known about MK5 functions. Recently, it was demonstrated to be 
essential for Ras-induced senescence and tumor suppression. MK2, another member 
of the MK family, is required for the DNA-damage response in cancer cells. In the 
present study, we compared the ability of MK2 and MK5 to control the mitotic entry. 
We show that ectopic expression of active MK5 increases the length of the G2 phase 
and delays entry in mitosis more than MK2. Reciprocally, loss-of-function 
experiments demonstrate a physiological function of MK5 in the control of mitotic 
entry specifically after inhibition of the replication. Importantly, we observed that 
silencing of MK5 increases the enzymatic activity of CDK1/cyclin B complex after a 
replicative arrest. Finally, we show that Cdc25A is a good substrate of MK5 in vitro 
and that its ectopic expression counteracts the accumulation of cells in G2 mediated 
by MK5 enzymatic activity. Our results unravel a novel function of MK5 as a 
regulator of CDK1/cyclin B activity involved in the initiation of mitosis after 




3.3   Introduction 
Eukaryotic cell division is tightly controlled to ensure perfect coordination 
between DNA replication and chromosome segregation [1]. Cyclin-dependent 
kinases (CDKs) are the core components of the cell cycle machinery regulating 
transition and progression in the cell cycle phases. For example, entry in and 
execution of mitosis requires the essential CDK1/cyclin B complex activity [2]. This 
kinase is regulated at different levels by many mechanisms to guaranty accurate 
timing of activation [2, 3]. Firstly, control of the abundance of cyclin B is responsible 
for the timing of its association with CDK1. From S phase to mitosis, the rate of 
transcription of its mRNA increases and the protein degradation is inhibited to 
promote its accumulation [2]. During metaphase-anaphase transition, cyclin B is 
completely degraded, contributing to the inactivation of CDK1 complex. Secondly, 
CDK1 is directly submitted to tight control of its phosphorylation status. 
Phosphorylation of Thr161 in the activation loop catalyzed by the constitutively 
active CAK complex is required for full enzymatic activity, but does not represent a 
limiting step in the activation of CDK1 [4]. Finally, CDK1 bound to cyclin B is kept 
inactive by phosphorylation of Thr14 and Tyr15, two residues in the ATP-binding 
site, by Wee1 and Myt1 kinases [5-8]. Dephosphorylation of these residues by the 
dual-specificity phosphatases of the Cdc25 family results in full activation of 
CDK1/cyclin B complexes and promotes entry into mitosis [9]. Human genome 
encodes three Cdc25 genes (A, B and C) which all seems to regulate G1-S and G2-M 
transitions [9]. Even thought they are all specific for CDK1 making their function 
somewhat redundant, the subcellular compartment and the timing of their activation 
are different. The proposed model is that Cdc25B is the first activator of CDK1 
localized to centrosomes followed by nuclear activation of CDK1 by Cdc25C and 
Cdc25A [2, 9].  
Upon genotoxic stress, cell cycle progression is delayed to allow reparation of 
damaged DNA or, in very severe cases, induction of apoptosis [10]. Depending on 
the types of DNA lesions, very few signalling pathways are solicited to generate the 




(ATM) is primarily activated by DNA double-strand breaks (DSBs) (ex: IR-induced 
DNA lesions) whereas the kinase ataxia-telangectasia- and RAD3-related (ATR) is 
mainly activated by bulky DNA lesions or stalled replication forks in S phase [1, 10]. 
These kinases engage the checkpoint response by phosphorylation of various 
substrates including the effector kinases Chk1 and Chk2. Another signalling pathway 
is defined by the stress kinases p38/MK2 [11-13]. MK2 is absolutely required to 
promote cell survival after DNA damaged in p53-deficient cells [12]. Very recently it 
was demonstrated that nuclear Chk1 is required to activate an early checkpoint 
response whereas cytoplasmic MK2 mediates and maintains a late response [13]. The 
phosphatases Cdc25 are common targets of Chk1, Chk2 and MK2 mediating the cell 
cycle inhibition. 
MK5 was cloned by homology to MAPKAP Kinases simultaneously by two 
independent groups and was first identified as a substrate of p38 [14, 15]. Cellular 
stress such as H2O2, TNFα and anisomycin were shown to stimulate its enzymatic 
activity via Thr182 phosphorylation of its activation loop. MK5 was also identified as 
a binding partner and substrate of the atypical MAP kinases ERK3 and ERK4 both in 
vitro and in vivo [16-19]. Although the downstream effectors and biological functions 
of these complexes remain elusive, ERK3/4 increase the kinase activity of MK5 by 
phosphorylation of its Thr 182. Ectopic expression of MK5 and ERK3/4 retains the 
complexes in the cytoplasm.  
Very little is known about the functions of MK5. MK5, together with MK2, 
was demonstrated to inhibit Ras-induced proliferation via inhibition of JNK pathway 
[20]. MK5 was recently described as a mediator of oncogenic Ras-induced 
senescence activated by p38 [21]. The tumor suppressing function of MK5 resides in 
its ability to directly phosphorylate and activate transcriptionnal activity of p53. On 
the other hand, MK5 is described as a positive regulator of actin rearrangments via 
phosphorylation of HSP27.  
Herein, we describe a novel function of MK5 in the control of mitotic entry 
following recovery from S phase arrest. We show that MK5 gain of function 




mediated knock-down of MK5 shortened the G2 phase. Interestingly, we observed 
that MK5 activity has no effect on cell cycle progression in unperturbed cells. We 
present data revealing that MK5 inhibits CDK1/cyclin B activity. Importantly, we 
discovered that Cdc25A is efficiently phosphorylated in vitro by MK5 and its 




3.4    Materials and Methods 
3.4.1   Reagents and Antibodies 
Thymidine, doxorubicin, taxol and sorbitol were obtained from Sigma-
Aldrich. Aphidicolin was purchased from Calbiochem. SB203580 is from LC 
Laboratories. Histone H1 was obtained from Roche. Polyclonal anti-ERK3 and anti-
ERK4 antibodies have been described [22, 23]. Commercial antibodies were from the 
following suppliers: Polyclonal anti-GAPDH and anti-MK5 and monoclonal anti-
cyclin B1 (GNS1) from Santa-Cruz Biotechnology; polyclonal anti-FLAG was from 
Sigma; monoclonal and anti-cyclin A (E23) from Neomarkers; polyclonal anti- 
phospho-Cdk1(Tyr15), anti-phospho-MK2 (Thr334 )) and anti-p38 and monoclonal 
anti-phospho-histone H3(Ser10) (6G3) from Cell Signaling Technology;monoclonal 
anti-HA from Covance; monoclonal Flag M2-agarose beads from Sigma; polyclonal 
anti-GFP from US Biological; horseradish peroxidase (HRP)-conjugated goat anti-
mouse and anti-rabbit IgG from Biorad; Alexa-fluor 350–conjugated goat anti-mouse 
from Invitrogen. 
3.4.2    Plasmid Constructs and siRNA 
pCDNA3-HA-MK5 wild type (WT),MK5 TA (T182A), MK5 kinase dead 
(KD, K51A) and pCDNA3-Flag-ERK4 have been described elsewhere [22]. MK2 
cDNA was subcloned into EcoRI-XbaI site of pCDNA3-HA plasmid. All sequences 
were confirmed by DNA sequencing. pCDNA3.0 GFP-Luciferase was a kind gift of 
Daniel Lamarre. pGEX2T-Cdc25A and pCDNA3.0 HA-Cdc25A, pGEX-Cdc25B and 
pGEX-Cdc25C(Addgene plasmid 10969, [24]) were kindly provided by Drs I. 
Hoffmann, D. Bulavin and T. Finkel respectively. 
The siRNA sequences were: MK5 A: 5’-CAG ATA AAG TAG ATC GAC 
TAA-3’; MK5 B: 5’-GAC GCC CTA CAC TTA CAA CAA-3’; MAPK6 (ERK3): 
5’- CAG GCT TCC TGT TGA AAT AAA-3’; MAKPK4 (ERK4): 5’-GGG TGA 
GCT GTT CAA GTT CTT-3’; and control: 5’-GCG CGC TTT GTA GGA TTC 




cells using Oligofectamine reagent (Invitrogen) according to manufacturer’s 
condition. 
3.4.3   Cell Culture, Transfections and Cell Synchronization 
HeLa cells were grown in Dulbecco’s modified Eagle medium (DMEM) 
supplemented with 10% fetal bovine serum and antibiotics. HeLa cells were 
transfected with Lipofectamine reagent from Invitrogen. For transfection and 
synchronization experiments, HeLa cells were plated at 50-60 % confluence. To 
synchronize cells at the G1/S phase transition, double-thymidine block was 
performed as previously described [25, 26]. Briefly, after transfection, cells were 
incubated with 2 mM thymidine for 18 h. The cells were then washed with PBS, 
cultured in fresh medium for 8 h and thymidine was added for another 18 h. 6 h after 
the release of the second block, 1μM taxol was added to prevent mitotic exit. 
3.4.4   Expression and purification of recombinant proteins 
pGEX2T-Cdc25A, pGEX-Cdc25B and pGEX-Cdc25C were expressed for 3h 
at 37 oC with 0,2 mM IPTG into E.coli BL21 strain. Bacteria were lysed and the 
recombinant proteins were purified as described in [27]. Glutathione-bound GST-
Cdc25 were eluted with 50 mM reduced Glutathione, 20 mM Tris pH 8,0. Eluted 
proteins were dialysed overnight at 4 oC in 150 mM Nacl, 20 mM Tris pH7.5 and 1 
mM DTT. Expression and purification of His-MK5 WT, His-MK5 KD and HSP27 
have been described previously [22]. 
3.4.5   Immunoblot Analysis and Kinase Assays 
Cell lysis and immunoblot analysis were performed as described previously 
[28]. To determine kinase activity of endogenous MK5, HeLa cells were 
synchronized and harvested in different phases of the cell cycle. Cells were lysed in 
buffer A (50 mM tris, pH7.5, 150 mM NaCl, 0.5% NP-40, 50 mM NaF, 1 mM 
Vanadate, 12.5 μM DTT, 1 mM pepstatine, 1 mM  Leupeptine, 0,1 mM PMSF, 10 




centrifugation at 13 000 rpm for 10 min at 4 oC. To immunoprecipitate MK5, we 
incubated 3 μg of anti-MK5 antibodies with a mixture of protein A/G-agarose beads 
overnight at 4 oC with agitation. Unbound antibodies were washed out with buffer A. 
Next, 3 mg of cell lysates were incubated with this preparation of antibody-coated 
agarose-beads overnight at 4 oC. Immunoprecipitations were washed four times with 
buffer A and two times with kinase assay buffer (25 mM Hepes, pH 7.4, 25 mM 
MgCl2 and 1 mM DTT). Immunoprecipitated MK5 was incubated in the kinase assay 
buffer supplement with 200 μM ATP, 10 μCi [γ32P] ATP and 2 μg HSP27 as a 
substrate for 5 min at 30 oC. Reactions were stopped by addition of Laemmli buffer 
and analysed by SDS-gel electrophoresis and autoradiography.  
To measure CDK1/cyclinB complex activity, synchronized cells were 
harvested at indicated times and lysed in buffer A for 30 min on ice. 30 μg of proteins 
were incubated with 0,3 μg of anti-cyclin B antibody and a mix of protein A/protein 
G-agarose conjugated beads for 4 h at 4 oC. Beads were washed 3 times with lysis 
buffer followed by washes with kinase reaction buffer (50 mM Tris, pH7.5, 15 mM 
MgCl2 and 1 mM DTT). Immunoprecipitates were incubated in the kinase reaction 
buffer supplemented with 50 μM ATP, 5 μCi [γ32P] ATP and 5 μg histone H1 as a 
substrate for 15 min at 30 oC. Reactions were stopped with Laemmli buffer and 
analysed by SDS-gel electrophoresis and autoradiography. 
To determine phosphorylation of Cdc25 by MK5, HeLa cells were transfected 
with Flag-tagged MK5 constructs. MK5 was immunoprecipitated with M2-agarose 
beads washed three times with buffer A and two times with kinase assay buffer. 1μg 
of recombinant GST-Cdc25 was incubated with immunoprecipitated proteins at 30oC 
for 30 min in in the kinase assay buffer supplement with 200 μM ATP, 10 μCi [γ32P] 
ATP. In vitro kinase assays using recombinant MK5 and Cdc25 were carried out as 
described previously [22]. 
3.4.6   Flow Cytometry  
Cells were trypsinized and fixed in ice-cold 70% ethanol overnight at -20 oC. 




Histone H3(Ser10) antibody and Alexa-fluor 350 or Alexa-fluor 647. Cells were 
resuspended in staining solution containing 50 mg/mL propidium-iodide and 200 
mg/mL RNase A.  Cell cycle distribution and mitotic positivity were determined by 
analysing 104 events by FACS using a LSRII cytometer (Beckton Dickinson). Data 




3.5    Results 
3.5.1   Overexpression of MK5 delays mitotic entry  
The checkpoint kinase MK2 control G2/M transition when cells are submitted 
to different DNA damaging agents [11-13]. However, it is not known whether other 
member of the MK family have such a function. In addition, its function in the timing 
of mitotic entry in the absence of stress is not completely elucidated. As a first step, 
we decided to compare the effect of gain of function of MK2 and MK5 during mitotic 
entry of a mammalian epithelial cell line in the absence of DNA damage (Figure 
3.1A). HA-tagged MK2 or MK5 were expressed to similar levels in HeLa cells, as 
demonstrated by immunobloting with anti-HA antibody (Figure 3.1B). To analyse 
cell cycle profiles of MK-expressing cells, we co-transfected a GFP-Luciferase 
reporter plasmid to score transfected cells. This GFP-Luciferase inert fusion protein is 
large enough to not leach out of the cells during fixation protocol used for flow 
cytometry analysis [29]. We took advantage of the double thymidine block protocol 
depicted in Figure 3.1A to measure mitotic entry of a highly synchronized population 
of cells trapped in mitosis with the microtubule-stabilizing drug paclitaxel (1 μM 
taxol). As shown in Figure 3.1C, measurement of the mitotic index (phosphorylated 
Histone H3 positivity) of the GFP-expressing cells by flow cytometry reveals that 
overexpression of MK2 only slightly inhibits mitotic entry. The inhibition was only 
significant at 12 h post release, when 20% less cells enter mitosis compared to control 
cells. On the other hand, we made the very interesting observation that MK5 is a 
more potent inhibitor of mitotic entry compared to MK2 in these conditions. In fact, 
40% less of the cells enter mitosis at 9h and 12h after release from thymidine block as 
compared to control cells (Figure 3.1C). Examination of the DNA content by PI 
staining reveals the same cell cycle profiles for control and MK-expressing cells at 9h 
and 12h after release from the thymidine block (Figure 3.1D). The effect of MK5 on 
mitotic index was also visible by comparison of the amount of rounded GFP-positive 
cells by microscopy between MK5 and control cells (Figure 3.1E). These results 
suggest that the decrease of mitotic index observed following MK5 overexpression is 





Figure 3.1 Overexpression of MK5 delays mitotic entry in HeLa cells  
A) Schematic representation of the protocol used to synchronize transfected HeLa 
cells. 6 h after the second release from thymidine block, 1 μM taxol was added to the 
media to trap cells in mitosis. B) HeLa cells were co-transfected with HA-tagged 
MK2/5 and GFP-Luciferase. Expression of the proteins was verified by 
immunoblotting with anti-HA and anti-GFP antibodies. C) Cells were transfected 
with indicated constructs, synchronized as in A) and harvested at 9h and 12h after 
release. Mitotic index is expressed as the percentage of pHH3(ser10) positive cells in 




experiment, 104 cells per time points were analyzed. The results are means ± SEM of 
three independent experiments. *P< 0,05 and ** P< 0,01 compare to vector-
expressing cells. D) Cell cycle profiles obtained by PI staining for 104 GFP positive 
events. Graphics are representatives of three independent experiments. E) Transfected 
cells were identified by visualisation of the GFP signal by fluorescence. Phase 
contrast microscopy is shown to distinguish the cell morphologies. The images were 




Figure 3.S1 Expression of MK5 induces a partial G2/M block 
Cells were transfected with indicated constructs, synchronized as in Figure 1A 
without addition of taxol and harvested at 9h and 12h after release. Cell cycle profiles 
of the GFP-expressing population of cells were determined by flow cytometry. For 





the next G1 phase nor a block in S phase. To ascertain that the addition of taxol has 
no effect on the kinetics of G2/M transition observed, we evaluated the entry of the 
synchronized transfected cells into the G1 phase. Cell cycle profiles of GFP-positives 
cells at 12h post release, reveals that 44% of the control cells are in G1 phase 
compared to 25% for the MK5-expressing cells (Figure Supplementary 3.S1). From 
all these results, we conclude that overexpression of MK5, and to a lesser extent 
MK2, results in delayed mitotic entry. We thus decided to further characterize the 
role of MK5 in the control of G2/M transition. 
3.5.2    Mitotic entry after a replicative arrest is accelerated in absence of MK5 
To ascertain that the control of G2/M transition by MK5 was physiologically 
relevant, we decided to knock down endogenous MK5 expression and to evaluate the 
kinetics of entry into mitosis. To avoid the possibility of an off-target effect, we used 
two different siRNA targeting regions 1334-1354 (siRNA A) and 639-659 (siRNA B) 
of MK5 coding sequence. Transfection of the cells with both siRNA resulted in very 
efficient knock-down of endogenous MK5 protein as detected by Western blot 
(Figure 3.2A). We used the synchronization protocol described in Figure 1A to 
measure kinetics of mitotic entry after silencing MK5 expression. Under these 
experimental conditions, we did not observed any gross cell cycle distribution 
difference between control and MK5-depleted cells (Figure 3.2B, p.13). 7h after 
removal of thymidine from the media, the majority of the cells in both populations 
were already in G2 phase (Figure 3.2B and C). However, at 9h and 11h after release 
around two times more cells accumulate in mitosis when MK5 is knocked-down. 
This difference is also revealed by the detection of more rounded cells when MK5 is 
depleted (Figure 3.2D). MK5-depleted HeLa cells synchronized at the G1/S transition 
with aphidicolin, a specific inhibitor of DNA polymerase α, also accumulates more 
rapidly in mitosis compared to control cells (Figure 3.2E, 14% for siCTL vs 24 % for 
siMK5 11hr post-release). The results presented above suggest that MK5 modulate 





Figure 3.2 Depletion of MK5 accelerates mitotic entry  
A) HeLa cells were transfected with a control siRNA (CTL) and two siRNA targeting 
MK5 (A and B). Cell extracts were prepared and analyzed by immunobloting with 
anti-MK5 antibody to evaluate the efficacy of the knock-down. GAPDH immunoblot 
serves as a loading control. B) HeLa cells were transfected with the indicated siRNA 
and cells were synchronized by a double thymidine (2mM) block at the G1/S 




collected at different time points and their DNA content was evaluated by flow 
cytometry after PI staining. A representative example of three independent 
experiments is shown. C) Kinetics of mitotic entry of HeLa cells transfected with 
control and two siRNA against MK5. Cells were harvested at the indicated time 
points. The percentage of pHH3(ser10) positive cells was evaluated by flow 
cytometry. The results are expressed as means ± SEM of three experiments. *P< 0,05 
and ** P< 0,01 compare to siCTL treated cells. D) Phase contrast images of HeLa 
cells transfected with the indicated siRNA and synchronized at G1/S transition. Cells 
were observed 10 h after release from thymidine block. E) Mitotic index is 
determined at indicated time, as in C), after aphidicollin synchronization (0,5 mg/mL) 
for 24 h. F) Cells were synchronized at the G1/S transition and 6 h after release they 
were treated with doxorubicin (1μM) for 1 h. Cells were then washed and mitotic 
entry was monitored at indicated time points. The results represent the means ± SEM 
of three independent experiments. 
 
 
We next wanted to verify if MK5 depletion can bypass a cell cycle arrest 
imposed by treatment of the cells in G2 for 1 h with 1μM doxorubin. Interestingly, 
control and MK5-deficient populations have both a mitotic index of 2% 3h and 5h 
after addition of doxorubicin (Figure 3.2F).  
Since the inhibition of mitotic entry by MK5 described above was observed in 
synchronised cells, we wanted to verify the distribution of the cell cycle phases in 
exponentially proliferating cells after transfection of ectopic MK5. When 
overexpressed in HeLa cells for 48 h or 72 h, MK5 and MK2 do not change the 
distribution of the cells in the phases (Figure 3.3A and data not shown). Surprisingly, 
MK5 expression does not allow accumulation of the cells in G2/M phase. In 
agreement with these results, loss of function of MK5 does not affect cell cycle 
profiles of the proliferating cells compared to the control populations (Figure 3.3B). 
We then directly tested the role of MK5 in the control of G2/M transition in the 
absence of any cellular stress by measuring the kinetics of accumulation of mitotic 
cells after addition of taxol. Under these conditions, there is virtually no effect of 
MK5 on the entry into mitosis (Fig. 3.3C). We conclude from these results, that MK5 







Figure 3.3 MK5 does not regulate G2/M transition of proliferating cells 
A) HeLa cells were co-transfected with HA-tagged MK2 or MK5 and GFP-
Luciferase. 48 h after transfection, cell cycle distribution of GFP positive cells was 
analyzed by flow cytometry after PI staining. B) Cell cycle profiles of exponentially 
growing HeLa cells transfected with the indicated siRNA was analysed by flow 
cytometry for PI content. Mitotic index represent the percentage of pHH3 (Ser10)-
positive cells. Data for the mitotic index are expressed as means ± SEM of three 
independent experiments. C) 48 hours after transfection of HeLa cells with indicated 
siRNA, mitotic accumulation was monitored at different time points by addition of 




3.5.3   p38- and ERK3/4-independent function of MK5 in mitotic entry 
p38 is known to be a checkpoint component which activation following 
exposure to DNA-damaging agents leads to MK2 phosphorylation and inhibition of 
cell cycle progression [11, 30]. In addition, under certain conditions, p38 activates 
MK5 [14]. We thus verified if the inhibition of mitotic entry by MK5 depends on p38 
catalytic activity. If so, inhibition of p38 with the specific pharmacological inhibitor 
SB230580 is expected to accelerate the kinetics of mitotic entry. We first performed 
analysis of MK2 phosphorylation to demonstrate that p38 activity increases as cells 
progress towards mitosis (Figure 3.S2). However, treatment of G1/S arrested cells 
with SB230580 does not affect entry into mitosis compared to DMSO-treated cells, 
indicating that in these conditions, p38 activity does not modulate the progression in 
mitosis (Figure 3.4A et B). 
ERK3/4 are atypical MAP kinases involved in MK5 activation loop 
phosphorylation [16-19]. Interestingly, we recently demonstrated that ERK3 is 
hyperphosphorylated and stabilized during mitosis [26] We thus decided to explore 
the involvement of ERK3/4 in the control of the G2/M transition. We used siRNA 
directed against ERK3 and ERK4 coding sequences to efficiently knock-down their 
endogenous expression (Figure 3.4D). In the experimental conditions tested, it 
appears that depletion of ERK3 or ERK4 has no impact on mitotic entry (Figure 
3.4C). To further characterize the role of ERK3/4 in the control of mitotic entry, we 
overexpressed Flag-ERK4 alone or in combination with MK5 and measure the 
mitotic index of synchronized cells 12 h after G1/S transition. In agreement with the 
loss of function experiment, Flag-ERK4 does not modify the percentage of mitotic 





Figure 3.4 p38 and Erk3/4 inactivation does not affect entry into mitosis 
A) HeLa cells were synchronized at the G1/S transition and released in presence of 
SB203580 (10μM). Mitotic index was measured by flow cytometry. B) Western Blot 
analysis of pThr344 of MK2 demonstrates SB203580 efficiency. C) siRNA against 
Erk3 and Erk4 were transfected and cells were synchronized by double thymidine 
block. Mitotic index was measured at indicated time points. D) Immunobloting shows 
siRNA efficacy to decrease Erk3/4 expression. E) HeLa cells were transfected with 




cells was measured 12h after release. F) Expression of the proteins was verified by 
immunoblotting with anti-HA, anti-Flag and anti-GFP antibodies. Data for the mitotic 




Figure 3.S2 p38 activity is regulated in a cell cycle-dependent manner 
HeLa cells were synchronized at the G1/S transition by a double thymidine block and 
p38 activity was measured at the indicated time points by immunoblot analysis of 
pThr344 of MK2. p38 serves as a loading control. 
 
 
3.5.4   MK5 kinase activity is required to inhibit mitotic entry  
The results presented above prompted us to investigate the regulation of MK5 
activity during the recovery from replication arrest. As a first step, we analyzed the 
expression levels of MK5 from the G1/S-arrested state to the G2/M transition of 
HeLa cells. Whereas the expression of different mitotic regulators is modulated as 
cells progress to mitosis, endogenous expression of MK5 remains unchanged in the 
tested time course (Figure 3.5A). We next evaluated the enzymatic activity of MK5 
as cells progress toward mitosis. Because there is no commercial antibody against the 
phosphorylated Thr182 of the activation loop available, we immunoprecipitated 
endogenous MK5 with polyclonal antibodies and assessed its activity in an in vitro 
kinase assay (Figure 3.5B). In the pre-immune immunoprecipitate, there is no 
phosphorylation of HSP27 detected confirming the specificity of the assay (Figure 
3.5B). Interestingly, the activity of immunoprecipitated endogenous activity slightly 
increases as cells progress in mitosis. In nocodazole-arrested cells, MK5 activity is 
almost two fold higher than in G1/S-arrested cells (Figure 3.5B). These results 





Figure 3.5 MK5 activity is necessary to inhibit mitotic entry 
A) Expression of MK5, cyclin A, cyclin B, Plk1, pHH3(Ser10) and GAPDH during 
progression from G1/S to mitotis was determined by immunobloting. B) Endogenous 




points after release from thymidine block or from exponential and nocodazole-
arrested cells. Autoradiogram of phosphorylated HSP27 is shown. The expression of 
MK5, pHH3(Ser10) and GAPDH was determined by immunobloting. Activity of 
MK5 form exponential cells was arbitrary defines as 1. C) HeLa cells were co-
transfected with indicated HA-tagged MK5 constructs and GFP-Luciferase. 
Expression of the proteins was verified by immunoblotting with anti-HA and anti-
GFP antibodies. D) Transfected HeLa cells were synchronized at G1/S transition and 
harvested at 9h and 12h after release. Mitotic index is expressed as the percentage of 
pHH3(ser10) positive cells in the GFP-expressing population determined by flow 
cytometry. For each experiment, 104 cells per time points were analyzed. The results 
are expressed as means ± SEM of three independent experiments. 
 
 
To directly assessed the role of MK5 kinase activity, we analyzed the ability 
to modulate mitotic entry of two different catalytically inactive mutants 
overexpressed to levels comparable to HA-MK5 WT (Figure 3.5C). Revealing the 
importance of the enzymatic activity of MK5 to delay G2/M transition, expression of 
HA-MK5 T182A (phosphorylation loop mutant) and HA-MK5KD (mutation of the 
Lys 51 of the subdomain II to Ala) results in mitotic index similar to control cells 
(Figure 3.5D). Together, these results confirmed that enzymatic activity of MK5 is 
required to modulate the G2/M transition. 
3.5.5   MK5 modulates CDK1/cyclinB kinase activity 
Entry into mitosis is controlled by CDK1/cyclin B [2]. The results presented 
above suggested that CDK1 activity may be modulated by MK5. Thus, we analyzed 
the activity of endogenous CDK1 after depletion of MK5 by siRNA. In vitro 
phosphorylation of Histone H1 by immunoprecipitated CDK1-cyclin B revealed that 
MK5 inhibits CDK1. In fact, activity of CDK1 is already detectable at 9 h and is 
increased by two fold at 11 h post-release in MK5-depleted cells compared to control 
cells (Figure 3.6A). In parallel, we monitored the status of the inhibitory 
phosphorylation site Tyr15 of CDK1 by immunobloting. Notably, at 11 h the 
phospho-specific signal almost completely disappeared in cells depleted for MK5 




observation that recombinant MK5 does not perturb activity of CDK1/cyclin B in 




Figure 3.6 MK5 inhibits CDK1/cyclin B1 activity 
A) Hela cells were transfected with indicated siRNA and synchronized at the G1/S 
transition. Endogenous activity of CDK1/cyclin B1 complex was assessed at 
indicated time points after immunoprecipitation of cyclin B1. Kinase assays of 
Histone H1 were performed in presence of [γ32P]-ATP. Autoradiogram and 
coomassie staining of Histone H1 are shown. The CDK1/activity of siCTL cells at 0 
h post release was arbitrary defined as 1. B) Expression of indicated proteins was 




3.5.6   Cdc25A rescue MK5-dependent G2 delay 
Cdc25 phosphatases are key regulators of CDK activity during cell cycle 
progression. MK2 directly phosphorylates and regulates the activity of Cdc25 upon 
exposure of the cells to genotoxic stress [11, 12]. Because of the high degree of 
similarity between the kinase domain of MK2 and MK5 (48% identity) we 
hypothesized that MK5 might be able to phosphorylate Cdc25 [31]. To test this idea, 
Flag-MK5 WT or catalytically inactive mutants (T182A and KD) were 
immunoprecipitated from cells synchronized in G2 phase and incubated in vitro with 
recombinant GST-Cdc25A, B and C and 32P-ATP. Although similar amount of 
Cdc25 proteins were incubated, Figure 3.7A clearly shows that Cdc25A is a better 
substrate of MK5 than Cdc25B or C. To further characterize the specificity of this 
phosphorylation, we performed reactions using recombinant His6-MK5. From these 
experiments, we conclude that Cdc25A is directly phosphorylated in vitro by MK5 
(Figure 3B). Previous studies have shown that Cdc25A is a regulator of mitotic entry 
via activation of CDK1/cyclin B [32]. We tested the functional relation between MK5 
and Cdc25A by measuring the mitotic index when both proteins are overexpressed in 
HeLa cells. Interestingly, whereas ectopic expression of MK5 inhibits mitotic entry, 
addition of Cdc25A counteracts the delay in G2 phase mediated by MK5 activity 
(Figure 3.7C). These results suggest that MK5 and Cdc25A have opposite functions 





Figure 3.7 Cdc25A rescue MK5-dependant G2 delay 
A) HeLa cells were transfected with indicated Flag-MK5 constructs. 
Immunoprecipitated Flag-MK5 was incubated in presence of recombinant GST-
Cdc25A, B and C and [γ32P]-ATP in kinase buffer for 30 min at 30 oC. 
Autoradiogram and coomassie staining of Cdc25 are presented. * Indicated non-
specific band. Expression of MK5 constructs was detected by immunobloting with 




arbitrary set to100%. B) Recombinant His6-MK5 was incubated with HSP27, GST 
and GST-Cdc25A in presence of [γ32P]-ATP in kinase buffer for 30 min at 30 oC. 
Autoradiogram and coomassie staining are shown. C) HeLa were transfected with 
indicated constructs and synchronized at the G1/S transition. Mitotic index of GFP+ 
cells was measured 12h after release. The results are expressed as means of two 
experiments. 
3.6    Discussion 
MK5 is a member of the family of MAP kinase-activated protein kinases 
which includes RSK, MNK, MSK and MK [33]. These kinases have a broad 
spectrum of biological functions in response to mitogens and/or stress stimuli. 
MAPKAP kinases are core components of the pathways involved in transduction of 
the signal dictated by the stimuli to the cell cycle machinery. For example, in 
response to mitogens stimulation, phosphorylation and activation of many 
transcriptional and translational factors by RSK contributes to the immediate-early 
gene response involved in G0/G1 transition and to cell cycle proliferation. At the 
opposite, MK2 mediates cell cycle arrest by at least two distinct mechanisms 
following exposure of the cells to various genotoxic stresses. In fact, MK2 activated 
by p38 was shown to phosphorylate and inactivate Cdc25 phosphatases and to 
stabilize Gadd45α mRNA via hnRNPA0 phosphorylation and PARN inhibition in 
cancer cells [11-13]. Evidence in the literature argue that MK5 is an inhibitor of cell 
cycle progression in some circumstances. First, it was demonstrated that MK5 
inhibits oncogenic ras-induced gene expression and cell proliferation in fibroblasts 
[20]. Next, MK5 was shown to be essential for ras-induced senescence and tumor 
suppression [21]. MK5 directly activates p53 by phosphorylation of its Ser37. 
In the present study, we further link MK5 with cell cycle inhibition by 
demonstrating that it delays initiation of mitosis entry in specific conditions. Several 
lines of evidence support this notion. First, ectopic expression of MK5 results in a 
decrease of mitotic index and in accumulation of G2/M population when cells 
recovered from inhibition of replication. Importantly, in the experimental conditions 
used in the present study we observed that the inhibitory effect of MK5 is more 




acceleration of the mitotic entry following an arrest of proliferation imposed by 
thymidine or aphidicollin treatments of the cells. Intriguingly, gain or loss of function 
of MK5 did not alter cell cycle distribution of cycling cells. From all these results, we 
conclude that MK5 delays mitotic entry after inhibition of the replication.  
Yeasts have functional homologues of mammalian MKs, which possessed 
some structural characteristics found in the catalytic domain of the members of the 
CaMK family of kinases [31]. For example, expression of Rck1/2 proteins of S. 
cerevisiae restores resistance to radiation in checkpoint-deficient strains of S. pombe 
and increase the length of G2 phase in cycling cells [34]. The S. pombe Srk1 kinase, 
which is activated by p38 MAP kinase, blocks mitotic entry via phosphorylation and 
inhibition of Cdc25 phosphatases [35]. Srk1 is activated in G2 phase of each cell 
cycle and is part of a checkpoint activated in response to nongenotoxic stress (such as 
osmotic stress). Srk1 is not involved in Cdc25 regulation upon replication arrest or 
DNA damage. In light of all these studies of MKs in the control of cell progression in 
yeast and mammalian cells, it appears that MK get activated and control initiation of 
mitosis in very particular situation.  
Herein, we show that silencing of MK5 expression increases the enzymatic 
activity of CDK1/cyclin B. This increase of activity is also reflected by a more rapid 
dephosphorylation of the Tyr15 of CDK1. Two different catalytically inactive 
mutants of MK5 have no impact on the kinetics of mitotic entry. This indicates that 
MK5 might phosphorylate one or more key regulators of CDK1/cyclin B activity to 
inhibit initiation of mitosis. We made the interesting observation that MK5 
phosphorylates Cdc25A very efficiently in vitro, compared to Cdc25B and C. In 
addition, ectopic expression of this phosphatase reverses the delay of entry in mitosis 
generated by MK5. This suggests that MK5 and Cdc25A have antagonistic functions. 
From these results, we speculate that the increase of the length of the G2 phase 
provoked by the activity of MK5 is mediated by Cdc25A phosphorylation. However, 
we cannot rule out the possibility that MK5 controlled the activity of a regulator of 
Cdc25A. The first studies on Cdc25A revealed that it activates CDK2/cyclin E 




transition [36, 37]. Mounting evidence suggests that it is also involved in the control 
of the G2/M transition. Cdc25A is degraded by the proteasome in response to 
inhibition of replication, a mechanism suggested to preventing premature entry into 
mitosis [38]. In Chk1-deficient cells, the defective IR-induced S and G2 checkpoints 
can be restored by interfering with the accumulation of Cdc25A [39]. Recently, an 
important study demonstrates the relative importance of each Cdc25 phosphatases in 
the initiation of mitosis. From these results, it was proposed that Cdc25B plays a 
unique role as the initial activator of CDK1 at the centrosome, that Cdc25A functions 
in chromatin condensation and activation of CDK1 in the nucleus and that Cdc25C 
on its own cannot induce mitosis [32, 40]. 
The activity of Cdc25A is predominantly regulated by control of its stability. 
Expression of Cdc25A increases from S phase to mitosis in unperturbed cell cycle 
progression, and it is ubiquitinated by the APCCdh1 at mitosis exit [41]. When cells are 
exposed to inhibitor of DNA replication or DNA-damaging agents, Cdc25A is rapidly 
ubiquitinated by SCFβ-TRCP [38, 42]. Ubiquitination of Cdc25A is controlled by 
phosphorylation by various kinases. In mitosis, phosphorylation by CDK1/cyclin B of 
Ser18 and Ser116 stabilized Cdc25A to create an autoamplification loop [43]. In 
response to various cellular stresses, Chk1/2 phosphorylates Ser76 to promote 
Cdc25A degradation [44]. MK2 directly phosphorylates Cdc25A and controls its 
stability in response to campthotecin treatment [12]. Phosphorylation of Cdc25A on 
Ser 178 and Thr 507 by Chk1 facilitates Cdc25A binding to 14-3-3 [45]. Interaction 
with 14-3-3 sequesters Cdc25A in the cytoplasm and prevents its association with 
nuclear CDK1. Rcecently, a novel mechanism of Cdc25A control by Cdc14A was 
proposed to control the timing of entry into mitosis [46]. The data suggested that 
Cdc14A dephosphorylates an unknown protein to inhibit Cdc25A activity. Additional 
work is required to understand the exact mechanistic interaction between MK5 and 
Cdc25 A phosphatase. 
The activation of MK5 by p38 is still very controversial [47]. In the present 
study, we show that pharmacological inhibition of p38 do not accelerate the initiation 




for MK5 activity in the control of G2 length. This is in agreement with a previous 
study showing that pharmacological inhibition of p38 with SB203580 and LiLy p38 
inhibitor have no effect on cell cycle progression in HeLa cells [48]. However, 
inhibition of p38 in HCT116 cells accelerates the timing of mitotic entry [49]. 
Clearly, more studies are required to fully understand the cell type specificity of p38 
activity in the initiation of mitosis. On the other hand, it was shown that silencing of 
ERK3 and ERK4 expression impaired MK5 kinase activity [18, 19]. Surprisingly, 
ERK3 and ERK4 loss-of function or ERK4 ectopic expression do not modulates 
mitotic entry of synchronized cells. Additional work is needed to decipher the 
upstream mechanism of MK5 activation in the control of mitotic entry. 
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4.1  La Régulation de ERK3 
4.1.1  L’étude de ERK3 
La protéine ERK3 est un membre de la famille des MAP kinases. Le gène a été 
identifié par homologie de séquence à Erk1, en 1991, en même temps que Erk2 [422]. 
Cependant, depuis ce temps, les travaux sur ERK3 ne se sont pas effectués au même 
rythme que ceux sur ERK1/2. À la mi-décembre 2010, on comptait 64 titres sur le 
site internet de Pubmed en effectuant une recherche « ERK3 » comparativement à 13 
097 pour une recherche « ERK1 and/or ERK2 ». La recherche sur ERK1/2 a pris une 
très grande avance sur celle de ERK3 pour différentes raisons. Premièrement, très 
rapidement, il a été démontré que ERK1/2 sont phosphorylées et activées en réponse 
à des facteurs mitogéniques. La connaissance des stimuli qui favorisent l’activité 
d’une kinase facilite énormément son étude, puisqu’il est ainsi possible de tester son 
rôle dans les conditions identifiées. Deuxièmement, ERK1/2 phosphorylent fortement 
plusieurs substrats différents in vitro (ex. : Histone H1 et MBP), ce qui a permis de 
bien caractériser leur régulation et leur mécanisme d’activité enzymatique. Ces 
observations ont largement contribué à établir les rôles cruciaux de ERK1/2 dans la 
transduction des signaux provenant de l’extérieur vers l’intérieur de la cellule afin de 
générer une panoplie de réponses cellulaires (contrôle de la prolifération, migration, 
différenciation, etc.) [415, 416]. Par contre, l’étude des fonctions et de la régulation 
de ERK3 souffre grandement de la méconnaissance des stimuli qui augmentent son 
activité kinase et de l’absence de substrats phosphorylés par celle-ci. Une autre raison 
qui peut expliquer le peu de connaissances sur ERK3 à ce jour, est le fait que les 
premières études aient été réalisées en utilisant un ADNc erroné. Suite à son 
identification, le groupe de M. Cobb, qui a contribué à cloner le gène, travaillait avec 
un ADNc codant pour une protéine de 546 aa [650, 651]. Or, nous savons aujourd’hui 
que le gène Mapk6 code pour une protéine de 721 aa [582, 583]. Lorsqu’il existe de 
la confusion sur la séquence exacte d’une protéine, il est compréhensible que l’étude 




4.1.2   ERK3, une kinase associée à la différenciation et la prolifération cellulaire 
Encore aujourd’hui, on connaît très peu de processus cellulaires impliquant 
ERK3. Cependant, plusieurs évidences l’associent au contrôle de la prolifération et de 
la différenciation cellulaire. Tout d’abord, les niveaux d’ARNm et de la protéine sont 
augmentés dans des conditions qui provoquent l’arrêt de la prolifération cellulaire ou 
la différenciation (Chapitre 1, Sections 1.6.1.2 et 1.6.1.4). Ensuite, Philippe 
Coulombe, un ancien étudiant au doctorat dans le laboratoire du Dr Meloche, a 
démontré que ERK3 est une protéine dont la demi-vie est très courte (environ 30 min) 
et est constitutivement dégradée par le système ubiquitine-protéasome dans des 
cellules en prolifération [591]. Il a remarqué que ERK3 est stabilisée lors de la 
différenciation de cellules PC12 et C2C12 en cellules neuronales et musculaires 
respectivement. La différenciation étant caractérisée par une sortie du cycle cellulaire 
et un arrêt de la prolifération, il a testé le rôle de ERK3 dans la progression dans le 
cycle. Ainsi, l’expression de ERK3 ectopique à un niveau bien plus élevé que le 
niveau endogène, obtenu en utilisant des chimères ERK1-ERK3 stables ou en 
ajoutant un épitope de grande taille au N-terminal de ERK3, ralentit l’entrée des 
cellules en phase S [591, 612]. Finalement, pendant que j’effectuais mes études 
doctorales, deux groupes ont rapporté des interactions entre ERK3 et la cycline D3, 
une sous-unité des complexes CDK4/6 et la phosphatase Cdc14A [613, 614]. 
Au Chapitre 2, nous décrivons pour la première fois un mécanisme de régulation 
de ERK3 qui opère de manière dépendante au cycle cellulaire. En effet, nous avons 
pu démontrer que l’état de phosphorylation de ERK3 varie au cours du cycle 
cellulaire, devenant hyper-phosphorylée spécifiquement lors de la mitose (Figure 2.1, 
p114). ERK3 avait été décrite pour être associée à la phase G1/S. La découverte 
d’une modification spécifiquement lors de la mitose était donc pour nous plutôt 
surprenante. Dans le but de caractériser l’impact de cette phosphorylation sur la 
régulation de ERK3, nous avons entrepris l’identification de(s) site(s) phosphorylé(s) 
en mitose. À ce moment, nous savions que ERK3 était phosphorylée sur la Ser 189 de 
sa boucle d’activation in vivo, un résidu important pour son activité catalytique. Nous 




l’interaction avec MK5 (Annexe I). La Ser 386, un site à l’extérieur du domaine 
kinase, représente l’autre site de phosphorylation, mais dont la fonction demeure 
inconnue (Annexe I). Des analyses de migration sur gel de mutants non 
phosphorylables de ces deux sites et de différents mutants de délétion de l’extrémité 
C-terminale ont permis de conclure que la phosphorylation en mitose se produit sur 
l’extrémité C-terminale de la protéine (Figure 2.2, p.117). Nous avons tiré profit de la 
spectrométrie de masse afin d’identifier directement les résidus qui étaient 
phosphorylés spécifiquement par des extraits protéiques de cellules en mitose et non 
par des extraits protéiques de cellules en interphase. Cette étude a révélé que les Ser 
189 et 386 sont phosphorylées dans chacune des conditions, tout comme la Ser 665, 
un site qui n’avait pas encore été identifié. Ces trois résidus ont également été 
observés pour être phosphorylés dans une étude à grande échelle visant à répertorier 
tous les sites phosphorylés sur toutes les protéines lors de la mitose [652]. Notre 
analyse par spectrométrie de masse a mené à l’identification des nouveaux sites de 
phosphorylation Ser684, Ser688, Thr698 et Ser705 spécifiques à la mitose (Figure 
2.3, p. 119). Seule la Ser688 est située dans une séquence consensus parfaite des 
CDK (S/T-P-X-R/K), les trois autres résidus étant situés dans une séquence 
consensus minimale S/T-P seulement. In vitro, CDK1/cycline B phosphoryle ERK3 
de type sauvage, mais pas un mutant de ces quatre sites et des inhibiteurs 
pharmacologiques de CDK1 inhibent la phosphorylation d’au moins un des sites, tel 
que démontré à l’aide de l’anticorps phospho-spécifique pThr698 (Figure 2.4 A et C, 
p.123). Ainsi, l’ensemble de ces résultats suggère fortement que ERK3 est un 
nouveau substrat physiologique de CDK1 lors de la mitose. 
4.1.3    Identifier les phospho-protéines en mitose 
L’identification des protéines phosphorylées en mitose est un sujet qui intéresse 
les chercheurs depuis plusieurs années. De nombreux efforts sont déployés dans le 
but d’identifier tous les substrats de certaines kinases mitotiques dont CDK1/cycline 
B ou Plk1 [281, 653-655]. Bien qu’une estimation du nombre de substrats de CDK1 
chez les mammifères ne soit pas encore tout à fait possible, chez la levure S. 




8 % du protéome [653]. Une bonne connaissance des substrats des kinases permet de 
mieux comprendre comment elles exercent leurs fonctions. Une des premières 
approches à grande échelle utilisée pour identifier des protéines hyper-phosphorylées 
spécifiquement durant la mitose faisait appel à la traduction de pool de ADNc in vitro 
[656]. De cette façon, après avoir traduit 12 000 ADNc en présence de 35S, M. 
Kirschner et son équipe ont remarqué que seulement une minorité de protéines (ils en 
ont identifié une quinzaine) migraient plus lentement sur gel après avoir été 
phosphorylées par des extraits protéiques de cellules en mitose [657]. Suite à cette 
étude, ils ont également conclu que la majorité des protéines phosphorylées en mitose 
le sont sur plus d’un site et que certaines de celles-ci sont phosphorylés par plusieurs 
kinases.  
Plus récemment, une autre étude à grande échelle dans les cellules de 
mammifères visant à découvrir des substrats spécifiques de CDK1/cycline B lors de 
la mitose a été décrite [654]. Dans cette étude originale, les chercheurs ont utilisé une 
variante de la « méthode Shokat » pour identifier plus de 70 protéines et sites 
phosphorylés. Pour appliquer cette méthode, les auteurs ont inséré des mutations dans 
le site de liaison de l’ATP de CDK1 afin que seule cette kinase modifiée puisse 
utiliser un analogue de l’ATP. Celui-ci possède un groupement phosphate « bio-
orthogonal » qui est utilisé pour purifier et identifier par spectrométrie de masse les 
peptides phosphorylés. Cependant, dans cette étude, les auteurs ont pu constater que 
des centaines de protéines sont phosphorylées par CDK1/cycline B, mais que leur 
approche, pas suffisamment sensible, ne leur permettait que d’identifier des protéines 
très abondantes [654]. En accord avec la séquence dans laquelle se retrouvent les sites 
de ERK3 phosphorylés lors de la mitose, cette étude a révélé que 32 % des sites 
phosphorylés par CDK1 ne possèdent que la proline en position P+1 mais pas le 
résidu basique en position P+3 [654]. La phosphorylation de ERK3 par CDK1 
représente donc un autre exemple pour lequel la proline en position P+1 est 
suffisante.  
Une autre caractéristique des sites phosphorylés sur ERK3 lors de la mitose est le 




observation, l’analyse des sites de phosphorylation des substrats de CDK1 chez la 
levure révèle que ceux-ci sont fréquemment rapprochés dans la séquence primaire 
[653, 658]. C’est le cas notamment des protéines Cdc6p, Cdh1p, Orc6p et Pds1p pour 
n’en nommer que quelques-unes. Les raisons d’un tel regroupement ne sont pas 
parfaitement claires. Il est possible qu’une telle proximité de sites soit nécessaire pour 
l’atteinte d’un seuil critique de régulation des substrats ou pour contrôler des 
interactions protéines-protéines qui reposent sur la présence (lorsque CDK1 est 
active) ou l’absence (lorsque CDK1 est inactive) de régions chargées très 
négativement.  
Finalement, lors d’une analyse du phospho-protéome de foie de souris, le groupe 
de S. Gygi est venu à la conclusion que le dernier 5 % des aa en C-terminal est 
phosphorylé dans une plus grande proportion que le reste de la séquence des 
protéines [659]. Ceci peut s’expliquer par le fait que le C-terminal d’une protéine est 
souvent non structuré et exposé, donc plus facilement accessible pour une kinase. Les 
sites de ERK3 identifiés dans la première étude de cette thèse se retrouvent également 
dans le dernier 5 % de la protéine. Bien que la structure tridimensionnelle de ERK3 
ne soit pas connue, la modélisation du domaine kinase de ERK3 à partir de la 
structure résolue de ERK2 prédit que ces deux kinases s’organisent de façon 
semblable [591]. Toutefois, il est impossible, pour l’instant, de prédire comment 
l’extension en C-terminal unique à ERK3 est positionnée par rapport au domaine 
kinase. La résolution de la structure de ERK3 est essentielle pour répondre à cette 
question et déterminer la nature des interactions intramoléculaires qui se produisent 
entre le domaine kinase et le domaine en C-terminal.  
4.1.4   Est-ce que ERK3 est phosphorylée par plusieurs kinases lors de la mitose? 
Certaines évidences suggèrent que ERK3 n’est pas phosphorylée uniquement par 
CDK1 au cours de la mitose correspondant ainsi à la description formulée par 
Stukenberg et al. que certains substrats sont phosphorylés par plusieurs kinases lors 
de la mitose [657]. Voici les résultats qui permettent de proposer que tel soit le cas 
pour ERK3. Premièrement, le mutant de délétion ERK31-678, qui ne contient plus 




migration ralentie sur gel semblable à la forme sauvage traitée de la même façon 
(Figure 2.2C, p117). Deuxièmement, la phosphorylation in vitro par CDK1/cycline B 
ne provoque pas de retard de migration de ERK3 et la migration du mutant ERK3 
C4A n’est que partiellement accélérée en comparaison à la protéine sauvage (Figure 
2.3C, p.119). Finalement, les analyses par spectrométrie de masse des sites de ERK3 
phosphorylés lors de la mitose ont révélé deux autres sites, soient les Ser 477 et Ser 
511, qui ne sont pas suivis d’une proline. 
4.1.4.1 Plk1 
De manière intéressante, les Ser 477 et Ser 511 sont situées dans une séquence 
consensus minimale de phosphorylation par Plk1 qui est D/E-X-S/T (Figure 4.1A) 
[223]. Nous avons également observé qu’in vitro, Plk1 phosphoryle ERK3 produite 
en bactérie (Figure 4.1B). De plus, les deux kinases interagissent ensemble, 
lorsqu’elles sont surexprimées dans des cellules HEK 293T (Figure 4.1C). Plk1 
interagit avec ses substrats via son domaine PBD, situé en C-terminal du domaine 
kinase. Dans les expériences d’interaction que nous avons effectuées, nous avons 
démontré que ERK3 interagit directement avec le domaine PBD de Plk1 (Figure 
4.1D). Des résultats similaires ont été obtenus in vitro en effectuant des «GST-PBD 
pull-down» (résultats non présentés). Finalement, en examinant attentivement le 
patron de migration de GFP-ERK3 sur gel, on constate qu’en présence du mutant 
constitutivement actif de Plk1 (CA, Thr210Asp), ERK3 est très légèrement retardé 
comparativement à sa migration en présence du mutant catalytiquement inactif de 
Plk1 (Plk1 KD) (Figure 4.1C). Des expériences supplémentaires sont nécessaires afin 
de mieux préciser le lien qui existe entre ERK3 et Plk1. Par exemple, il faudrait 
confirmer que les Ser 477 et Ser 511 sont réellement phosphorylées in vivo lors de la 
mitose de manière dépendante à Plk1. Un des mécanismes intéressants de contrôle de 
l’interaction entre Plk1 et ses substrats/partenaires est la nécessité de la pré-
phosphorylation de ceux-ci par CDK1 [279]. Au cours de mon doctorat, nous avons 
exploré l’influence de la phosphorylation par CDK1 sur l’interaction ERK3-Plk1. 
Cependant, il semble que le mutant non phosphorylable de ERK3 (ERK3 C4A) 





Figure 4.1 Plk1 phosphoryle in vitro et interagit avec ERK3 
A) Localisation des deux sites identifiés par spectrométrie de masse comme étant 
phosphorylés dans des extraits de cellules en mitose. La séquence dans laquelle se 
retrouvent ces résidus est alignée avec la séquence consensus de phosphorylation par 
Plk1. B) HA-Plk1 transfectée dans des HEK 293T a été immuno-précipitée et incubée 
avec l’α-caséine, un contrôle positif, ou His6-ERK3-GST produite en bactérie ainsi 
que 10 μCi de γ32P-ATP. Les panneaux supérieurs montrent les autoradiogrammes. 
Le mutant Plk1 KD est un mutant catalytiquement inactif (K83R). Il est à noter que 
les intensités respectives entre l’α-caséine et ERK3 ne peuvent être comparée. C) Des 
cellules HEK 293T ont été transfectées avec les constructions indiquées et suite à leur 
lyse, une immuno-précipitation à l’aide des billes α-Flag M2-Agarose a été réalisée. 
Un western blot à l’aide des anticorps anti-ERK3 et anti-HA a été effectué. Le mutant 
Plk1 CA est constitutivement actif (Plk1 Thr210Asp). D) L’expérience présentée 
dans ce panneau, est similaire à celle décrite en C), à l’exception que la construction 
HA-Plk1-PBD a été utlisée. 
 
 
produit également en interphase, au moment où CDK1 est inactive (résultats non 
présentés). En accord avec ces observations, il a été démontré que la reconnaissance 




strictement de la phosphorylation préalable par les CDKs [660]. Plk1 exerce 
différentes fonctions au cours du cycle cellulaire, consistant avec sa localisation très 
dynamique. Par exemple, en interphase et lors de la cytokinèse, Plk1 est associée aux 
microtubules et centrosomes, alors que durant la mitose Plk1 est surtout retrouvée 
aux pôles du fuseau mitotiques, aux kinétochores et au site de clivage [276]. 
Comment la régulation de la localisation de Plk1 est-elle effectuée au moment où les 
kinases mitotiques sont inactives? Une partie de la réponse provient du fait que Plk1 
est localisée aux microtubules en interphase via son interaction avec MAP205, et que 
la phosphorylation de cette dernière par CDK1 en mitose provoque la dissociation de 
Plk1 [660]. Cet exemple illustre bien les divers mécanismes possibles de contrôle de 
l’interaction Plk1-partenaires/substrats. Ainsi, la relation entre Plk1 et ERK3 
mériterait d’être étudiée plus en détail. 
4.1.4.2.  Les kinases de la famille Aurora et NIMA 
En mitose, deux autres familles de kinases sont bien connues pour être 
activées, il s’agit des kinases de la famille Aurora et NIMA. Mes résultats n’excluent 
pas la possibilité qu’un(des) membre(s) de ces familles phosphoryle(nt) ERK3.  
Le génome humain contient trois gènes Aurora, soient Aurora A, B et C [27]. 
Ces trois Ser/Thr kinases sont décrites pour être impliquées dans plusieurs aspects du 
déroulement de la mitose. Ainsi, l’activité de Aurora A est importante pour la 
maturation et la séparation des centrosomes en G2 de même que la nucléation des 
microtubules à partir des centrosomes [661]. De plus, comme décrit à la section 1.2.2, 
Aurora A participe à l’activation de CDK1 lors de l’entrée des cellules en mitose. 
Pour sa part, Aurora B intervient plutôt dans la condensation des chromosomes, la 
cohésion des chromatides sœurs, l’organisation du fuseau mitotique et l’attachement 
des microtubules aux kinétochores, le SAC et la cytokinèse [661]. Finalement, 
Aurora C est la moins bien caractérisée des trois et semble jouer un rôle surtout dans 
la spermatogénèse. Son rôle dans le contrôle de la mitose demeure encore incertain, 





NIMA a été identifié chez Aspergillus nidulans et est essentiel pour l’entrée 
des levures en mitose [662]. Chez les mammifères, il y a 11 gènes Nek (NIMA-related 
kinases) qui, comme le nom l’indique, sont les homologues les plus proches de 
NIMA. De celles-ci, Nek2 est la plus étudiée. Bien qu’elle ne puisse complémenter la 
mutation de NIMA chez A. nidulans, Nek2 est importante dans la maturation des 
centrosomes et pour la formation d’un fuseau mitotique fonctionnel. Il existe deux 
isoformes de Nek2 issus de l’épissage alternatif, soit Nek2A et B [662]. Au 
laboratoire, Nek2 a été identifiée comme partenaire de ERK3 dans une approche de 
purification par affinité de type « TAP-tag ». Cependant, cette interaction n’a pas 
encore été reproduite et on ne sait pas si l’une ou l’autre de ces kinases phosphoryle 
l’autre. De plus, pendant les travaux de purification de la kinase de la boucle 
d’activation de ERK3, le Dr Déléris a identifié Nek9 comme kinase interagissant 
avec ERK3 et qui la phosphoryle sur aux moins deux résidus (mais non pas la boucle 
d’activation) situés dans le domaine kinase et l’extrémité C-terminale (P. Déléris et S. 
Meloche, résultats non publiés). 
L’étude de peptides préférentiellement phosphorylés par Aurora A in vitro 
révèle que celle-ci est une kinase basophile ayant comme préférence la séquence 
R/K/N-R-X-S/T-B, où B est un résidu hydrophobe à l’exception de la proline [663]. 
Par ailleurs, une telle étude n’a été faite que pour déterminer la séquence consensus 
de la kinase NIMA de A. nidulans, membre fondateur de cette famille. Cette kinase a 
la particularité unique de phosphoryler un résidu Ser ou Thr lorsqu’il y a une Phe en 
position -3 (F-X-X-S/T) [664, 665]. À ce jour, Hec1 est le seul substrat de Nek2 dont 
le site a été identifié et il s’agit de la Ser 165 dans la séquence FALSK [666]. Ces 
kinases représentent toutes des candidates potentielles pour expliquer la 
phosphorylation du domaine C-terminal de ERK3 en mitose, qui ne peut être 
attribuée à CDK1. Cependant, basé strictement sur l’analyse des sites consensus de 
phosphorylation de ces kinases, il est peu probable, mais non pas impossible, que tel 
soit le cas. En effet, l’analyse de la séquence primaire du domaine C-terminal ne 
révèle la présence d’aucun de ces motifs. Des essais de phosphorylation in vitro 




4.1.5   Quel est le rôle de la phosphorylation en mitose? 
La phosphorylation des protéines peut affecter plusieurs propriétés de celles-
ci, dont l’activité enzymatique, la localisation subcellulaire et les interactions 
protéines-protéines. L’étude de l’hyper-phosphorylation de ERK3 lors de la mitose 
présentée au Chapitre 2 constitue le premier exemple dans la littérature d’une telle 
modification de MAP kinases. Toutefois, il a été démontré très récemment que la 
MAP kinase ERK5 est également hyperphosphorylée lors de la mitose [667, 668]. De 
manière similaire à ERK3, la phosphorylation de ERK5 se fait en partie par 
CDK1/cycline B et par d’autres kinases qui restent à identifier. De plus, les résidus 
qui sont phosphorylés (Ser567, 706, 720, 753, 773 et 803 et la Thr 732) sont situés 
dans le domaine C-terminal de la protéine. D’après les résultats de ces recherches, 
l’hyper-phosphorylation de ERK5 lors de la mitose inhibe son activité kinase, affecte 
son activité transcriptionnelle (positivement ou négativement, selon les études qui ont 
identifié différents sites de phosphorylation) et favorise sa localisation nucléaire. Lors 
de notre étude sur la caractérisation de l’impact de la phosphorylation mitotique de 
ERK3, nous n’avons pas observé de changement dans la phosphorylation de la boucle 
d’activation et ERK3 isolée de cellules synchronisées en mitose a la même activité 
enzymatique envers son seul substrat connu MK5 que ERK3 isolée de cellules en 
interphase (données non présentées). De plus, il ne semble pas que la phosphorylation 
de ERK3 sur son extrémité C-terminale affecte l’interaction entre ERK3 et MK5. Ce 
résultat n’est pas surprenant puisque la région de ERK3 importante pour son 
association avec MK5 a été assignée aux aa 326 à 340 du domaine kinase, ainsi qu’à 
l’état de phosphorylation du motif SEG de la boucle d’activation, qui ne varie pas au 
cours du cycle cellulaire (Annexe 1, et résultats non publiés). Le fait que peu de 
substrats et partenaires d’interaction soient connus nous limitait considérablement 
dans les différentes interactions protéines-protéines à tester. Avec la découverte de 
nouveaux partenaires/substrats qui viendra certainement dans les prochaines années, 
il sera intéressant de tester si l’interaction entre ERK3 et ceux-ci est régulée au cours 
du cycle cellulaire. Par conséquent, il est donc possible que ERK3 est phosphorylé 




(ou plusieurs) autre(s) kinase(s) contribue à modifier ses interactions protéines-
protéines. 
4.1.6   L’ubiquitination de ERK3 
Notre première étude a permis de mettre en évidence que la dégradation de 
ERK3 par le système ubiquitine-protéasome est régulée au cours du cycle cellulaire. 
En effet, l’expression de ERK3 atteint un maximum lorsque les cellules sont en 
mitose (Figure 2.1, p. 114). Tandis que la demi-vie de ERK3 est d’environ 20-25 min 
en interphase, elle devient d’environ 100 min dans des cellules synchronisées en 
prométaphase (Figure 2.6, p.127). Ces cinétiques de dégradation ressemblent 
énormément à celles observées pour la cycline B1 [264]. Nos résultats indiquent que 
la phosphorylation en mitose par CDK1/cycline B stabilise ERK3, puisque le mutant 
non phosphorylable ERK34A a une demi-vie d’environ 20 min lors de la mitose 
(Figure 2.6, p.127).  
Sachant que ERK3 se comporte différemment des autres MAP kinases au niveau 
de sa stabilité, à l’exception de ERK7, nous sommes intéressés à identifier la E3 
ligase responsable de la dégradation de ERK3, afin de mieux comprendre ses 
mécanismes de régulation. De par les travaux présentés dans cette thèse, il est 
possible d’émettre l’hypothèse qu’une E3 ligase de ERK3 est active tout au long du 
cycle cellulaire et que la phosphorylation de la queue C-terminale de ERK3 prévienne 
leur interaction. En fait, il a été démontré que la dégradation de ERK3 se produit 
conséquemment à l’ubiquitination de son extrémité N-terminale [597]. Pour se faire, 
deux régions en N-terminal de ERK3, NDR1 et NDR2, sont nécessaires pour 
promouvoir l’instabilité de ERK3. Il est possible que ces régions servent de motifs 
reconnus par la E3 ligase de ERK3. Par contre, le domaine C-terminal ne semble pas 
affecter la dégradation constitutive de ERK3 puisqu’un mutant de délétion de ce 
domaine est dégradé avec la même cinétique que la protéine sauvage [597]. D’après 
les résultats présentés au Chapitre 2, il est possible de proposer que la 
phosphorylation du C-terminal induise un changement de conformation de ce 




autre côté, la phosphorylation de ERK3 au cours de la mitose pourrait favoriser 
l’interaction avec une enzyme de déubiquitination (Figure 4.2). 
 
 
Figure 4.2 Modèle de régulation de ERK3 au cours du cycle cellulaire 
Relation entre la phosphorylation du domaine C-terminal de ERK3 et la dégradation 




4.1.6.1   La E3 ligase de ERK3 
Tel que décrit à la Section 1.1.3.6, les activités des deux complexes E3 ligases 
APC et SCF contrôlent la progression dans le cycle cellulaire. L’APCCdh1 est actif de 
la fin de la mitose jusqu’à la phase S, et l’APCCdc20 est actif pendant la mitose [94]. 
Les complexes SCF, régulés par différentes protéines à boîte F, sont actifs tout au 
long du cycle cellulaire [85]. Au cours de mes études doctorales, j’ai effectué des 
expériences d’ubiquitination in vitro afin de déterminer si l’APCCdh1 ou l’APCCdc20 
ubiquitinent ERK3. Ces expériences me permirent d’exclure l’APC comme E3 
ubiquitine ligase de ERK3, malgré le fait que l’abondance de ERK3 varie de manière 
semblable à la cycline B, un substrat de l’APC. De plus, l’expression d’un mutant 
dominant négatif de Cullin-1 (composante essentielle des complexes SCF) n’a aucun 
effet sur la stabilité de ERK3 (P. Coulombe et S. Meloche, résultats non publiés). 
 Le génome humain contient environ 600 gènes codant pour des protéines à 
domaine RING pouvant agir comme E3 ubiquitine ligases et 28 E3 ligases de la 
famille HECT [87, 669]. Seulement quelques-unes des ces E3 ligases ont des 
substrats connus, mais il faut considérer que la grande majorité des E3 ligases n’est 
pas étudiée à ce jour. Il est donc normal que très peu de ligases soient associées au 
contrôle du cycle cellulaire. Tout indique que des études futures permettront sans 
aucun doute d’accroître le nombre de E3 ligases contrôlant l’expression de protéines 
de manière dépendante au cycle cellulaire. Par exemple, lors d’un crible à grande 
échelle visant l’identification de protéines du système ubiquitine-protéasome (E1, E2, 
E3 ligases, déubiquitinases, protéines qui lient l’ubiquitine) impliquées dans l’entrée 
en anaphase suivant l’activation du SAC, six nouveaux candidats E3 ligases ont été 
identifiés [670]. Ainsi, cinq protéines à domaine RING (RING1, ZNFP294, 
RingFP_32, Rad18hom et DZIP-3) et une protéine à boîte F (FBOX41) ont été 
trouvées. Évidemment, aucun substrat ne leur a été assigné pour l’instant. D’autres 
cribles similaires, faisant appel à une telle libraire de molécules d’ARN antisens, 
pourrait fournir de nouvelles listes de E3 ligases qui régulent la progression dans le 
cycle ou la transition entre les différentes phases. Dans ce même ordre d’idée, il a été 




ubiquitinée par la E3 ligase à domaine RING SIAH-1 (Seven in absentia from human 
1) [671]. Lors de la mitose, Aurora A/B phosphoryle EB3 sur sa Ser 176, ce qui 
prévient son interaction avec et son ubiquitination par SIAH-1. Afin d’identifier 
la(les) E3 ubiquitine ligases de ERK3, la stratégie la plus simple serait de faire un 
criblage pour tester l’impact de la suppression de chacun des gènes de protéines à 
domaines RING, HECT ou boîtes F sur la stabilité de ERK3. Au laboratoire, Benoît 
Pelletier, chercheur postdoctoral, a développé un essai luciférase pour tester l’effet de 
molécules chimiques sur la dégradation d’un inhibiteur du cycle cellulaire. Dans un 
essai semblable, il serait possible de faire une construction ERK3-Luciférase et de 
mesurer son abondance après avoir supprimé l’expression des protéines sélectionnées 
par infection lentivirale de shRNA. 
4.1.6.2   Les enzymes de déubiquitination 
Jusqu’à présent, les rôles des enzymes de déubiquitination (DUBs, 
deubiquitinating enzymes) dans le cycle cellulaire ne sont que très peu caractérisés, 
l’accent ayant été mis sur la compréhension du processus d’ubiquitination lors des 
dernières décennies. Cependant, il existe quelques exemples dans la littérature de 
DUBs dont l’activité et l’expression fluctuent au cours du cycle cellulaire. Ainsi, le 
suppresseur de tumeurs Cyld, est requis pour promouvoir l’entrée des cellules en 
mitose [672]. Son activité et ses niveaux protéiques atteignent des maximums lors de 
la mitose. On observe le même patron de régulation pour Usp44 dont l’activité est 
essentielle pour prévenir l’activation de l’APC lorsque le SAC est activé [670]. 
Pour mieux définir les réseaux d’interactions des DUBs, le groupe de W. Harper 
a analysé les interactions de 75 DUBs par une approche de « TAP-tag » couplée à 
l’identification de leurs partenaires par spectrométrie de masse [673]. Parmi les 774 
partenaires candidats repêchés, ERK3 a été trouvée en association avec l’enzyme de 
déubiquitination Usp20. Au laboratoire, Paul Déléris, chercheur postdoctoral, a 
confirmé cette interaction par co-immunoprécipitation (résultats non publiés). Il a 
également été possible de démontrer expérimentalement que Usp20 déubiquitine 
ERK3. Usp20 (ou VDU2, pVHL-interacting deubiquitinating enzyme-2) est décrite 




condition d’hypoxie [674] et du β2-AR (β2-Adrenergic Receptor), dont 
l’ubiquitination régule positivement son internalisation [675]. Il serait intéressant de 
vérifier si cette DUB joue un rôle lors du cycle cellulaire, si son expression ou son 
activité varie dans les différentes phases et si son interaction avec ERK3 est modulée 
au cours du cycle. À partir de nos travaux, on peut supposer que l’interaction entre 
ERK3 et Usp20 est plus forte au cours de la mitose, ce qui favorise la 
déubiquitination de ERK3 et ainsi augmente sa stabilité. De plus, il est possible que 
Usp20 soit plus fortement exprimée ou plus active en mitose. Toutefois, on ne peut 
écarter la possibilité qu’une ou plusieurs autres DUBs contrôlent la stabilité de ERK3 
au cours du cycle cellulaire. 
4.1.7   ERK3 se retrouve aux centrosomes  
Identifier l’endroit dans la cellule où se retrouve une protéine facilite la 
compréhension de ses fonctions, surtout lorsqu’on est en quête de celles-ci, comme 
c’est le cas avec ERK3. Malgré que ERK3 ait été initialement assignée au noyau, il a 
par la suite été démontré par le laboratoire du Dr Meloche que ERK3 oscille 
constamment entre le noyau et le cytoplasme [612, 651]. D’un autre côté, une étude 
suggère que ERK3 se situe également au niveau du ERGIC et que son déplacement 
vers le noyau dépend d’un nouveau mécanisme de contrôle de localisation des MAP 
kinases [584]. En fait, selon ce modèle, ERK3 est située principalement au ERGIC en 
phase G1 et lorsqu’une région en C-terminal est clivée via un mécanisme inconnu, 
une fraction du pool de ERK3 est redirigée vers le noyau en phases S et G2. Dans 
certaines conditions, il est également possible d’observer ERK3 aux centrosomes ou 
associée à au moins une protéine centrosomale. Tout d’abord, la co-expression de 
ERK3 et Cdc14A dirige ERK3 aux centrosomes ([614] et Fig 4.3A). En effet, chez 
les mammifères, Cdc14A est une phosphatase qui se situe aux centrosomes en 
interphase et en prométaphase [306]. Pendant la télophase, Cdc14A se retrouve aussi 
au niveau du « midbody ». La localisation centrosomale est en partie attribuable à sa 
séquence NES qui prévient qu’elle soit transportée vers le nucléole. Cette localisation 
ne dépend pas de l’activité phosphatase de Cdc14A car ERK3 est aussi située au 




[614]. Ensuite, lorsque Plk1 est surexprimée en même temps que ERK3, on peut 
retrouver celle-ci aux centrosomes dans certaines cellules (Fig 4.3). Nous n’avons pu 
confirmer l’impact de l’activité kinase de Plk1 sur la localisation centrosomale de 
ERK3, puisque le mutant inactif utilisé, quoique moins actif que Plk1 sauvage, 
possède une activité résiduelle (Fig 4.1B). Par contre, la co-expression du domaine 
PBD, n’engendre pas le recrutement de ERK3 au centrosome, bien que ce domaine 
soit important pour la localisation de Plk1 à ces structures cellulaires (résultats non 
démontrés) et [676]. Finalement, tout récemment, un groupe de chercheurs a réalisé 
une étude à grande échelle pour définir le « MAP kinase interactome » à partir de 86 
protéines reliées aux MAPKs [677]. Parmi les 1500 interactions protéines-protéines 
répertoriées, on retrouve une association entre ERK3 et Cep1 (Centrosomal protein 1, 
aussi nommée Cep110). Celle-ci a été décrite pour faire partie des centrioles et 
lorsqu’elle est neutralisée à l’aide d’anticorps, les centrosomes perdent leur capacité à 
être le centre d’organisation des microtubules [678]. De plus, Cep1 est requise pour 
reformer le centrosome d’interphase après la mitose. De toute évidence, cette 
interaction mérite d’être reconfirmée tout comme il faudrait vérifier si l’expression de 
Cep1 localise ERK3 aux centrosomes et si Cep1 est un substrat de ERK3.  
Comme nous l’ avons démontré au Chapitre 2, ERK3 est phosphorylée sur 
quatre résidus qui sont suivis d’une proline. Plusieurs protéines phosphorylées sur un 
motif S/T-P interagissent avec la peptidyl-prolyl cis/trans isomérase PIN1 (protein 
interacting with NIMA 1) ( revue dans [679]). Cette isomérase est impliquée dans une 
multitude de processus cellulaires dont la réponse cellulaire aux stress, certaines 
fonctions neuronales, l’immunité et la progression dans le cycle cellulaire [679]. 
PIN1 contrôle la progression en mitose en modifiant l’activité de plusieurs 
régulateurs clés tels Emi1, Cdc25 et Wee1. De manière intéressante, en interphase, 
PIN1 est retrouvée au centrosome tandis qu’elle est déplacée de ces structures au 
cours de la mitose [680]. En fait, la délétion génétique de Pin1 entraîne un défaut de 
duplication des centrosomes, alors que sa surexpression les amplifie. Au cours de 





Figure 4.3 ERK3 peut être retrouvée aux centrosomes  
A) Des HeLa sont transfectées avec la GFP ou ERK3-GFP. Localisation de la GFP 
ou GFP-ERK3 dans des cellules en interphase (exponentielle), en métaphase, en 
anaphase ou arrêtées avec le nocodazole. B et C) Des HeLa sont transfectées avec 
GFP-ERK3 et Flag-Cdc14A ou HA-Plk1 respectivement. GFP-ERK3 et la 
localisation de Flag-Cdc14A et HA-Plk1 démontre un certain niveau de co-
localisation des deux protéines. Dans le panneau C), un marquage de la γ-tubuline est 
effectué pour démontrer la co-localisation de ERK3 au centrosome. 
 
 
Cependant, les expériences effectuées in vivo et in vitro n’ont pas permis de 




Que signifie l’association de ERK3 aux centrosomes? Les centrosomes sont des 
structures cellulaires extrêmement denses en protéines, et il est très peu probable que 
ERK3 soit localisée à ces structures par « erreur ». Le fait qu’on n’y détecte pas la 
protéine endogène pourrait seulement être dû au fait que les anticorps utilisés contre 
ERK3 ne sont pas suffisamment sensibles. De plus, comment expliquer que GFP-
ERK3 exprimée seule ne soit pas localisée aux centrosomes, mais qu’elle le soit en 
présence de Cdc14A et Plk1? Il se pourrait que la surexpression de Cdc14A et Plk1 
reproduise tout simplement certaines conditions dans lesquelles ERK3 est située à 
cette structure cellulaire. Il est possible aussi qu’une très petite fraction de ERK3 soit 
localisée aux centrosomes et que la surexpression de Cdc14A et Plk1 l’augmente 
considérablement. Maintenant, est-ce qu’il est plus probable que ERK3 influence la 
fonction du centrosome en interphase ou lors de la mitose? En fait, en interphase, le 
centrosome est associé à l’organisation du réseau de microtubules à partir duquel 
l’architecture de l’appareil de Golgi prend place [681]. Il est à noter que la sécrétion 
d’insuline est diminuée en réponse au glucose dans des cellules β du pancréas ou au 
PMA dans des cellules RINm5F de rats dans lesquelles ERK3 est inhibée et qu’on 
détecte moins d’IGF-2 dans le sérum des souris nouveaux nées Erk3-/- [590, 611]. Les 
mécanismes qui expliquent ces baisses de sécrétion lorsque ERK3 est inactivée ne 
sont pas connus, mais il serait intéressant de tester, dans ces cellules qui sécrètent 
l’insuline ou l’IGF-2, si le réseau de microtubules ou les centrosomes sont bien 
formés. D’un autre côté, Plk1 et Cdc14A sont surexprimés dans certains types de 
tumeurs et il serait intéressant de vérifier la localisation de ERK3 dans ces tumeurs et 
d’examiner quel est le rôle de ERK3 dans la formation et le développement de celles-
ci. L’utilisation des souris Erk3-/- représente certainement un outil de choix pour 
répondre à cette question. Une autre approche qui pourrait également être utilisée 
serait de forcer la localisation de ERK3 au centrosome en générant une protéine de 
fusion ERK3-AKAP. Il a été démontré que les 266 derniers acides aminés de la 
protéine AKAP450 étaient suffisant pour localiser la GFP au centrosome [682]. 
Ainsi, en surexprimant cette construction, on pourrait déterminer si la localisation de 
ERK3 aux centrosomes a un impact sur l’intégrité de ceux-ci, la sécrétion 




4.1.8   Un rôle en méiose 
La ségrégation des chromosomes se produit au cours de la mitose, lors de la 
division cellulaire, et de la méiose, lors de la formation des gamètes. Plusieurs 
similarités existent entre la mitose et la méiose, puisque l’objectif fondamental de ces 
deux processus est de distribuer des chromosomes dans deux nouvelles cellules. Les 
ovocytes immatures sont arrêtés à la prophase de la méiose I (également considérée 
comme la fin de la phase G2). Une stimulation hormonale entraîne la maturation des 
ovocytes pour former des gamètes fertilisables bloqués à la métaphase de la méiose II 
[438]. Cette étape de maturation est régie principalement par l’activité oscillante de 
CDK1/cycline B. Dernièrement, une équipe a démontré que l’inhibition de ERK3 à 
l’aide de morpholinos bloque les ovocytes de souris à la transition métaphase-
anaphase de la méiose I [683]. Il semble, dans ce modèle cellulaire, que ERK3 soit 
localisée au niveau du fuseau méiotique et que son inhibition altère la structure du 
réseau de microtubules et prévient l’attachement de ceux-ci aux kinétochores. Ceci a 
pour effet d’activer le SAC et de bloquer les ovocytes en métaphase I. Le mécanisme 
d’action précis de ERK3 dans ce processus n’est pas connu. Cependant,  il est 
possible que la phosphorylation par CDK1 décrite au Chapitre 2 stabilise ERK3 dont 
l’activité (ou du moins la présence) semble être requise pour le déroulement normal 
de la méiose. Il serait intéressant de vérifier le phénotype associé à la maturation des 
ovocytes avec un modèle génétique. Bien que les souris hétérozygotes Erk3+/- soient 
fertiles, il se pourrait que la délétion de la deuxième allèle entraîne une inhibition de 
maturation des ovocytes. Cependant, les souris Erk3-/- étant non viables à la 
naissance, il faudrait générer des modèles de souris mutantes conditionnelles, dans 
lesquels le gène ERK3 serait spécifiquement inactivé dans les ovocytes ou chez 
l’adulte. 
De manière intéressante, il a été démontré que PAK1 régule la formation du 
fuseau mitotique et l’alignement des chromosomes dans les ovocytes [684]. De plus, 
il est connu que l’activité de PAK1 est régulée par CDK1 au cours de la mitose et 
qu’elle est requise pour la progression des cellules en G2/M [685, 686] Il est connu 




cellules. Cependant, la kinase qui est responsable de cet évènement n’a jamais été 
identifiée. À l’annexe II, je présente l’étude menée par Dr Paul Déléris au laboratoire 
qui a démontré que les PAK de groupe I (PAK 1-3) phosphorylent ERK3 in vivo. Il 
est intéressant de constater que les deux kinases PAK1 et ERK3 jouent des rôles 
importants dans la maturation des ovocytes. Le rôle de PAK2 et 3 dans ce processus 
demeure encore inexploré. Il serait pertinent de valider que dans les ovocytes, les 
PAK de groupe I phosphoryle effectivement ERK3 sur la boucle d’activation, 
d’autant plus qu’il semble que ces deux protéines co-localisent ensemble sur les 
microtubules [683, 684]. Par la suite, on pourrait tester le rôle de différents mutants 
de ERK3 en les micro-injectant dans les ovocytes. Ainsi, on pourrait tester l’effet de 
l’activité enzymatique, de l’extension C-terminale et de mutants de phosphorylation 
de ERK3 sur le bon déroulement de la méiose. 
De plus, Cdc14 semble être impliquée dans la maturation des ovocytes chez la 
souris [687]. En fait, entre la métaphase I et la métaphase II, Cdc14A et B sont 
localisées sur le fuseau méiotique. L’inhibition de Cdc14A ralentit la transition entre 
la métaphase I et la métaphase II et entraîne un mauvais alignement des 
chromosomes sur la plaque équatoriale, deux phénotypes semblables à ce qui est 
observé en absence de ERK3. 
De toutes évidences, l’ensemble de ces résultats suggère que les relations 
entre ERK3 et ses différents partenaires/activateurs dans le contexte de la méiose 
méritent d’être étudiées. Il sera intéressant, si ce rôle pour ERK3 est confirmé dans un 
modèle murin, d’évaluer s’il s’agit d’une fonction qui dépend ou non de MK5. En 
fait, il a été rapporté que les souris Mk5-/-, lorsqu’elles sont générées dans un fond 
génétique mixte, n’ont aucun défaut apparent et sont fertiles [629, 642{Shi, 2003 
#139]. Toutefois, lorsque l’inactivation de MK5 se fait dans des souris à fond 
génétiques pures, une partie des souris décède autour du jour E11.5, suggérant que 
dans ces conditions MK5 est requise pour le développement et la viabilité des souris 
[631]. Pour tester le rôle de MK5 lors de la méiose, il serait donc préférable d’étudier 




Un autre modèle d’étude qui s’est avéré fort utile dans la compréhension des 
évènements biochimique de la méiose est l’œuf de la grenouille X. laevis. Puisque 
ERK3 et MK5 sont conservées chez la grenouille, et que celle-ci est particulièrement 
facile à manipuler, des expériences dans ce modèle devraient être envisagées. 
L’utilisation d’un tel modèle permettrait de valider que cette fonction est conservée 
au cours de l’évolution ou qu’elle est apparue plus tard et permettrait de caractériser 
l’effet de différents mutants de ces kinases dans la méiose. Ainsi, on pourrait plus 
facilement déterminer le rôle de l’activité kinase, du domaine C-terminal de ERK3, 
de la phosphorylation par CDK1 et de l’interaction ERK3/MK5 dans ce processus 
cellulaire. 
4.2   MK5, un inhibiteur du cycle cellulaire 
Au Chapitre 3, nous présentons les résultats d’une étude dans laquelle nous 
identifions une nouvelle fonction de MK5. De manière intéressante, nous avons 
observé que MK5 ralentit l’entrée en mitose en réponse à un arrêt de la réplication. 
Ainsi, les données de la littérature et de cette thèse suggèrent que MK5 régule la 
progression en phase S, l’entrée en mitose et est essentielle pour induire la sénescence 
[642, 643].  
4.2.1   Les voies qui activent MK5 
Jusqu’à présent quatre kinases ont été décrites pour activer MK5 dans 
différentes conditions : la MAP kinase p38, les MAP kinases ERK3/4 et la PKA. Afin 
de disséquer les composantes de la voie impliquées dans l’activation de MK5 lors de 
l’entrée en mitose, nous avons testé le rôle de p38 et ERK3/4, mais n’avons pu 
observer de phénotype semblable en inhibant ces kinases (Figure 3.4, p.155). D’un 
autre côté, il a été trouvé que MK5 interagit avec la sous-unité catalytique Cα de la 
PKA [637]. En fait, l’augmentation de l’APMc intracellulaire ou la surexpression de 
la sous-unité Cα provoque l’export nucléaire de MK5 et stimule son activité kinase. Il 
a été démontré dans cette étude que le réarrangement des filaments d’actine engendré 
par l’activité de la PKA était exécuté en partie via MK5. L’AMPc a plusieurs effets 




le type cellulaire [688]. Ainsi, un traitement des cellules au 8-Br-AMPc, un analogue 
de l’AMPc, a pour effet de prévenir l’entrée des cellules en mitose en allongeant la 
durée de la phase G2 [689]. Cet effet de l’AMPc sur l’entrée en mitose est dépendant 
de l’activité de la PKA. Considérant le lien qu’il existe entre la PKA et MK5, au 
cours de mes études, nous avons exploré la possibilité que l’inhibition de l’entrée en 
mitose suite à une augmentation des niveaux d’APMc intracellulaire passe par 
l’activité de MK5. Tout d’abord, nous avons pu confirmer qu’un traitement des HeLa 
en phase G2 au 8-Br-AMPc et à la forskoline (un activateur de l’adénylate cyclase) 
ralentit leur progression en mitose. Cependant, l’inhibition de MK5 par siRNA ne 
renverse que très partiellement cet effet inhibiteur (résultats non publiés). De même, 
après une synchronisation des cellules à la transition G1/S, l’inhibition de la PKA par 
le KT5720 ne modifie pas la vitesse d’entrée en mitose. Il semble donc que MK5 ne 
soit pas la cible principale de la PKA dans cette fonction. L’ensemble de ces résultats 
suggère qu’une autre kinase puisse être responsable de l’activation de MK5 suite à un 
arrêt de la réplication.  
Il est bien connu que les kinases Chk1 et Chk2 ont des rôles primordiaux dans 
le contrôle de l’entrée en mitose en réponse aux dommages à l’ADN, mais également 
en absence de stress génotoxique [336, 690]. Il a été démontré que MK2 est activée 
en réponse à des lésions à l’ADN et qu’elle est importante pour les points de 
contrôles en G1/S et G2/M et que son activité est essentielle pour maintenir la survie 
cellulaire en absence de p53 [513, 519]. Afin de déterminer l’interdépendance entre 
Chk1 et MK2, le laboratoire de M. Yaffe a testé l’état d’activation de MK2 après 
avoir inhibé Chk1 et vice-versa. Les résultats de ces expériences démontrent que la 
stimulation de l’activité des deux kinases conséquemment à une exposition à des 
stress génotoxiques ne dépend pas de l’autre [513]. Ainsi, il est peu probable que 
MK5 se situe en aval de Chk1 bien que celle-ci soit activée suite à un arrêt de la 
réplication. 
L’utilisation de la génomique fonctionnelle serait un bon choix pour analyser 




4.2.2 L’identification de substrats et de la séquence consensus de 
phosphorylation par MK5 
Afin de parfaitement bien comprendre les mécanismes d’action d’une kinase, 
il est absolument essentiel de connaître ses substrats et les résidus qu’elle 
phosphoryle. Cependant, depuis les douze dernières années, seulement huit protéines 
ont été démontrées pour être phosphorylées par MK5 in vitro ou in vivo (Tableau III). 
De ces huit protéines, on ne connaît que trois sites phosphorylés (Tableau III). Ainsi, 
selon le groupe de U. Moens, MK5 phosphoryle HSP27 in vivo sur les Ser 78 et 82, 
deux sites phospho-accepteurs situés dans un motif R-X-X-S reconnu également par 
MK2 [647]. ERK4 (et possiblement ERK3) est un autre substrat de MK5 in vivo. En 
fait, suivant l’activation de MK5 par ERK4, MK5 phosphoryle à son tour ERK4 sur 
l’extrémité C-terminale ([628], voir Annexe 1) et (Justine Rousseau, résultats non 
publiés). Afin de déterminer les sites de ERK4 qui sont phosphorylés par MK5, une 
analyse par spectrométrie de masse a été effectuée après avoir purifié ERK4 co-
exprimée en présence de MK5. Quatre sites ont été identifiés et parmi ceux-ci on 
retrouve la Ser 386 conservée chez ERK3 dans la séquence DPRAGSA avec une Arg 
en position P-3. Cependant, la validation que ce site est phosphorylé directement par 
MK5 n’a pas encore été effectuée. In vitro, MK5 phosphoryle la Tyrosine 
hydroxylase 1 sur la Ser19 [691]. Cette phosphorylation de Th1 par MK5 crée un site 
de haute affinité pour la protéine 14-3-3 qui lie préférentiellement des protéines qui 
sont, entre autres, phosphorylées sur le motif R-X-X-pS/pT-X-P [692]. Toutefois, 
pour l'instant, cette relation enzymatique n’a pas été confirmée in vivo. Au Chapitre 3, 
nous démontrons que MK5 phosphoryle les trois Cdc25 in vitro, mais que Cdc25A 
est celle qui est clairement le plus fortement phosphorylée. Il était déjà connu que 
MK2 phosphoryle les trois Cdc25 in vitro et in vivo et que c’est en partie par ces 
phosphorylations que MK2 exerce son effet inhibiteur sur la progression à travers les 
phases du cycle cellulaire [513, 519]. Tandis que MK2 phosphoryle Cdc25B et C sur 
les Ser309 et Ser216 respectivement, la phosphorylation de Cdc25A est moins bien 
caractérisée. De plus, il est possible que MK5 reconnaisse également différents 
motifs de phosphorylation puisqu’une étude a proposée qu’elle phosphoryle p53 sur 




Tableau III Les substrats connus de MK5 
Substrats Site(s) Séquence 
Phosphorylé 
par MK2 In vivo In vitro Ref. 
Hsp27 Ser 78      Ser 82 
SRALSR   
SRQLSS 3 3 3 [617, 647] 
Hsp25 —   3   3 [617] 
Glycogène Syn. —   3   3 [617] 
Myosine HC —   3   3 [617] 
cPLA2 Ser727 SRCSVS   3 [693] 
TH1 Ser 19 RRAVSE 3   3 [691] 







p53 Ser 37 SPLPSQ (?) 3 3 [642] 
 
 
MK5 fait partie de la famille de kinases MK qui comprend les RSK, MNK, 
MSK et MK [616]. Les kinases caractérisées de cette famille sont dites 
majoritairement basophiles, c’est-à-dire qu’elles phosphorylent préférentiellement 
des substrats qui ont une Arg ou Lys en position P-3. Par exemple, le domaine kinase 
en N-terminal de RSK phosphoryle les séquences consensus R-X-R-X-X-pS/pT, ou 
la sérine est préférée par rapport à la thréonine [694]. De même, les kinases MSK 
partagent la même séquence consensus minimale que RSK, soit R-X-X-pS [616]. 
Finalement, deux cribles de librairies de peptides ont démontré que MK2 est 
également une kinase qui phosphoryle des séquences X-X-R-X-X-pS/pT mais qui a 
de petites préférences pour chacune des positions [519, 620]. Les substrats de MK2 
les mieux caractérisés sont Cdc25B et C.  Il n’existe, pour l’instant aucune évidences 
démontrant que MK3 ne phosphoryle pas des Ser situées dans la même séquence 




Le faible nombre de substrats de MK5 connus, nous empêche de tracer un 
portrait parfaitement clair des différentes fonctions qu’exerce MK5, autant sur le 
cycle cellulaire, sur la migration que lors du développement. Pour approfondir nos 
connaissances à ce niveau, différentes approches expérimentales devraient être 
envisagées dans le but d’identifier des nouveaux substrats de MK5. Les cribles 
d’interaction comme le système deux hybrides chez la levure ou la purification en 
tandem (TAP) ont l’avantage de permettre de trouver des partenaires qui interagissent 
fortement avec MK5. Les protéines identifiées peuvent autant être des régulateurs 
(activateurs, protéines d’échafaudage, etc.) que des substrats. Cependant, ces 
techniques ont un léger biais envers les protéines qui interagissent fortement les unes 
avec les autres. Deux autres approches visant directement l’identification de substrats 
pourrait être employées. Premièrement, on pourrait purifier les peptides phosphorylés 
sur une colonne IMAC (Immobilized-metal affinity chromatography) à partir de 
cellules dépourvues en MK5 (des MEF Mk5-/- par exemple) que l’on compare à ceux 
isolés de cellules normales. Dans ce cas, l’identité des peptides est obtenue après 
analyse par spectrométrie de masse. La spectrométrie de masse pourrait également 
être utilisée pour identifier des peptides phosphorylés par SILAC (Stable isotope 
labeling by amino acids in cell culture). Une autre méthode qui semble donner de 
bons résultats, mais qui n’a été que très peu utilisée est celle de Shokat (voir Section 
4.1.3). Dans ce cas, il faudrait générer un mutant de MK5 afin d’agrandir le site de 
liaison de l’ATP (mutant  MK5 V76A/M102A) pour lui permettre d’utiliser un 
analogue orthogonal de l’ATP. Les protéines phosphorylées avec cet ATP modifié 
peuvent alors être purifiées et identifiées par spectrométrie de masse.  
4.2.3   Les fonctions cellulaires de MK5 
MK5 a initialement été identifiée pour être activée par p38 en réponse à 
différents stress [617, 618]. Par la suite, il a été démontré que MK5, tout comme 
MK2, inhibe la transition en phase S de cellules qui surexpriment un mutant activé de 
Ras (Ha-Ras L61) [643]. Dans ce contexte cellulaire, il semble que MK2/5 inhibent 
la voie JNK et donc indirectement l’activité transcriptionnelle des facteurs AP-1. 




induite par une forme Ras active (Ha-Ras V12) [642]. En fait, durant ce 
développement tumoral, le modèle proposé est que Ras active p38 qui phosphoryle 
MK5 qui, à son tour, phosphoryle et active le facteur de transcription p53. 
Paradoxalement, bien que MK2 représente la principale cible de p38 [518], elle joue 
un rôle complètement différent lors du développement des tumeurs. Souhaitant 
explorer l’importance de MK2 dans la formation de tumeurs cutanées, Johansen et al. 
ont observé qu’il n’y a pas de formation de papillomes chez les souris Mk2-/- puisque 
l’expression de p53 est augmentée en conséquence à l’inactivation de sa E3 ligase 
Mdm2 [696]. Ces données sont surprenantes puisqu’à priori, dans des fibroblastes en 
culture, MK2 et MK5 ont le même effet sur la prolifération. Il est important de noter 
que le rôle de suppresseur de tumeurs de MK5 est observé dans un protocole de 
traitement au DMBA à une étape, alors que le rôle « d’inducteur » de tumeurs de 
MK2 se manifeste suivant un protocole à deux étapes qui inclut l’administration de 
DMBA et TPA, un puissant agent inducteur [642, 696]. Dans un tel protocole, autant 
de tumeurs sont formées chez les souris Mk5-/- que chez les souris sauvage [642]. Ces 
résultats suggèrent donc que MK5 agit dans une voie qui intervient dans la formation 
des tumeurs induites par le DMBA. Un des effets du DMBA est d’induire des 
mutations dans Ha-Ras. Ces données suggèrent donc que dans des conditions 
semblables, mais non identiques, la voie Ras-p38 engage à la fois des mécanismes de 
promotion et suppression tumorales via MK2 ou MK5. Enfin, selon la nature du type 
cellulaire ou l’intensité de l’activation de Ras, il est probable que MK2 et MK5 
puissent avoir des rôles similaires ou totalement opposés. 
4.2.3.1   Un frein pour l’entrée en mitose 
Au cours de mes études doctorales, nous avons démontré pour la première fois 
que MK5 inhibe l’entrée en mitose sous certaines conditions. En fait, la surexpression 
ou la déplétion de MK5 dans des cellules HeLa en prolifération exponentielle ne 
modifie pas la distribution des phases du cycle cellulaire (Figure 3.3, p.1533). 
Cependant, et de façon intéressante, après avoir synchronisé les cellules à la transition 
G1/S, il s’avère que l’expression de MK5 ectopique ou la déplétion de MK5 




résultats démontrent ainsi que MK5 est un inhibiteur de la transition G2/M. Il est 
connu que MK2 est une composante des points de contrôles des transitions G1/S et 
G2/M de cellules soumises à des stress génotoxiques tels que la doxorubicine, les UV 
ou la cisplatine [513, 519]. Nous avons donc testé le rôle de MK5 dans des conditions 
de stress aussi « agressifs ». Il semble que, dans ces conditions, l’inhibition de MK5 
n’affecte pas l’entrée en mitose (Figure 3.2 F, p.151). D’un autre côté, la cinétique 
d’entrée en mitose de cellules ayant subi un arrêt de la réplication est moins affectée 
par la surexpression de MK2 que par MK5 (Figure 3.1C, p.148). À la lumière de ces 
résultats, il est possible de proposer qu’une reconnexion (traduction libre de rewiring) 
s’effectue selon les contextes cellulaires pour freiner l’entrée en mitose. Ainsi, des 
cellules normales soumises à différents agents génotoxiques dépendent strictement de 
la voie Chk1-Cdc25 pour freiner l’entrée en mitose [513]. Cependant, le passage de la 
phase G2 à la mitose (ou l’entrée en phase S) de cellules déficientes en p53 ayant été 
soumises à des stress génotoxiques est contrôlé autant par la voie ATM/ATR-Chk1 
que par p38/MK2. Cependant, le rôle de chacune des voies est différent. En effet, le 
groupe de M. Yaffe a démontré que Chk1 nucléaire est essentielle pour induire le 
point de contrôle et que la relocalisation de MK2 du noyau vers le cytoplasme est 
requise pour le maintenir sur une longue période [697]. Les auteurs de l’étude ont 
démontré que MK2 cytoplasmique phosphoryle la protéine liant l’ARNm hnRNPA0 
et la ribonucléase PARN, menant à la stabilisation de l’ARNm de Gadd45α, alors que 
p38 cytoplasmique phosphoryle et désactive l’inhibiteur de la traduction TIAR. 
L’expression de Gadd45α est augmentée en réponse aux stress cellulaires et celle-ci 
favorise l’activation de MK2 par p38 [697]. Il a été proposé que cet effet de 
stabilisation de l’ARNm soit le mécanisme par lequel MK2 permet de maintenir le 
point de contrôle activé sur une longue période. De fait, il est à noter que l’expression 
d’un mutant cytoplasmique de Chk1 permet également de maintenir le point de 
contrôle sur une longue période. Ainsi, il est proposé qu’une kinase basophile est 
requise dans le cytoplasme pour maintenir la survie cellulaire suite à un dommage à 
l’ADN. 
D’un autre côté, nous savons pour l’instant que dans des cellules déficientes 




intervient pour ralentir, mais non pas complètement empêcher l’entrée en mitose de 
façon prématurée. Il semble que différentes kinases soient sollicitées pour contrôler la 
transition G2/M, selon que les cellules expriment ou non p53 et selon la nature et 
l’ampleur des lésions et de l’arrêt de la synthèse d’ADN. 
4.2.4   MK5, ERK3 et les dommages à l’ADN 
L’activation de p38 et MK2 en réponse aux dommages à l’ADN causés par 
certains types d’agents mutagéniques (ex : la cisplatine, mais non pas les UV) 
nécessite que ATM et ATR soient fonctionnelles [513]. Toutefois, à la lumière des 
expériences réalisées pour déterminer l’importance de ATM et ATR dans l’activation 
de la voie p38-MK2, il est encore incertain que ATM soit réellement impliquée dans 
cette voie de signalisation. En fait, il a été démontré que les UV ou d’autres stress 
réplicatifs (tels que la cisplatine ou la camptothécine) induisent l’activation de ATM 
de manière ATR-dépendante [698]. Néanmoins, ces résultats démontrent que 
l’activation de p38, dans ce contexte, passe, du moins en partie, par l’activation d’une 
(ATR) ou des deux (ATM et ATR) kinases de stress. 
 De plus, il est connu qu’un des mécanismes par lequel les oncogènes, comme 
Ras, MYC ou STAT5 induisent la sénescence requiert l’engagement des voies 
ATM/ATR/Chk1-2 de réponse aux dommages à l’ADN [699-701]. En fait, 
l’expression de RasV12, ou de tout autre oncogène, provoque des dommages à 
l’ADN de différentes façons. Ainsi, les oncogènes induisent l’hyper-réplication (un 
stress réplicatif) causant des dommages à l’ADN et provoque également 
l’augmentation d’espèces oxygénées réactives (ROS, reactive oxygen species) qui 
introduisent des cassures simples et doubles brins [702]. Le fait que MK5 soit 
nécessaire pour induire la sénescence et qu’elle affecte la cinétique d’entrée en mitose 
après un arrêt de la réplication soulève plusieurs questions. Est-ce que l’absence de 
ATM ou ATR conduit à l’activation de MK5 dans des cellules qui surexpriment 
RasV12 ou dans des cellules qui ont subi un arrêt de la réplication? Est-ce que MK5 
est un médiateur général de la sénescence ou si elle devient activée spécifiquement 
par certains oncogènes (comme Ras)? Une étude a déjà démontré que l’expression de 




ERK3 [595, 703]. Donc, le rôle de ERK3 dans la sénescence devrait être étudié plus 
en détail, considérant qu’il est possible qu’une partie des effets de MK5 dans la 
sénescence passe par l’activation de ERK3 qui est surexprimée lorsque la voie Ras-
Raf est fortement active. 
Suite à l’expression d’un oncogène, certaines cellules « échappent » à la 
sénescence. Néanmoins, les stress réplicatifs provoqué par l’expression de l’oncogène 
persistent toujours dans ces cellules. Il a été démontré que de contourner les 
mécanismes de sénescence n’est pas en soi suffisant pour transformer une cellule 
primaire en cellule tumorale [704]. Par exemple, la surexpression du proto-oncogène 
MYC induit un arrêt des cellules en G2 de manière dépendante de p53 alors qu’elles 
progressent bien en phase G1 et S, suggérant que le point de contrôle en G2 contribue 
à la prévention de la transformation tumorale [705]. Dans ce contexte, il serait 
intéressant de vérifier si dans des cellules ayant échappé à la sénescence, MK5 est 
toujours activée et quel est l’effet de son inhibition sur la cinétique d’entrée en 
mitose. De même, nous pouvons imaginer que l’inhibition de MK5 pourrait entraîner 
les cellules en mitose de façon prématurée. L’accumulation d’erreurs provoquées par 
l’hyper-réplication au cours des divisions cellulaires pourrait ainsi entraîner la mort 
par apoptose en mitose (appelé mitotic catastrophe). Si tel est le cas, MK5 pourrait 
s’avérer être une cible à considérer dans le traitement de tumeurs.  
L’étude du rôle de MK5 dans le contrôle de l’entrée en mitose a révélé que 
l’inhibition de ERK3 ou ERK4 par siRNA, de même que la surexpression de ERK4 
(qui s’exprime beaucoup plus que ERK3), n’ont aucun effet sur la cinétique d’entrée 
des cellules en mitose (Figure 3.4, p.1555). Ces résultats nous ont amenés à conclure 
que MK5 n’agissait pas en aval de ERK3/ERK4 dans ce processus. De manière tout à 
fait intrigante, le laboratoire de N. Labrecque à l’hôpital Maisonneuve-Rosemont, en 
collaboration avec le laboratoire du Dr Meloche, a trouvé que ERK3 est impliquée 
dans le contrôle de l’accumulation des cassures double-brin durant le développement 
des cellules T (Marquis, M. et al. manuscrit en préparation). En effet, l’absence de 
ERK3 entraîne une réduction de 50 % du nombre de cellules CD4+CD8+ et une 




Erk3-/- sont croisées avec les souris Rag2-/-, il y a restauration du nombre de cellules 
CD4+CD8+. Dans les cellules B et T, il y a un vaste réarrangement de l’ADN, nommé 
variable-diversity-joining (V(D)J) recombination, qui est effectué dans le but de 
généré une multitude de récepteurs antigéniques. Les protéines RAG1 et RAG2 
initient ce réarrangement en faisant des coupures doubles brins, qui sont par la suite 
réparées via le classical nonhomologous end-joining (cNHEJ) pathway [706] 
L’ensemble de ces résultats suggère que ERK3 prévient les cassures doubles brins par 
RAG2. De façon surprenante, le contrôle du nombre de cellules CD4+CD8+ par 
ERK3 s’effectue indépendamment de l’activité MK5, alors que le contrôle de la 
différenciation des cellules CD4+ par ERK3, quant à elle, semble dépendre de 
l’activité MK5.  
Très certainement des études supplémentaires sont requises pour bien 
comprendre quelle est la relation exacte qui existe entre ERK3, MK5, les cassures à 
l’ADN, les causent de celles-ci et les régulateurs/activateurs impliqués. Ces études 
devront être réalisées afin de mieux comprendre le rôle du complexe MK5-ERK3/4. 
Il est possible que ces complexes de kinases interviennent lors de certains processus 
physiologiques qui restent à identifier et que dans certaines conditions de stress, 





Au moment où j’ai entrepris mes études doctorales, plusieurs données dans la 
littérature reliaient la MAP kinase atypique ERK3 à la différenciation et la 
progression cellulaire. L’activité de ERK3 étant contrôlée de manière très différente 
de celle des autres membres de la famille des MAP kinases, il est important de bien 
comprendre ses mécanismes de régulation. Dans cette thèse, nous avons tout d’abord 
identifié un nouveau mécanisme de régulation de ERK3, proposant ainsi une relation 
supplémentaire entre cette kinase et le cycle cellulaire. En effet, nous avons démontré 
que l’extrémité C-terminale de ERK3 est hyperphosphorylée lors de la mitose par 
CDK1/cycline B sur quatre résidus. Cette phosphorylation est responsable de la 
stabilisation de ERK3 au cours de la mitose. Les fonctions cellulaires de ERK3 sont 
encore très peu définies. Le contrôle de ERK3 au cours de la mitose suggère qu’elle y 
exerce une fonction. En accord avec cette idée, des travaux récents dans la littérature 
démontrent que ERK3 est impliquée dans le contrôle de la transition métaphase-
anaphase lors de la méiose. D’autres études devront être effectuées pour mieux 
comprendre les modes d’action de ERK3 lors de la phase G2/M. 
Nos travaux ont également démontré pour la première fois un rôle de MK5 
dans le contrôle de l’entrée en mitose. En effet, la transition G2/M de cellules ayant 
subi un arrêt de la réplication est ralentit par l’activité de MK5. Il semble que MK5 
inhibe indirectement l’activité de CDK1. Nos données démontrent également que la 
surexpression de la phosphatase Cdc25A, identifiée comme nouveau substrat in vitro 
de MK5, abolit l’effet inhibiteur de MK5 sur l’entrée en mitose. Toutefois, des 
expériences supplémentaires sont requises pour mieux comprendre l’impact de la 
phosphorylation de MK5 sur l’activité de Cdc25A. L’ensemble de ces résultats 
suggèrent que MK5 est un acteur des mécanismes de contrôles qui ralentissent la 
progression dans le cycle lorsque celui-ci est perturbé.  
En conclusion, il est permis de souhaiter que nos travaux proposent de 
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Mitogen-activated protein (MAP) kinases are typical examples of protein 
kinases whose enzymatic activity is mainly controlled by activation loop 
phosphorylation. The classical MAP kinases ERK1/ERK2, JNK, p38 and ERK5 all 
contain the conserved Thr-Xxx-Tyr motif in their activation loop that is dually 
phosphorylated by members of the MAP kinase kinases family. Much less is known 
about the regulation of the atypical MAP kinases ERK3 and ERK4. These kinases 
display structural features that distinguish them from other MAP kinases, notably the 
presence of a single phospho-acceptor site (Ser-Glu-Gly) in the activation loop. Here, 
we show that ERK3 and ERK4 are phosphorylated in their activation loop in vivo. 
This phosphorylation is exerted, at least in part, in trans by an upstream cellular 
kinase. Contrary to classical MAP kinases, activation loop phosphorylation of ERK3 
and ERK4 is detected in resting cells and is not further stimulated by strong 
mitogenic or stress stimuli. However, phosphorylation can be modulated indirectly by 
interaction with the substrate MAP kinase-activated protein kinase 5 (MK5). 
Importantly, we found that activation loop phosphorylation of ERK3 and ERK4 
stimulates their intrinsic catalytic activity and is required for the formation of stable 
active complexes with MK5 and, consequently, for efficient cytoplasmic 
redistribution of ERK3/ERK4-MK5 complexes. Our results demonstrate the 
importance of activation loop phosphorylation in the regulation of the ERK3/ERK4 
function and highlight differences in the regulation of atypical MAP kinases as 






Phosphorylation is a common post-translational modification involved in the 
regulation of protein kinases (Huse and Kuriyan, 2002; Nolen et al., 2004). 
Phosphorylation can have both positive and negative regulatory effects on protein 
kinase activity. For instance, Tyr15-phosphorylated Cdk1 is inactive due to steric 
hindrance of the ATP binding site (Krek and Nigg, 1991). Activating phosphorylation 
has been described for a large number of protein kinases. Although phosphorylation 
events can occur throughout the kinase sequence, a common theme is the 
phosphorylation of the activation loop (Huse and Kuriyan, 2002; Nolen et al., 2004). 
The activation loop is an important regulatory segment located within the kinase 
domain C-terminal lobe, between subdomains VII and VIII, which often contains 
conserved serine, threonine and/or tyrosine residues that can be reversibly 
phosphorylated. This phosphorylation can result either from autophosphorylation in 
cis or phosphorylation in trans by an upstream activating kinase. 
 
Mitogen-activated protein (MAP) kinases are evolutionarily conserved Ser/Thr 
kinases, which are components of signal transduction pathways that control diverse 
biological processes such as cell proliferation, survival, metabolism, inflammation 
and immune responses (Kyriakis and Avruch, 2001; Pearson et al., 2001; Widmann et 
al., 1999). MAP kinases are classical examples of protein kinases whose enzymatic 
activity is mainly if not solely regulated by phosphorylation. They contain a highly 
conserved Thr-Xxx-Tyr motif in their activation loop that is dually phosphorylated in 
trans by upstream kinases of the MAP kinase kinases family (Raman et al., 2007). 
Activating loop phosphorylation of the MAP kinases ERK1 and ERK2 by the MAP 
kinase kinases MEK1/MEK2 stimulates their catalytic activity by ~1000-fold 
(Robbins et al., 1993). Solving of the crystal structures of low activity and dually 
phosphorylated active MAP kinases has uncovered the important role of activation 
loop phosphorylation for their enzymatic activity. In the case of ERK2, 
phosphorylation of the Thr and Tyr residues induces a conformational change of the 




binding sites, thereby promoting domain closure and allowing an optimal orientation 
of the catalytic residues (Canagarajah et al., 1997; Zhang et al., 1994). 
Phosphorylation of the tyrosine also remolds the P+1 specificity pocket, contributing 
to the recognition of proline-containing substrates. More recently, hydrogen exchange 
mass spectrometry analysis has revealed that phosphorylation of the activation loop 
also contributes to the formation of a binding site for DEF motif-containing substrates 
and nucleoporins (Lee et al., 2004).  
 
ERK3 and ERK4 define a distinct subfamily of atypical MAP kinases that are 
found exclusively in vertebrates (Coulombe and Meloche, 2007). These kinases 
display a number of structural features that distinguish them from conventional MAP 
kinases. Notably, they contain the sequence Ser-Glu-Gly in their activation loop 
instead of the conserved Thr-Xxx-Tyr motif (Boulton et al., 1991; Meloche et al., 
1996; Zhu et al., 1994). The physiological functions of ERK3 and ERK4 are poorly 
understood. There is evidence that ERK3 may be involved in the regulation of cell 
proliferation and differentiation. ERK3 mRNA and protein levels are elevated in 
terminally differentiated and growth arrested cells (Boulton et al., 1991; Coulombe et 
al., 2003; Kleines et al., 2000). Moreover, overexpression of ERK3 inhibits cell cycle 
progression in some cell lines (Coulombe et al., 2003; Crowe, 2004; Julien et al., 
2003). Recent observations also suggest a role for ERK3 in the regulation of insulin 
secretion (Anhe et al., 2006). The identification of the MK family member MK5 as 
the first substrate of ERK3 and ERK4 represented an important step towards a better 
understanding of ERK3/ERK4 functions. Both ERK3 and ERK4 bind to and 
phosphorylate MK5, leading to its enzymatic activation (Aberg et al., 2006; Kant et 
al., 2006; Schumacher et al., 2004; Seternes et al., 2004). Unlike ERK4, activation of 
MK5 by ERK3 seems to depend in part on the kinase activity of ERK3 but also on its 
scaffolding ability to increase MK5 autophosphorylation. Association of MK5 with 
ERK3/ERK4 also results in the cytoplasmic relocalization of MK5.  
 
Little is known about the regulation of ERK3 and ERK4 activity. The expression 




Zimmermann et al., 2001) and protein stability via the ubiquitin-proteasome pathway 
(Coulombe et al., 2004; Coulombe et al., 2003). In contrast, ERK4 is a relatively 
stable protein (Aberg et al., 2006; Kant et al., 2006). Previous studies have shown that 
ERK3 is phosphorylated on Ser189 in the activation loop, but the functional impact of 
this phosphorylation has not been addressed in these studies (Cheng et al., 1996; 
Coulombe et al., 2003). Here, we report that both ERK3 and ERK4 are 
phosphorylated on the activation loop motif Ser-Glu-Gly in intact cells. This 
phosphorylation event is observed in unstimulated cells and is minimally influenced 
by classical MAP kinase stimuli. Importantly, we show that activation loop 
phosphorylation of ERK3 and ERK4 is necessary for stable interaction with, 






MATERIALS AND METHODS 
 
Reagents and antibodies  
Sorbitol, PMA, anisomycin and hydrogen peroxide were from Sigma. MG132 
was from Biomol. Commercial antibodies were obtained from the following 
suppliers: monoclonal anti-phospho-ERK1/2 (Thr202/Tyr204), anti-phospho-JNK 
(Thr183/Tyr185) and anti-phospho-p38 (Thr183/Tyr185) from Cell Signaling 
Technology; polyclonal anti-HA (sc-805) and anti-Myc (Y-11) from Santa-Cruz 
Biotechnology; horseradish peroxidase-conjugated goat anti-mouse and anti-rabbit 
IgG from Biorad; monoclonal anti-Flag (M2) from Sigma; FITC-conjugated donkey 
anti-rabbit and rhodamine-conjugated donkey anti-mouse from Jackson Laboratories. 
Monoclonal anti-Myc antibody was prepared in-house from 9E10 hybridoma 
producing cells. Polyclonal antibody to ERK3 C-terminus (E3-CTE4) and anti-
phospho-ERK3(Ser189) have been described (Coulombe et al., 2003). Polyclonal 
ERK4 antibody was generated in-house by immunization of rabbits with His6-
ERK4361-497-GST fusion protein expressed in bacteria. ERK4 specific antibody was 
purified using the Antibodies Purification GST Orientation Kit (Pierce).  
 
Plasmid constructs and mutagenesis 
pcDNA3-Myc6-ERK3 wild type (WT), kinase-dead (KD, K49A/K50A) and 
Ser189Ala (S189A) have been described (Coulombe et al., 2003; Julien et al., 2003). 
The ERK4 cDNA was originally provided by Dr Roger Davis (University of 
Massachusetts Medical School, MA). ERK4 coding sequence was subcloned into 
EcoRI/XbaI sites of pcDNA3-HA generated as described (Coulombe et al., 2003). 
pcDNA3-GST was generated by amplifying GST by PCR from pGEX-KG and 
subcloning into HindIII/EcoRI sites of pcDNA3. A Kozak sequence was inserted into 
the 5' oligonucleotide for optimal eukaryotic expression. The ERK4 sequence was 
subsequently subcloned into EcoRI/NotI sites. MK5 cDNA was obtained from ATCC 
(clone 10436456). pcDNA3-Flag was generated by inserting the Flag sequence 
between HindIII and EcoRI sites in pcDNA3. MK5 coding sequence was subcloned 




generated by PCR amplification of the full length MK5 cDNA introducing a stop 
codon at position 1269. MK5(1-423) was subcloned into the EcoR1/Not1 sites of 
pcDNA3-Flag. Mutations in ERK3, ERK4 and MK5 cDNAs were generated using 
the Altered Sites in vitro mutagenesis system (Promega). His6-MK5 wild type and 
KD recombinant proteins were constructed by subcloning the MK5 coding region 
(with stop codon) in frame into pHGST.1 (Coulombe and Meloche, 2002). All 
mutations were confirmed by DNA sequencing. Sequence of the primers used for 
PCR and details about the cloning strategies are available upon request. 
 
Cell culture and transfections 
HEK 293, NIH 3T3 and Rat1 cells were cultured as described previously 
(Coulombe et al., 2003). HEK 293 and Rat1 cells were transfected using the calcium 
phosphate precipitation method and Fugene 6 (Roche Diagnostics), respectively. For 
stimulation experiments, cells were incubated overnight in serum-free medium 24 h 
after the transfection as described (Julien et al., 2003). The medium was changed 30 
min prior to stimulation, and the cells were stimulated for the indicated times, washed 
in ice-cold PBS and frozen in liquid nitrogen until analysis.  
 
Protein biochemistry methods 
His6-MK5 construct was expressed into BL21 pLys(DE3) RIPL strain. The His6-
MK5 recombinant protein was bound on a HiTrap Chelating HP column (GE 
Healthcare) in 50 mM Tris-HCl (pH 7.5), 150 mM NaCl, 0.5 mM dithiothreitol 
(buffer A), washed, and then eluted with buffer A supplemented with 250 mM 
imidazole on an AKTA FLPC system (GE Healthcare). The eluted fractions were 
dialyzed in buffer A at 4°C overnight. GST-Hsp27 was expressed from pGEX-Hu27 
(kind gift of Dr Jacques Landry) into BL21 pLys(DE3) RIL strain and purified as 
described (Coulombe and Meloche, 2002). Hsp27 was then cleaved from purified 
recombinant GST-Hsp27 with thrombin in buffer A. Protein purity and yield were 
evaluated by SDS-gel electrophoresis and Coomassie staining using bovine serum 





Cell lysis, immunoprecipitation and immunoblot analysis were performed as 
described (Coulombe et al., 2003; Rodier et al., 2001; Servant et al., 2000). For 
immunoblotting, the chemiluminescent signal was analyzed either on film or by using 
a LAS3000 imaging system (Fuji). For immunoprecipitation, 750 µg of lysate 
proteins were incubated with anti-HA (12CA5), anti-Myc (9E10) or anti-Flag 
antibody preadsorbed on protein A-agarose beads (GE Healthcare) for 2-4 h at 4°C. 
Immunoprecipitated proteins were detected by immunoblotting analysis.  
 
For ERK3 kinase assays, transfected HEK 293 cells were treated with 10 µM 
MG132 for 12 h before lysis. Coupled kinase assays were performed by incubation of 
immunoprecipitated ERK3 or ERK4 in MK5 kinase buffer (25 mM Hepes (pH 7.5), 
25 mM MgCl2, 1 mM dithiothreitol) with 500 µM ATP, 20 µCi ATP[γ32P], 5 µg of 
recombinant His6-MK5 and 2 µg of Hsp27 at 30°C for 30 min. To measure the MK5 
enzymatic activity associated with ERK3 or ERK4 (Fig. 7), the same protocol was 
used except that the ATP concentration was 50 µM and no recombinant MK5 protein 
was added to the assay. The reactions were stopped by addition of loading buffer and 
the samples were analyzed by SDS-gel electrophoresis. Phosphorylated proteins were 
detected by phosphorimaging with a FLA5000 imaging system (Fuji).  
 
In vivo 32Pi labeling, two-dimensional phosphopeptide mapping and 
phosphoamino acid analysis were performed as described previously (Rodier et al., 
2001; Servant et al., 2000). 
 
Immunofluorescence analysis 
Immunofluorescence microscopy was performed as previously described 
(Julien et al., 2003). Briefly, Rat1 cells were seeded at 60,000 cells/well onto glass 
coverslips placed in 6-well plates, and transfected with expression plasmids (2.5 µg 
DNA) as described above. The cells were fixed with 3.7% paraformaldehyde in PBS 
for 20 min at 37ºC. After quenching in 0.1 M glycine for 5 min, the cells were 
permeabilized by incubation in 0.1% Triton X-100 for 5 min at room temperature. 




37°C. Staining was performed by incubating cells for 1 h at 37ºC with anti-Myc and 
anti-Flag antibodies, followed by incubation with FITC-conjugated anti-rabbit IgG 
and rhodamine-conjugated anti-mouse IgG as respective secondary reagents. Cell 




Models of un-phosphorylated (1ERK) and phosphorylated (2ERK) rat ERK2 







ERK3 and ERK4 are phosphorylated in trans on Ser189 and Ser186, 
respectively, in their activation loop 
 
To get insights into the regulation of the atypical MAP kinases ERK3 and ERK4, 
we performed in vivo labeling experiments with 32Pi to evaluate the phosphorylation 
status of the two kinases in proliferating cells. The expression of ectopic ERK3 is 
very weak due to a high turnover rate mediated by the ubiquitin-proteasome system 
(Coulombe et al., 2003). For labeling experiments, we used a Myc6-tagged form of 
ERK3 to facilitate detection, as we recently showed that N-terminal ubiquitination of 
ERK3 is perturbed by addition of large N-terminal tags (Coulombe et al., 2004). As 
previously observed (Cheng et al., 1996; Coulombe et al., 2004), we found that ERK3 
is a phosphoprotein in vivo (Fig. 1A). Phosphopeptide mapping analysis revealed that 
ERK3 is phosphorylated on 2 major peptides, and a number of minor sites, in 
exponentially proliferating HEK 293 cells (Fig. 1B). The two major phosphopeptides 
contain phosphorylated serine residues as indicated by phosphoamino acid analysis 
(Supplementary Fig. 1). The phosphorylation of ERK3 does not depend on its own 
phosphotransferase activity. Indeed, the phosphorylation pattern of an ERK3 mutant 
in which lysine 49 and 50 of subdomain II are mutated to alanine (ERK3 KD) is 
similar to that of the wild type protein (Fig. 1, A and B). Another catalytically 
inactive mutant of ERK3 (lacking the catalytic base Asp152 of subdomain VIB) is 
also phosphorylated to the same extent (data not shown). Phosphorylation of ERK3 is 
thus mediated in trans by an endogenous cellular kinase, possibly the ERK3 kinase 
previously characterized (Cheng et al., 1996). In agreement with previous reports 
(Cheng et al., 1996; Coulombe et al., 2004; Coulombe et al., 2003), we identified the 
activation loop residue Ser189 (spot 2) as one of the two major phosphorylation sites 
of ERK3 in asynchronously proliferating cells (Fig. 1B). The phosphorylation of 
ERK3 on Ser189 was further confirmed by mass spectrometry analysis (data not 




(Fig. 1C). This antibody recognizes wild type and kinase-dead ERK3, but not the 
S189A mutant. 
 
ERK4 was also found to be phosphorylated in exponentially proliferating HEK 
293 cells (Fig. 1A). Phosphopeptide maps of labeled ERK4 showed three main spots 
and several minor ones, all containing phosphoserine exclusively (Fig. 1B and 
Supplementary Fig. 1). Mutation of the activation loop Ser186 to Ala reduced the 
total incorporation of 32P into ERK4 (Fig. 1A) and led to the disappearance of spot 1 
on phosphopeptide maps (Fig. 1B), indicating that ERK4 is phosphorylated on 
Ser186 in vivo. Phosphorylation of Ser186 was further confirmed by mass 
spectrometry analysis (data not shown). Interestingly, Ser186 phosphorylation of 
ERK4 could also be detected using the anti-ERK3(Ser189) phospho-specific antibody 
(Fig. 1C). This antibody is thus referred to as a Ser189/186 phospho-specific 
antibody. Contrary to ERK3, activation loop phosphorylation of ERK4 depends in 
part on ERK4 kinase activity. The catalytically inactive mutant of ERK4 D149A is 
significantly less phosphorylated than the wild type protein on Ser186 (Fig. 1, B and 
C). However, the residual phosphorylation of the D149A mutant on Ser186 indicates 
that ERK4 is also subject to activation loop phosphorylation by an unknown cellular 
kinase. 
 
Phylogenetic analysis revealed that Ser189 and Ser186 are conserved in all 
vertebrate orthologs of ERK3 and ERK4 (Fig. 1D). The surrounding residues in the 
activation loop are also highly conserved, explaining the cross-reactivity of the anti-
ERK3(Ser189) phospho-specific antibody. Ser189/Ser186 corresponds to threonine 
185 in the MAP kinase ERK2 (Fig. 1D).  
 
Activation loop phosphorylation of ERK3 and ERK4 is not modulated by 
classical MAP kinase stimuli 
 
Phosphorylation of the classical MAP kinases ERK1/ERK2, JNKs and p38s in the 




therefore examined the regulation of ERK3 and ERK4 activation loop 
phosphorylation by known MAP kinase stimuli. Analysis of total ERK3 
phosphorylation in 32P-labeled cells revealed that ERK3 is phosphorylated in serum-
starved resting cells and that stimulation by mitogenic factors or cellular stresses does 
not modulate the extent of phosphorylation (Fig. 2A). We then analyzed more 
specifically the phosphorylation of ERK3 in the activation loop. HEK 293 cells were 
transfected with Myc6-ERK3, starved of serum overnight, and re-stimulated with 
either 10% serum or 400 mM sorbitol. Ser189 phosphorylation was monitored by 
immunoblotting with anti-phospho-ERK3/ERK4(Ser189/186). Phosphorylation of 
ERK3 on Ser189 could be easily detected in unstimulated serum-starved cells and 
was not modulated by either mitogenic or stress stimuli (Fig. 2, B and C). In sharp 
contrast, no detectable activating phosphorylation of the MAP kinases ERK1/ERK2, 
JNK or p38 was detectable under these conditions (Fig. 2, B and C). Stimulation with 
serum strongly increased the phosphorylation of ERK1/2, whereas treatment with 
sorbitol augmented the phosphorylation of JNK and p38. 
 
Similarly, ERK4 was found to be phosphorylated on Ser186 in serum-starved 
cells and the extent of phosphorylation did not change appreciably in response to 
mitogenic or stress stimuli (Fig. 2, B and C and data not shown). These results clearly 
indicate that the ERK3/ERK4 subfamily of MAP kinases is regulated very differently 
than classical family members. 
 
The stoichiometry of ERK3/ERK4 activation loop phosphorylation can be 
indirectly increased by MK5 interaction  
 
Recent studies have shown that MK5, in addition to being a substrate of 
ERK3/ERK4, can reciprocally act as a kinase and phosphorylate ERK3 and ERK4 
both in vitro and in vivo (Kant et al., 2006; Schumacher et al., 2004; Seternes et al., 
2004), suggesting a complex relationship between these protein kinases. To analyze 
the impact of MK5 on ERK3 and ERK4 activation loop phosphorylation, we co-




ERK3 on Ser189 or of ERK4 on Ser186. As previously reported (Kant et al., 2006), 
overexpression of MK5 resulted in hyper-phosphorylation of ERK4 revealed by the 
presence of a slower migrating band on SDS-acrylamide gels (Fig. 3A, middle panel). 
Co-expression of catalytically inactive MK5 with ERK4 or expression of ERK4 
D149A with MK5 failed to induce this mobility shift, indicating that ERK4 hyper-
phosphorylation is dependent on both MK5 and ERK4 kinase activities. The ERK4 
S186A mutant was also hyper-phosphorylated when co-expressed with MK5, 
although the mobility shift was only partial compared to the wild type protein. 
 
Interestingly, co-expression of MK5 significantly increased the phosphorylation 
of both ERK4 and ERK3 in the activation loop (Fig. 3A and 4A, upper panel). This 
augmented phosphorylation was shown to be completely independent of the catalytic 
activity of MK5 and of ERK3/ERK4. Analysis of total ERK3 and ERK4 levels (Fig. 
3A and 4A, middle panel) suggested that the increase in Ser189 and Ser186 
phosphorylation is mainly due to a change in phosphorylation stoichiometry rather 
than a change in protein abundance. However, unlike ERK3, ERK4 can be detected 
as two distinct bands on gels, which complicates the quantitative assessment of its 
phosphorylation. To further address this question, we monitored Ser186 
phosphorylation of ERK4 at increasing concentrations of MK5. These experiments 
convincingly showed that activation loop phosphorylation of wild type ERK4 and KD 
mutant increases proportionally with the amount of MK5 without any major change 
in ERK4 protein abundance (Fig. 3B), thus confirming that MK5 expression increases 
the stoichiometry of ERK3/ERK4 activation loop phosphorylation.  
 
To determine whether the increase in ERK3 Ser189 and ERK4 Ser186 
phosphorylation was dependent on MK5 interaction, we co-transfected a truncated 
form of MK5 (amino acids 1 to 423), which lacks the region required for 
ERK3/ERK4 interaction but still possesses kinase activity (Aberg et al., 2006). 
Expression of MK5(1-423) failed to increase ERK3 and ERK4 activation loop 




interaction favors the recruitment of an activating ERK3/ERK4 kinase into the 
complex.  
 
Activation loop phosphorylation of ERK3 and ERK4 is essential for optimal 
MK5 activation 
 
To analyze the impact of activation loop phosphorylation on the activity of ERK3 
and ERK4, we measured the ability of the two kinases to activate MK5 in an in vitro 
coupled kinase assay. For these experiments, Myc6-tagged wild type or mutant ERK3 
were transiently expressed in HEK 293 cells, immunoprecipitated, and incubated with 
purified recombinant wild type or inactive MK5 in the presence of Hsp27 as 
substrate. As shown in Fig. 5A, wild type ERK3 immunoprecipitated from 
exponentially proliferating HEK 293 cells strongly activated MK5 as revealed by the 
robust phosphorylation of its substrate Hsp27. Little or no phosphorylation of Hsp27 
was detected in the absence of MK5, confirming that ERK3 acts directly on MK5. 
The two catalytically inactive mutants of ERK3, KD and D152A, failed to activate 
MK5, indicating that direct phosphorylation of MK5 is required for its enzymatic 
activation. Likewise, the S189A activation loop mutant of ERK3 was unable to 
stimulate the activity of MK5 in vitro (Fig. 5A).  
 
Similar results were obtained with ERK4 (Fig. 5B). Notably, ERK4 S186A 
mutant partially activated MK5 in this assay, suggesting that ERK4 possesses residual 
kinase activity in the absence of Ser186 phosphorylation. Nevertheless, 
phosphorylation of Ser186 strongly enhanced ERK4 activity. Altogether, these data 
demonstrate that activation loop phosphorylation of the atypical MAP kinases ERK3 
and ERK4 is required for full kinase activity and subsequent MK5 activation. 
 
Phosphorylation of ERK3 and ERK4 in the activation loop allows stable 





We then evaluated the impact of Ser189/186 phosphorylation on complex 
formation between ERK3/ERK4 and MK5. Co-immunoprecipitation experiments 
confirmed that both ERK3 and ERK4 interact with MK5 in a kinase-independent 
manner (Fig. 6, A and B) (Aberg et al., 2006; Kant et al., 2006; Schumacher et al., 
2004; Seternes et al., 2004). Strikingly, activation loop mutants of ERK3 and ERK4 
were found to interact poorly with MK5 (Fig. 6, A and B). In contrast, interaction of 
ERK3/ERK4 with MK5 is not influenced by the phosphorylation of MK5 activation 
loop (Fig. 6C). 
 
We next measured the MK5 activity associated with ERK3 and ERK4 in cells. 
Immunoprecipitates of ERK3 and ERK4 co-expressed with MK5 display high 
phosphotransferase activity towards Hsp27 (Fig. 7, A and B). Co-transfection with an 
inactive MK5 mutant abolishes this activity, confirming that MK5 is responsible for 
the observed Hsp27 phosphorylation. Contrary to the results of in vitro coupled 
kinase assays (Fig. 5A), expression of catalytically inactive mutants of ERK3 induced 
a partial activation of the physically-associated MK5 (Fig. 7A). This kinase-
independent activity is likely due to the scaffolding action of ERK3 as postulated by 
Schumacher et al. (Schumacher et al., 2004). Importantly, the S189A and S186A 
mutants of ERK3 and ERK4, respectively, were completely devoided of associated 
MK5 activity (Fig. 7, A and B), in agreement with the results of co-
immunoprecipitation studies (Fig. 6). Thus, in addition to stimulating their intrinsic 
catalytic activity, activation loop phosphorylation of ERK3 and ERK4 is important 
for the formation of active ERK3/ERK4-MK5 complexes. 
 
The nucleocytoplasmic distribution of ERK3/ERK4-MK5 complexes is regulated 
by activation loop phosphorylation 
 
Co-expression of ERK3 with MK5 has been reported to induce the cytoplasmic 
relocalization of MK5 (Schumacher et al., 2004) or of both MK5 and ERK3 (Seternes 
et al., 2004) in various cell types. Similarly, ERK4 expression with MK5 causes the 




Given the importance of Ser189 and Ser186 phosphorylation for the interaction of 
ERK3 and ERK4 with MK5, we asked whether this phosphorylation event influences 
the subcellular localization of ERK3/ERK4-MK5 complexes. For these experiments, 
MK5 and wild type or mutant ERK3 were transiently expressed in Rat1 cells, and the 
cellular localization of the two kinases was visualized by immunofluorescence 
microscopy. As previously reported (Julien et al., 2003; Seternes et al., 2004), ERK3 
and MK5 when expressed alone localize mainly in the nucleus, while their co-
expression induces the relocalization of both kinases in the cytoplasm (Fig. 8). The 
catalytically inactive D152A mutant of ERK3 was similarly relocalized to the 
cytoplasm by MK5. However, ERK3 S189A mutant was less efficiently redistributed 
to the cytoplasm than the wild type protein (Fig. 8B). In these assays, no apparent 
difference in the localization of MK5 could be observed upon co-expression with the 
different ERK3 mutants (Fig. 8A). The reason for this is unclear. It is possible that an 
inappropriate stoichiometry between the two expressed proteins results in a lack of 
sensitivity of our assay. Nevertheless, the effect of the Ser189 mutation on the 
cytoplasmic redistribution of ERK3 by MK5 suggests that activation loop 
phosphorylation is important for the subcellular localization of ERK3-MK5 
complexes. 
 
Unlike ERK3, ERK4 is mainly found in the cytoplasmic compartment of most 
cell types (Fig. 9 and (Aberg et al., 2006)). This explains why we do not observe a 
cytoplasmic redistribution of the kinase upon co-expression of MK5 (Fig. 9B). On the 
other hand, co-expression of wild type or catalytically inactive ERK4 leads to a 
quantitative redistribution of MK5 from the nucleus to the cytoplasm (Fig. 9A). 
Mutation of Ser186 of ERK4 markedly impairs the cytoplasmic relocalization of 
MK5. The more efficient subcellular redistribution of MK5 mediated by ERK4 
compared to ERK3 could be explained in part by the fact that ERK4 is more stable 
than ERK3 (Aberg et al., 2006; Coulombe et al., 2003; Kant et al., 2006). We 
conclude that activation loop phosphorylation of ERK3 and ERK4 is necessary for 
their stable association with MK5 and, as a consequence, for the redistribution of 






The enzymatic activity of classical MAP kinases is controlled by reversible 
phosphorylation of the activation loop. In this study, we show that the ERK3 
subfamily of atypical MAP kinases, which consist of ERK3 and ERK4, is also subject 
to regulation by activating loop phosphorylation in vivo. ERK3 and ERK4 possess the 
sequence Ser-Glu-Gly in their activation loop instead of the conserved Thr-Xxx-Tyr 
motif found in classical MAP kinases (Coulombe and Meloche, 2007). Like other 
MAP kinases, ERK3 and ERK4 are phosphorylated on this motif in intact cells (this 
study; (Cheng et al., 1996; Coulombe et al., 2004; Coulombe et al., 2003)). 
Interestingly, in vivo labeling experiments and immunoblotting analysis with a 
phospho-specific antibody to Ser189/186 revealed that phosphorylation of ERK3 and 
ERK4 in the activation loop is constitutive in resting cells. No change in the extent of 
Ser189/Ser186 phosphorylation of ERK3/ERK4 was observed upon stimulation of 
quiescent cells by potent mitogenic or stress stimuli. In contrast, the same treatments 
induced a robust activation of the classical MAP kinases ERK1/2, JNK and p38. 
These results indicate that ERK3 and ERK4 are regulated differently than classical 
MAP kinases.  
 
Interestingly, we observed that MK5 expression indirectly increases the 
stoichiometry of phosphorylation of ERK3/ERK4 in the activation loop. This increase 
is independent of the catalytic activity of both MK5 and ERK3/ERK4, suggesting that 
the physical association of ERK3/ERK4-MK5 complexes may facilitate the 
recruitment and/or activation of the ERK3/ERK4 activation loop kinase. This 
mechanism may create a positive feedback loop to enforce MK5 activation. The 
physiological relevance of this observation requires further investigation. 
 
Our findings confirm that phosphorylation of ERK3 on Ser189 is exerted in trans 
by one or more cellular kinases, which may correspond to a previously characterized 
and partially purified ERK3-kinase activity (Cheng et al., 1996). On the other hand, 




autophosphorylation and on phosphorylation by a cellular kinase. The identity of the 
ERK3 and ERK4 kinase(s) is unknown. The observation that ERK3 and ERK4 are 
phosphorylated in all cellular conditions tested, including growth-arrested and 
terminally differentiated cells, suggest that ERK3 and ERK4 activation loop kinases 
are constitutively active in most cellular contexts and may represent a single protein 
kinase.  
 
Some activation loop kinases are known to be constitutively active. The cyclin-
dependent kinase activating kinase (CAK) is responsible for phosphorylation of the 
conserved threonine residue present in the activation loop of the cell cycle kinases 
Cdk1, Cdk2 and Cdk4/6. Studies indicate that CAK is active in all phases of the cell 
cycle and is therefore not limiting for cyclin-dependent kinase activation (Tassan et 
al., 1994). Activation loop phosphorylation of ERK3 and ERK4 could result from the 
basal activity of a highly expressed ERK3/ERK4 kinase(s). As suggested by 
Dummler et al. (Dummler et al., 2005), the basal activity of ERK1/ERK2 is sufficient 
to activate RSK4 in the absence of extracellular stimulation. For certain protein 
kinases, activation loop phosphorylation is necessary but not sufficient to induce full 
activation of the enzyme. Phosphorylation of a second site or protein-protein 
interactions is necessary. In the case of ERK3 and ERK4, interaction with MK5 
and/or phosphorylation induced by MK5 could represent an additional regulatory step 
leading to their activation.  
 
Our results clearly demonstrate the positive regulatory role of Ser189/Ser186 
phosphorylation on the kinase activity of ERK3/ERK4. Recently, the crystal structure 
of the unphosphorylated ERK3 kinase domain was solved (Filippakopoulos, 2006). 
This structure helps explain the lack of activity of ERK3 S189A mutant. The non-
phosphorylated ERK3 is found in an open conformation, often observed in inactive 
protein kinases (Huse and Kuriyan, 2002; Nolen et al., 2004) (Supplementary Fig. 
2A). Moreover, the activation loop of non-phosphorylated ERK3 blocks access to the 
active site (Supplementary Fig. 2B). The fact that ERK4 S186A mutant displays 




from that of ERK3, despite the high degree of amino acid conservation between the 
two kinases.  
 
Previous studies have shown that physical interaction, but not kinase activity, is 
important for the nuclear-to-cytoplasmic redistribution of MK5 by ERK3 and ERK4. 
A motif between amino acids 330 to 340 of ERK3/ERK4 was shown to be essential 
for this phenomenon (Seternes et al., 2004). The results presented here now reveal a 
role of ERK3/ERK4 activation loop phosphorylation in regulating the subcellular 
localization of ERK3/ERK4-MK5 complexes. This effect is most likely a 
consequence of the stabilizing effect of Ser189/Ser186 phosphorylation on the 
physical association between ERK3/ERK4 and MK5. A subset of ERK1/ERK2 
substrates preferentially associates with the dually phosphorylated kinases (Lee et al., 
2004). These substrates are characterized by the presence of a DEF domain, which 
interacts with a hydrophobic patch located on the C-terminal lobe of the kinase, near 
the activation loop (Jacobs et al., 1999). In fact, the activation loop partially masks 
the FxFP binding site in the non-phosphorylated ERK2 structure (Lee et al., 2004). 
Pull-down experiments have revealed that phosphorylated ERK2 has 3 times more 
affinity to FxFP-containing Elk1 than the non-phosphorylated kinase. Our results 
suggest that phosphorylated ERK3 and ERK4 interact ~10 times more efficiently 
with MK5 than the S189A/S186A mutants. Similarly to other MAP kinases, ERK3 
and ERK4 could preferentially associate with their substrates (e.g. MK5) in the 
phosho-Ser189/186 form via a specific binding interface. Alternatively, MK5 might 
directly contact the phosphorylated activation loop segment. 
 
The results of the present study can be summarized in the following model (Fig 
10). MK5 has low affinity for and interacts transiently with unphosphorylated 
ERK3/ERK4. This interaction recruits and/or contributes to the activation of 
ERK3/ERK4 activation loop kinase, which catalyzes the phosphorylation of Ser189 
or Ser186. Once this phosphorylation step has occured, the ERK3/ERK4-MK5 
interaction is strengthened, ERK3/ERK4 is activated and subsequently 




of MK5 on Thr182 fully activates the kinase and induces the phosphorylation of 
ERK3/ERK4 outside of the activation loop. The two activated kinases are then 
competent to phosphorylate additional physiological substrates and relay the signal 
downstream.  
 
Dysregulation of MAP kinase signaling pathways is associated to diverse 
pathologies such as cancer, inflammation and diabetes. The physiological 
consequences of ERK3/ERK4 activation of MK5 remain unclear. However, it will be 
interesting to explore the role of this interaction in tumorigenesis since MK5 was 
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Figure 1. ERK3 and ERK4 are phosphorylated in trans on Ser189 and Ser186 in 
vivo. A: HEK 293 cells were transfected with Myc6-tagged wild type (WT), kinase-
dead (KD, K49A/K50A) or S189A mutants of ERK3 (left panels), or with HA-tagged 




panels). The cells were metabolically labeled with 32Pi, and the ectopic ERK3 and 
ERK4 proteins were immunoprecipitated with anti-Myc and anti-HA antibody, 
respectively. Phosphorylation was detected by autoradiography (upper panels). The 
same membrane was analyzed for ERK3 and ERK4 expression by immunoblotting 
(lower panels). B: Phosphopeptide mapping analysis of 32P-labeled ERK3 and ERK4 
proteins purified as in A. Major phosphopeptides are numbered. The arrowhead 
indicates the position of sample application. Note the disappearance of spot 2 in 
ERK3 S189A mutant and spot 1 in ERK4 S186A mutant maps, respectively (arrows). 
C: HEK 293 cells were transfected with the indicated Myc6-tagged ERK3 (left 
panels) or HA-tagged ERK4 (right panels) constructs. Total lysates from 
exponentially proliferating cells were analyzed by immunoblotting using S189/186 
phospho-specific (upper panels) or Myc/HA (lower panels) antibodies. D: Sequence 
alignment of the region in the activation loop surrounding Ser189 and Ser186 in 








Figure 2. Mitogenic or stress stimuli do not modulate activation loop 
phosphorylation of ERK3 and ERK4. A: HEK 293 cells were transfected with 
Myc6-ERK3 and serum-starved overnight. Quiescent cells were labeled with32Pi and 
then stimulated with 10% fetal bovine serum (FBS), 200 nM phorbol 12-myristate 
13-acetate (PMA), 400 mM sorbitol, or 200 µM hydrogen peroxide (H2O2) for 10 




phosphorylation was detected by autoradiography (upper panel). Expression of ERK3 
was analyzed by anti-HA immunoblotting of the same membrane (lower panel). B: 
HEK 293 cells were transfected with either Myc6-ERK3 or GST-ERK4. The cells 
were made quiescent by serum deprivation, and then stimulated with 10% calf serum 
for the indicated times. The phosphorylation of ERK3/ERK4 on Ser189/Ser186 
(upper panels), the total expression of ERK3 and ERK4 (middle panels), and the 
activation loop phosphorylation of ERK1/ERK2 (lower panels) was analyzed by 
immunoblotting. C: Same as in B, except that cells were stimulated with 400 mM 
sorbitol. The activation loop phosphorylation of p38 (lower left panel) and JNK 






Figure 3. Overexpression of MK5 increases the phosphorylation of ERK4 on 
Ser186. A and C: HEK 293 cells were transfected with HA- or Flag-tagged MK5 
WT, KD or the truncated 1-423 mutant (423) together with the indicated HA-ERK4 
constructs. After 48 h, the phosphorylation of ERK4 on Ser186 (upper panel), and the 
total expression of ERK4 (middle panel) and MK5 (lower panel) were analyzed by 
immunoblotting. B: HEK 293 cells were transfected with increasing amounts of Flag-
MK5 in the presence of HA-ERK4 WT (left panel) or HA-ERK4 KD (right panel). 
Phosphorylation of ERK4 on Ser186 (upper panel), and total expression of ERK4 







Figure 4. Overexpression of MK5 increases phosphorylation of ERK3 on Ser189. 
A and B: HEK 293 cells were transfected with Flag-tagged MK5 WT, KD or the 
truncated 1-423 mutant (423) together with the indicated Myc6-ERK3 constructs. 
After 48 h, the phosphorylation of ERK3 on Ser189 (upper panel), and the total 








Figure 5. Activation loop phosphorylation of ERK3 and ERK4 is essential for 
optimal MK5 activation in vitro. A: HEK 293 cells were transfected with the 
indicated Myc6-tagged ERK3 constructs. After 24 h, the cells were treated with 10 
µM MG132 for 12 h, and ERK3 was immunoprecipitated with anti-Myc antibody. 
Enzymatic activity was measured in a coupled kinase assay by incubation of ERK3 
with recombinant His6-MK5 (wild type (WT) or kinase-dead (KD)) and Hsp27 in the 
presence of ATP[γ32P]. The reaction products were analyzed by autoradiography 
(upper panel) and immunoblotting of the indicated proteins. The amount of Hsp27 
was normalized by Ponceau staining of the membrane. B: Same as above, except that 
HEK 293 cells were transfected with the indicated HA-tagged ERK4 constructs. After 
36 h, ERK4 was immunoprecipitated with anti-HA and enzymatic activity was 







Figure 6 Activation loop phosphorylation of ERK3 and ERK4 is required for 
their stable interaction with MK5 in vivo. A and B: HEK 293 cells were transfected 
with the indicated Myc6-ERK3 (A) or HA-ERK4 (B) constructs together with wild 
type or kinase-dead Flag-MK5. After 36 h, the cells were lysed and MK5 was 
immunopreci- pitated with anti-Flag antibody. Total lysates and Flag 
immunoprecipitates were analyzed by immunoblotting with antibodies to Myc, HA 
and Flag epitopes. C: HEK 293 cells were transfected with the indicated expression 
plasmids. After 36 h, cells were lysed and ERK4 was immunoprecipitated with anti-
HA antibody. Total lysates and HA immunoprecipitates were analyzed by 







Figure 7. Activation loop phosphorylation allows the formation of active 
ERK3/ERK4-MK5 complexes in vivo. A: HEK 293 cells were transfected with the 
indicated Myc6-tagged ERK3 and Flag-tagged MK5 constructs. After 24 h, the cells 
were treated with 10 µM MG132 for 12 h, and ERK3 was immunoprecipitated with 
anti-Myc antibody. Enzymatic activity was measured by incubation of ERK3 with 
Hsp27 in the presence of ATP[γ32P]. The reaction products were analyzed by 
autoradiography (upper panel) and immunoblotting of the indicated proteins. Hsp27 
was normalized by Ponceau staining of the membrane. B: Same as above, except that 
HEK 293 cells were transfected with the indicated HA-taggged ERK4 constructs. 
After 36 h, ERK4 was immunoprecipitated with anti-HA and enzymatic activity was 






Figure 8. The cytoplasmic redistribution of ERK3 induced by MK5 depends in 
part on Ser189 phosphorylation. A and B: Rat1 cells were transfected with the 
indicated Myc6-tagged ERK3 and Flag-tagged MK5 constructs. After 48 h, the cells 
were fixed and the subcellular localization of ERK3 and MK5 was visualized by 
fluorescence microscopy after double staining with anti-Myc and anti-Flag 
antibodies. For each condition, at least 100 cells co-expressing ERK3 and MK5 were 
scored as follow: cells showing predominant cytoplasmic (C), uniform nuclear and 
cytoplasmic (N/C) or predominant nuclear (N) staining. Bar graphs represent the 
mean +/- SEM of three independent experiments. C: Representative examples of the 






Figure 9. Ser186 phosphorylation of ERK4 is required for efficient cytoplasmic 
relocalization of MK5. A and B: Rat1 cells were transfected with the indicated HA-
tagged ERK3 and Flag-tagged MK5 constructs. After 48 h, the cells were fixed and 
the subcellular localization of ERK4 and MK5 was visualized by fluorescence 
microscopy after double staining with anti-HA and anti-Flag antibodies. The data 
were analyzed and expressed as in Fig. 6. Bar graphs represent the mean +/- SEM of 
three independent experiments. C: Representative examples of the different 














SUPPLEMENTARY FIGURE 1. ERK3 and ERK4 are phosphorylated mainly on 
serine residues in vivo. Numbered spots from phosphopeptide maps of 32P-labeled 
Myc6-ERK3 and HA-ERK4 were processed for phosphoamino acid analysis. The 






SUPPLEMENTARY FIGURE 2. Unphosphorylated ERK3 is not in a catalytically 
active conformation. A, The structures of unphosphorylated ERK2 (1ERK) and 
ERK3 (2I6L) were superposed on dually-phosphorylated ERK2 (2ERK) using the C-
teminal lobe as reference. Note that unphosphorylated kinases are in an open 
configuration (see arrow). B, The activation loop of ERK3 partially masks its 
catalytic site. Doubly-phosphorylated ERK2 (left panels) and unphosphorylated 
ERK3 (right panels) are shown in ribbon (upper panels) and molecular surface (lower 
panels) representation. The catalytic base, revealing the position of the active site, is 
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Classical mitogen-activated protein (MAP) kinases are activated by dual 
phosphorylation of the Thr-Xxx-Tyr motif in their activation loop, which is catalyzed 
by members of the MAP kinase kinase family. The atypical MAP kinases 
extracellular signal-regulated kinase 3 (ERK3) and ERK4 contain a single phospho-
acceptor site in this segment and are not substrates of MAP kinase kinases. Previous 
studies have shown that ERK3 and ERK4 are phosphorylated on activation loop 
residue Ser189/Ser186, resulting in their catalytic activation. However, the identity of 
the protein kinase mediating this regulatory event has remained elusive. We have 
used an unbiased biochemical purification approach to isolate the kinase activity 
responsible for ERK3 Ser189 phosphorylation. Here, we report the identification of 
group I p21-activated kinases (PAKs) as ERK3/ERK4 activation loop kinases. We 
show that group I PAKs phosphorylate ERK3 and ERK4 on Ser189 and Ser186, 
respectively, both in vitro and in vivo, and that expression of activated Rac1 augment 
this response. Reciprocally, silencing of PAK1/2/3 expression by RNA interference 
(RNAi) completely abolishes Rac1-induced Ser189 phosphorylation of ERK3. 
Importantly, we demonstrate that PAK-mediated phosphorylation of ERK3/ERK4 
results in their enzymatic activation and in downstream activation of MAP kinase-
activated protein kinase 5 (MK5) in vivo. Our results reveal that group I PAKs act as 
upstream activators of ERK3 and ERK4 and unravel a novel PAK-ERK3/ERK4-









ERK3 and ERK4 define a distinct subfamily of atypical MAP kinases that display 
structural and functional differences with conventional MAP kinases (1). First, they 
possess a single phospho-acceptor site (Ser-Glu-Gly) in their activation loop instead 
of the classical dual phosphorylation Thr-Xxx-Tyr motif (2,3). Accordingly, they are 
not phosphorylated and activated by dual-specificity MAP kinase kinase family 
members (4,5). Second, ERK3 and ERK4 bear the sequence Ser-Pro-Arg instead of 
Ala-Pro-Glu in subdomain VIII of the kinase domain, being the only kinases in the 
human kinome to have an arginine at this position. Third, contrary to conventional 
MAP kinases like ERK1/ERK2, which are multifunctional Ser/Thr kinases capable of 
phosphorylating a vast array of substrates, ERK3 and ERK4 appear to have a very 
narrow substrate specificity (6). Their only known physiological substrate is the 
protein kinase MK5 (7-10). 
The regulation of ERK3 and ERK4 activity remains poorly understood. We and 
others have shown that the serine residue within the activation loop of ERK3/ERK4 
(Ser189/Ser186) is phosphorylated in vivo (6,11-13). Catalytically inactive forms of 
the kinases are similarly phosphorylated on this motif, indicating that activation loop 
phosphorylation is mediated by an upstream cellular kinase (12,13). Phosphorylation 
of Ser189/Ser186 leads to enzymatic activation of ERK3/ERK4, and is required for 
binding to and for cytoplasmic relocalization of the substrate MK5 (12,13). Recently, 
we have shown that phosphorylation of ERK3 in the C-terminal extension by CDK1 
stabilizes the protein and leads to its accumulation in mitosis (14). 
The lack of information on the stimuli and upstream regulatory events that control 
the activity of ERK3 and ERK4 has hampered the comprehensive study of these 
atypical MAP kinase signaling pathways. To get new insights into the regulation of 
ERK3/ERK4 activity, we have used a classical biochemical purification approach to 
isolate the kinase(s) responsible for ERK3 Ser189 phosphorylation. Here, we identify 
group I PAKs as ERK3 and ERK4 activation loop kinases. We demonstrate that 
PAKs phosphorylate ERK3 and ERK4 in vitro and in vivo, leading to their catalytic 





Reagents and Antibodies 
Antibodies to PAK1, PAK2 and PAK3 were from Cell Signaling Technology; 
anti-GAPDH was from Santa Cruz Biotechnology; HRP-conjugated goat anti-mouse 
and anti-rabbit IgG were from Bio-Rad; polyclonal anti-Flag was from Sigma. 
Monoclonal anti-Myc antibody was prepared from 9E10 hybridoma producing cells. 
Monoclonal rabbit-anti-ERK3 antibody was from Epitomics. Polyclonal anti-
phospho-ERK3(Ser189) antibody has been described (11). This antibody also 
recognizes phosphorylated Ser186 in ERK4. SMARTpool siRNAs targeted to PAK1 
(L-003597-00), PAK2 (L-003521-00) and PAK3 (L-003614-00) were from 
Dharmacon. 
Plasmid Constructs 
pcDNA3-Myc6-ERK3 wild type (WT), kinase-dead (KA, K49A/K50A) and 
Ser189Ala (SA), pcDNA3-HA-ERK4, pcDNA3-Flag-ERK4 and pcDNA3-Flag-MK5 
have been described (11,12,15). His6-ERK3  WT and SA recombinant proteins were 
generated as in (16) except that the stop codon was conserved to avoid fusion with 
the C-terminal GST tag of pHGST.1. His6-ERK3(1-365)KA-GST and His6-ERK3(1-
365) (WT, KA and SA) recombinant proteins were generated by PCR subcloning of 
the sequence corresponding to the first 365 residues of ERK3 (with or without a stop 
codon) in frame into the EcoR1 site of pHGST.1 (16). pHGST-ERK3(365-721) 
plasmid encoding the C-terminal extension of ERK3 has been described (16). PAK1 
cDNA (17) was obtained from J. Chernoff (Fox Chase Cancer Center) and subcloned 
into EcoR1/Xba1 sites of pcDNA3-Flag (12). Mouse PAK2 cDNA was purchased 
from Origene and was subcloned into EcoR1/Xba1 sites of pCDNA3-Flag. The 
PAK2KD (K279R/T402A) mutant was generated by mutagenesis using the 
QuickChange system (Stratagene). Mouse HA-PAK3 was obtained from E. Van 
Obberghen-Schilling (Université de Nice) and was subcloned into the Xba1 site of 
pcDNA3-Flag. For recombinant protein production, PAK2 WT and KD were 
subcloned into EcoR1/Not1 sites of pHGST.2T (16). pRK5-Myc vectors encoding 




(McGill University). The pGEX-hu27 prokaryotic vector coding for GST-Hsp27 
protein was a gift from J. Landry (Laval University). All mutations and PCR products 
were verified by DNA sequencing. Sequence of primers used for PCR and details 
about cloning strategies are available upon request. 
Recombinant Protein Purification 
Recombinant Hsp27 and His6-MK5 were produced as described (12). Other 
recombinant proteins were expressed in BL21 pLys(DE3) strain and purified as 
described (16). Protein purity and yield were evaluated by SDS-gel elctrophoresis and 
Coomassie staining using bovine serum albumin as standard. 
Cell culture and Transfections 
HEK 293 cells were cultured in minimal essential medium supplemented with 
10% fetal bovine serum plus antibiotics. Cells were transiently transfected by the 
calcium phosphate precipitation method. 
Purification of ERK3 Ser189 Kinase 
Exponentially proliferating HEK 293 cells were lyzed with a Dounce 
homogenizer in hypotonic buffer B (50 mM β-glycerophosphate (pH 7.3), 1.5 mM 
EGTA, 1 mM EDTA, 1 mM dithiothreitol (DTT), 100 µM sodium orthovanadate; 1 
µM pepstatin A, 1 µM leupeptin, 100 µM PMSF. The lysate was clarified by 
centrifugation and 50 mg of protein was fractionated on a Mono Q 10/100 GL 
column (GE Healthcare) using an AKTA Explorer FPLC system (GE Healthcare). 
Fractions were collected and assayed for ERK3 Ser189 kinase activity as described 
below. Fractions 43 to 53 were pooled and further fractionated on a gel filtration 
Superdex 16/60 200 column (GE Healthcare). Superdex fraction 36 containing high 
Ser189 kinase activity was then incubated with 1 µg of His6-ERK3(1-365)KA-GST 
recombinant protein bound on glutathione-agarose beads for 2 h at 4°C. The beads 
were washed 4 times with buffer B and bound proteins were further separated by 




excised, reduced with DTT, and alkylated with iodoacetamide prior to trypsin 
digestion. Peptides were extracted three times with 90% acetonitrile (ACN)/0.5 M 
urea. Combined extracts were dried and resuspended in 5% ACN, 0.1% 
trifluoroacetic acid (TFA). Tryptic peptides were analyzed by nanoLC-MS/MS using 
an Eksigent nano2D system coupled to a LTQ-Orbitrap XL mass spectrometer 
(Thermo Fisher Scientific). Peptides were separated on a 150-µm x 10-cm C18 
analytical column using a gradient of 5-40% acetonitrile (in 0.2% formic acid) over 
65 min. The mass spectrometer was operated in a data-dependent acquisition mode 
with a 1 sec survey scan at 60,000 resolution, followed by three ion trap product ion 
spectra (MS/MS) of the most abundant precursors. The centroided data was merged 
into single peak-list files and searched with the Mascot search engine v2.10 (Matrix 
Science) against the combined forward and reverse human IPI protein database v3.24 
containing 133,842 protein sequences.  
Immunoblotting, Immunoprecipitation and Kinase Assays 
Cell lysis, immunoprecipitation and immunoblot analysis were performed as 
described (11,18,19). For immunoprecipitation experiments, 750 µg of lysate proteins 
were incubated with the indicated antibodies for 2-4 h at 4°C. To detect endogenous 
ERK3 Ser189 phosphorylation, monoclonal anti-ERK3 antibody was precoupled with 
protein A/agarose beads for 2 h at 4°C and washed three times in lysis buffer. 
HEK293 cells, transfected 36 h with the indicated constructs or SiRNAs, were lysed 
36 h post transfection. To immunoprecipitate endogenous ERK3, beads were 
incubated 2-4 h at 4°C with 5mg of cell lysate. Immunoprecipitated proteins were 
analyzed by SDS-PAGE and western blots with the indicated antibodies. 
For in vitro kinase assay of Ser189 phosphorylation, cell lysate (50 µg protein) or 
recombinant PAK2 (1 µg) was incubated with 1 µg of the indicated purified 
recombinant ERK3(1-365) protein in 50 µl of Buffer A (50 mM Tris-HCl (pH 7.5), 
1.5 mM KCl, 25 mM MgCl2, 1 mM DTT, 200 μM ATP) at 37°C for 45 min. The 
reaction was stopped with Laemmli buffer and Ser189 phosphorylation was analyzed 




FPLC fractions, 8% of each fraction was assayed in a final volume of 100 µl of buffer 
A. For radioactive assays, 10 µCi γ32P-ATP was added to buffer A and the reaction 
was analyzed by autoradiography with a FLA5000 phosphorimager (Fuji).  
For in vivo assay of ERK3/ERK4 activity, immunoprecipitated proteins were 
incubated with 0.5 µg of recombinant His6-MK5 and Hsp27 in kinase assay buffer 
(25 mM Hepes (pH 7.5), 25 mM MgCl2, 1 mM DTT) with 50 µM ATP and 20 µCi 
γ32P-ATP. Proteins were separated by SDS-gel electrophoresis, transferred to 
nitrocellulose membrane and analyzed by autoradiography. Expression of transfected 
proteins was analyzed by immunoblotting. The same conditions were used to monitor 
MK5 activity, except that Flag-MK5 protein was immunoprecipitated from cells and 
no recombinant MK5 was added to the assay. 
Mass Spectrometry Analysis of MK5 Phosphorylation 
For the in vivo quantitative analysis of MK5 Thr182 phosphorylation, Flag-MK5 
was immunoprecipitated from HEK 293 cell lysates using anti-Flag M2 agarose 
beads (Sigma). After elution in 0.1 M glycine (pH 3.5), proteins were dialyzed in 8 M 
urea, 50 mM NH4HCO3, 0.5 mM TCEP using 10 kDa cut-off microcon devices 
(Millipore) as published (20). Prior to digestion, the urea concentration was diluted to 
1.5 M in 50 mM NH4HCO3, 0.5 mM TCEP. Proteins were digested with sequence-
grade trypsin (Promega) for 3 h and the eluted peptides dried in a SpeedVac. Peptides 
were analyzed on an Orbitrap mass spectrometer using similar settings as above. 
Peptide intensities were extracted from raw data, clustered with Mascot results and 
validated using the in-house software ProteoProfile. Specifically, for the 
quantification of MK5 Thr182 phosphopeptides we detected four isoforms by 
MS/MS with peptide MOWSE scores of 57-114 (doubly- and triply-charged 
IDQGDLM(Ox)PQFTPYYVAPQVLEAQR (m/z 1480.705  respectively m/z 
987.4684); triply-charged form of the methionine-oxidized 
IDQGDLM(Ox)PQFTPYYVAPQVLEAQR (m/z 992.8018) and the low-abundant, 
triply-charged missed cleavage form IDQGDLM(Ox)PQFTPYYVAPQVLEAQRR 




containing the Thr182 site from three independent replicates. The average intensities 
of each peptide isoform and the corresponding standard deviations were calculated. 
The summed peptide intensity of the MK5 control experiment (without ERK4) was 
set to 1 and the relative increase in MK5 phosphorylation was calculated from the 
ratio of peptide intensities over that of control condition. 
RESULTS 
Purification of ERK3 Activation Loop Kinase. 
To purify the ERK3 activation loop kinase(s), we developed a robust in vitro 
assay to monitor Ser189 kinase activity using recombinant catalytically inactive His6-
ERK3KA(1-365) protein (produced in E. coli) as substrate and a phospho-
ERK3(S189) specific antibody for detection. This assay readily detects the 
phosphorylation of wild type and kinase-dead ERK3, but not that of the S189A 
mutant from a HEK 293 cell lysate (Fig. 1A). The strategy used for the purification of 
ERK3 Ser189 kinase activity is summarized in Fig. 1B. Extracts of proliferating HEK 
293 cells were sequentially fractionated on anion exchange and gel filtration columns 
(Fig. 1, C and D). Then, fraction GF1 of the Superdex column was incubated with 
recombinant His6-ERK3(1-365)KA-GST immobilized on glutathione-agarose beads. 
After washing, bound proteins were further separated by SDS-gel electrophoresis 
(Fig. 1E). The gel was stained with Coomassie and cut into 7 bands that were 
subjected to in-gel digestion with trypsin and analyzed by LC-mass spectrometry 
(MS)/MS. Among 142 proteins detected in the samples, two protein kinases were 
identified with a high Mascot score: PAK2 and PAK1 (Fig. 1F and Table S1). Three 
peptides shared by PAK1 and PAK3 were also identified from this analysis. 
Group I PAKs Phosphorylate ERK3 and ERK4 on Ser189/Ser186. We first tested 
the ability of PAK2 to phosphorylate ERK3 on Ser189 in vitro using purified 
recombinant PAK2 and full length His6-ERK3KA protein as substrate. PAK2 wild 
type but not the catalytically inactive K279R/T402A (PAK2KD) mutant efficiently 
phosphorylated ERK3KA but not ERK3S189A (Fig. 2A). Neither the S189A mutant 
of ERK3(1-365) nor the C-terminal extension of the kinase (residues 365-721) were 




phosphorylation site. The in vitro phosphorylation of Ser189 by PAK2 was further 
confirmed using the anti-phospho-ERK3(S189) antibody for detection (Fig. 2C). 
Notably, PAK2 also phosphorylated the paralogous protein ERK4 on the activation 
loop residue Ser186 (Fig. 2D). 
To determine if PAK2 phosphorylates ERK3 in vivo, we co-transfected HEK 293 
cells with ERK3, PAK2 and an activated form of Rac1 (Rac1CA). Co-transfection of 
PAK2 increased the phosphorylation of ERK3 on Ser189 (Fig. 2E, lane 3). The 
phosphorylation signal was further increased when activated Rac1 was transfected at 
the same time (Fig. 2E, lane 4). It should be noted that co-transfection of ERK3 with 
Rac1CA is sufficient to increase the Ser189 phosphorylation signal when compared 
to ERK3 alone (Fig. 2E, lane 5 and 2G). This is likely due to the activation of 
endogenous PAK by Rac1. Similar results were obtained with the other group I PAK 
activator Cdc42 (Fig. 2G).  
MS analysis identified both PAK2 and PAK1, and possibly PAK3, as candidate 
ERK3 Ser189 kinases (Fig. 1F). We therefore wished to determine if PAK1 and 
PAK3 are also able to phosphorylate ERK3 on Ser189 in intact cells. Both PAK2 and 
PAK3 markedly increased the activation loop phosphorylation of ERK3, whereas 
PAK1 had a weaker albeit measurable effect (Fig. 2F). We conclude from these 
results that group I PAKs display ERK3/ERK4 activation loop kinase activity. 
Silencing of Group I PAKs Inhibits Rac1-Induced ERK3 Ser189 
Phosphorylation 
To directly address the contribution of endogenous group I PAKs to the activation 
loop phosphorylation of ERK3, we silenced the expression of PAK1, PAK2 and 
PAK3 by RNAi using SMARTpool siRNAs targeting each individual kinase. 
Silencing of a single PAK isoform partially reduced Rac1-stimulated ERK3 Ser189 
phosphorylation, with PAK2 and PAK3 siRNAs showing greater effects (Fig. 3, A 
and B). Importantly, a combination of siRNAs to all three group I PAKs completely 
abolished the effect of Rac1 on both ectopic and endogenous ERK3 phosphorylation 




kinases for ERK3 and mediate the stimulatory effect of the small GTPases 
Rac1/Cdc42 on ERK3 phosphorylation. 
Group I PAKs Stimulate the Enzymatic Activity of ERK3 and ERK4 
We wanted to verify whether PAK-induced phosphorylation of ERK3 or ERK4 
leads to their enzymatic activation. HEK 293 cells were co-transfected with 
ERK3/ERK4 and Rac1CA, in the absence or presence of PAK2 or a mixture of 
siRNAs targeting PAK1/PAK2/PAK3. Ectopically expressed ERK3 or ERK4 was 
immunoprecipitated and its phosphotransferase activity was measured in a coupled 
kinase assay using recombinant His6-MK5 and its substrate Hsp27 in the presence of 
γ32P-ATP. Expression of activated Rac1 clearly induced the catalytic activation of 
ERK3 and ERK4 as demonstrated by the increased phosphorylation of Hsp27 (Fig. 5, 
A and B, lane 3). This activation was significantly attenuated in cells transfected with 
siRNAs to group I PAKs. These data indicate that PAK-mediated phosphorylation of 
ERK3 and ERK4 leads to their catalytic activation in vivo. 
Activation of ERK3/ERK4 by PAK3 Results in Downstream Activation of MK5 
in vivo 
We next wished to determine if the activation of ERK3/ERK4 by Rac1-PAK 
signaling translates into enzymatic activation of the downstream substrate MK5 in 
vivo. Since all the anti-phospho-MK5(T182) antibodies tested were found 
unsatisfactory, we analyzed the extent of MK5 Thr182 (activation loop) 
phosphorylation by quantitative MS. HEK 293 cells were transfected with Flag-MK5 
in the absence or presence of ERK4, activated Rac1 and PAK3. MK5 was 
immunoprecipitated with anti-Flag M2 beads, eluted, digested with trypsin, and 
subjected to quantitative LC-MS/MS analysis. Activating Thr182 phosphorylation of 
MK5 was increased by 26-fold following ERK4 overexpression and by 46-fold when 
ERK4 was co-expressed with activated Rac1 and PAK3 (Fig. 6A and Fig. S2). A 
comparison of the intensity of non-phosphorylated and phosphorylated peptide 
species around MK5 Thr182 indicated that MK5 is phosphorylated at high 




To confirm that increased Thr182 phosphorylation results in MK5 catalytic 
activation in vivo, the phosphotransferase activity of MK5 was measured by immune-
complex kinase assay using recombinant Hsp27 as substrate. Expression of ERK3 or 
ERK4 augmented MK5 activity, and this activation was further potentiated by co-
expression of Rac1CA and PAK3 (Figs. 6, B and C). These results confirm that 
activation of the Rac1-PAK-ERK3/4 signaling pathway leads to downstream 
activation of MK5 in cells. 
DISCUSSION 
A full understanding of the physiological functions of the atypical MAP kinases 
ERK3 and ERK4 will be greatly facilitated by the characterization of the upstream 
regulatory signals and pathways that control their activity. ERK3 and ERK4 are not 
components of classical MAP kinase modules and their activator(s) has remained 
elusive so far. Of note, Cobb and colleagues have previously reported the partial 
characterization of a protein kinase immunologically distinct from MEK1 and MEK2 
that phosphorylates ERK3 on Ser189 (6). Here, we report the successful purification 
and identification of group I PAKs as ERK3 activation loop kinases. The PAK family 
is composed of six members divided in two subgroups of three members each based 
on their mechanism of regulation (21). All six members share a similar architecture 
with an N-terminal regulatory domain containing the Rac1/Cdc42 binding site and a 
C-terminal kinase domain. Group I PAKs include PAK1, PAK2 and PAK3, which 
are enzymatically activated by binding of Rac1 and Cdc42. PAKs belong to the STE 
(homologs of yeast Ste7, Ste11, Ste20 kinases) group of protein kinases, which also 
includes MAP kinase kinases. 
We have used a three-step chromatographic procedure including an affinity step 
on ERK3(1-365)KA-agarose beads to isolate the ERK3 Ser189 kinase. The affinity 
step was inspired by the observation that a candidate ERK3 Ser189 kinase binds 
tightly to the catalytic domain of ERK3 (6). ERK3 binding proteins were further 
separated by SDS-gel electrophoresis and analyzed by LC-MS/MS, leading to the 
identification of PAK1 (and possibly PAK3) and PAK2. Overexpression and loss-of-




phosphorylate ectopic and endogenous ERK3 on Ser189, and that the three protein 
kinases are responsible for all the Ser189 kinase activity induced by activated Rac1 in 
cells. We conclude from these results that group I PAKs are bona fide ERK3 
activation loop kinases. However, we cannot exclude the possibility that other kinases 
can phosphorylate ERK3 on Ser189 under different cellular conditions.  
All ERK3 activation loop (from Leu174 to Trp216) amino acids but three are 
conserved in human ERK4 sequence. These residues are also highly conserved from 
zebrafish to Human (12). In agreement with this observation, we found that group I 
PAKs similarly phosphorylate ERK4 on activation loop residue Ser186, indicating a 
common mechanism of activation of ERK3 and ERK4 MAP kinases. 
Rennefahrt et al. have used a degenerate peptide library to analyze the optimal 
phosphorylation sequence of group I and II PAKs (22). According to this work, the 
ERK3/ERK4 activation loop contains several favorable residues for PAK1 and PAK2 
phosphorylation (Fig. 7). Notably, these kinases clearly favor serine residues over 
threonine as substrates (22). It is noteworthy that the ERK3/ERK4 sequence appears 
to fit more closely the PAK2 consensus motif than PAK1, consistent with our 
observation that PAK2 is apparently a better activation loop kinase than PAK1.  
Importantly, we have demonstrated that PAK-mediated phosphorylation of 
ERK3/ERK4 leads to their enzymatic activation and to downstream activation of 
MK5 in vivo. Group I PAKs have been implicated in many cellular processes 
including transcription, apoptosis, cell proliferation, and cell motility (23-26). 
Specifically, multiple studies have documented the important role of PAKs in the 
regulation of actin dynamics and cytoskeletal remodeling (27,28). In the past years, 
MK5 has also emerged as a regulator of F-actin polymerization and cell migration 
(29-31). In this study, we uncover a hitherto unrecognized link between Rac/Cdc42-
PAK signaling and ERK3/4-MK5 activation, potentially explaining in part the 
common effect of group I PAKs and MK5 on the actin cytoskeleton. Future studies 
will investigate how this new signaling branch of PAK signaling contributes to 
physiological responses such as cell motility, apoptosis and senescence that can 
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Figure 1. Purification of ERK3 Ser189 kinase. (A) ERK3 Ser189 kinase assay. 
Purified recombinant ERK3(1-365) wild type (WT), kinase-dead (KA) or non-
phosphorylatable Ser189Ala (SA) mutant was incubated for 45 min at 30˚C with a 
lysate of HEK 293 cells. Ser189 phosphorylation was analyzed by immunoblotting 
with anti-phospho-ERK3(S189) and indicated antibodies. (B) Strategy for the 
purification of ERK3 Ser189 kinase. (C) Anion exchange chromatography. HEK 293 
cell lysate was fractionated on a Mono Q column. Each individual fraction was 
assayed for Ser189 kinase activity. (D) Fractions Q3 from the Mono Q column were 
fractionated by gel filtration chromatography and assayed as in C. (E and F) Fraction 
GF1 from the Sephadex column was incubated with His-ERK3(1-365)KA-GST 
protein immobilized on glutathione-agarose beads. Bound proteins were further 
purified by SDS-gel electrophoresis and subjected to LC-MS/MS analysis. Protein 








Figure 2. Group I PAKs phosphorylate ERK3 and ERK4 in the activation loop in 
vitro and in vivo. (A) Purified recombinant catalytically inactive His6-ERK3KA or 
His6-ERK3SA were incubated in kinase assay buffer with recombinant wild type 
(WT) or kinase-dead (KD) His6-PAK2 and γ32P-ATP. The reaction products were 
analyzed by SDS-gel electrophoresis and autoradiography. The Coomassie stained 
gel is shown at the bottom. (B) Recombinant wild type His6-PAK2 was incubated 
with His6-ERK3(1-365) WT, KA or SA mutant, or with ERK3(365-721) C-terminal 




were analyzed by SDS-gel electrophoresis and autoradiography. (C) and (D) Same as 
in A except that γ32P-ATP was omitted from the reaction. The phosphorylation of 
recombinant His6-ERK3(1-365)KA-GST and ERK4DA-GST were analyzed by 
immunoblotting using a phospho-ERK3(S189)/phospho-ERK4(S186) antibody. A 
duplicate gel was commassie stained as loading control. (E, F and G) HEK 293 cells 
were transfected with the indicated constructs. After 36 h, the cells were lyzed and 







Figure 3. Requirement of group I PAKs for Rac1-induced activation loop 
phosphorylation of ERK3. (A) HEK 293 cells were transfected with the indicated 
constructs in combination or not with SMARTpool siRNAs targeting group I PAKs. 
After 36 h, the cells were lyzed and analyzed by immunoblotting with anti-phospho-
ERK3(S189) and indicated antibodies. (B) The ratio of phospho-Ser189 ERK3 to 
total ERK3 was determined by quantifying the anti-phospho-ERK3(S189) and anti-
Myc immunoblots by densitometry. The bar graph represents the mean ± SEM of five 





Figure 4. Group I PAKs phosphorylates endogenous ERK3 on the activation loop. 
(A) HEK 293 cells were transfected with the indicated constructs in combination or 
not with SMARTpool siRNAs targeting group I PAKs. After 36 h, the cells were 
lyzed, ERK3 was immunoprecipitated and analyzed by immunoblotting with anti-
phospho-ERK3(S189) and indicated antibodies. (B) The ratio of phospho-Ser189 
ERK3 to total ERK3 was determined by quantifying the anti-phospho-ERK3(S189) 
and anti-ERK3 immunoblots by densitometry. The bar graph represents the mean ± 





Figure 5. PAKs stimulate the phosphotransferase activity of ERK3 and ERK4. HEK 
293 cells were transfected with the indicated constructs in combination or not with 
SMARTpool siRNAs to PAK1/2/3. After 36 h, the cells were lyzed and Myc6-
ERK3WT/S189A (A) or Flag-ERK4 (B) was immunoprecipitated with anti-Myc or 
anti Flag-antibody, respectively. Phosphotransferase activity was measured in a 
coupled kinase assay by incubating immunoprecipitated ERK3 or ERK4 with 
recombinant His6-MK5 and Hsp27 proteins in the presence of γ32P-ATP. The reaction 
products were analyzed by SDS-gel electrophoresis and autoradiography (upper 
panel). Ponceau staining was used to control His6-MK5 and Hsp27 protein loading. 
The activation loop phosphorylation of ERK3/ERK4 and the expression of 
ERK3/ERK4, Rac1CA and PAKs were analyzed by immunoblotting of cell lysates. 







Figure 6. Rac1-PAK signaling induces MK5 phosphorylation and activation. HEK 
293 cells were transfected with the indicated constructs. After 36 h, the cells were 
lyzed and Flag-MK5 was immunoprecipitated with anti-Flag M2 antibody coupled to 
agarose beads. (A) Following elution, proteins were trypsin-digested and the relative 
abundance of MK5 Thr182 phosphorylation was analyzed by LC-MS-MS. Control of 
MK5 elution and expression of the transfected constructs was monitored by 
immunoblot analysis with the indicated antibodies. The bar graph represents the mean 
± SEM of two independent experiments. (B and C) MK5 kinase activity was assayed 
by incubating immunoprecipitated MK5 with recombinant Hsp27 protein in the 
presence of  γ32P-ATP. The reaction products were analyzed by SDS-gel 
electrophoresis and autoradiography (upper panel). The Coomassie stained gel is 
shown at the bottom. The phosphorylation of ERK3/ERK4 and the expression of 
transfected proteins were analyzed by immunoblotting. The bar graph represents the 









Figure 7. Matching of ERK3 activation loop sequence to PAK1 and PAK2 consensus 
phosphorylation motifs. The sequence of ERK3 activation loop was matched to the 
position-specific scoring matrices (PSSM) documented by Rennefahrt et al. (16) for 
optimal in vitro phosphorylation by PAK1 and PAK2. Green color corresponds to 
residues favouring phosphorylation, whereas red color indicates unfavourable 
residues. Numbers refer to the order of preference. 
 
 
Figure S1 : Extracted Ion Chromatograms (XICs) of the MK5 phosphopeptide 
IDQGDLMpTPQFTPYYVAPQVLEAQR 
Extracted ion chromatograms of triply- (m/z 947.4764, left) and doubly-charged (m/z 
1480.705, right) ions of the phosphopeptide IDQGDLMpTPQFTPYYVAP 
QVLEAQR which harbours the MK5 activation site phosphorylated through ERK3/4. 
Co-Transfection of MK5 with ERK4, RAC1 and PAK3 resulted in the highest 
intensity of the MK5 phosphopeptide.Without co-transfection of the up-stream 
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